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JUSTIFICACIÓN Y OBJETIVOS 
 
La cromatografía de gases es una técnica extremadamente efectiva para la separación y 
análisis de sustancias volátiles, poco polares y térmicamente estables. Esto implica un amplio 
número de compuestos tanto orgánicos como organometálicos, lo que convierte a esta técnica en 
una de las más versátiles y potentes en el laboratorio analítico. Para poder extender su campo de 
acción a la determinación de sustancias térmicamente inestables, con puntos de ebullición 
superiores a la temperatura límite de trabajo de la fase estacionaria de la columna, o muy polares, 
se ha introducido y desarrollado el uso de agentes derivatizantes. La conversión de los analitos en 
sus derivados volátiles y poco polares, ha hecho posible determinar mediante cromatografía de 
gases un gran número de compuestos que a priori, caen fuera del campo de aplicación de esta 
técnica, por ejemplo: aminoácidos, azúcares, alcoholes, aminas, ácidos orgánicos, etc. 
 
Para la realización de este trabajo se han escogido tres grupos de compuestos químicos 
cuya determinación mediante cromatografía de gases, exige la introducción de una etapa de 
derivatización en el procedimiento de preparación de muestra. Los analitos considerados han sido 
compuestos organometálicos (fundamentalmente derivados butilados de estaño), fármacos 
antiinflamatorios y estrógenos tanto naturales como sintéticos. Todos ellos han sido detectados en 
el medio acuático como resultado de su utilización a nivel industrial (organoestánnicos), 
farmacéutico (antiinflamatorios y ciertas hormonas), o simplemente como productos eliminados 
de forma natural por el organismo (estrógenos naturales). Los organoestánnicos han sido y 
continúan siendo introducidos directamente en medio acuático debido a su lixiviación constante 
desde los materiales que los contienen. Sus efectos medioambientales han sido estudiados durante 
los últimos veinte años. Se conoce perfectamente su acción disruptora sobre distintos organismos 
vivos, y en consecuencia, recientemente, se han prohibido algunas de sus aplicaciones. La 
repercusión de esta prohibición en los niveles medioambientales de estas especies está todavía por 
determinar. Los antiinflamatorios y los estrógenos fundamentalmente entran en la troposfera a 
través de las aguas residuales de origen doméstico. Los segundos ejercen una acción disruptora 
opuesta a la de los organoestánnicos, aunque de similar intensidad, mientras que para los 
fármacos antiinflamatorios no se conocen efectos medioambientales a largo plazo. Si se sabe que 
JUSTIFICACIÓN Y OBJETIVOS 
4   
ambos grupos de compuestos no son eliminados de forma satisfactoria en las estaciones 
depuradoras de aguas residuales (EDARs). Así, desde hace unos años, se ha documentado su 
presencia en distintos compartimentos de la biosfera como en ríos, muestras de agua potable, 
sedimentos, etc. 
 
El objetivo de esta tesis ha sido desarrollar metodologías analíticas que permitan 
determinar los niveles de estos compuestos en el medio ambiente, fundamentalmente en el medio 
acuático. Las herramientas analíticas utilizadas han sido la cromatografía de gases, como técnica 
de separación, y la microextracción en fase sólida (SPME), como método de concentración. Dado 
el carácter polar de las especies consideradas, la utilización de reacciones de derivatización ha 
sido una constante a lo largo de todo el estudio. Dentro del trabajo realizado, se ha prestado 
especial atención al desarrollo de métodos fiables y lo suficientemente sensibles para detectar los 
niveles de los analitos existentes en muestras reales. Además, se ha tratado de minimizar el 
tiempo de análisis, el volumen de muestra necesario y la utilización de disolventes orgánicos. 
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I. MICROEXTRACCIÓN EN FASE SÓLIDA 
 
1.1. INTRODUCCIÓN 
 
La preparación de muestra es, frecuentemente, uno de los pasos que más tiempo consume 
en el proceso analítico. Puesto que hoy en día se requieren métodos analíticos cada vez más 
eficientes, sensibles y selectivos, la preparación de muestra debería proporcionar una disminución 
en el número de etapas, en el coste, en el esfuerzo realizado y en la exposición a productos 
químicos tóxicos, aumentando la productividad y calidad de los datos. Las técnicas de extracción 
convencionales como la extracción líquido-líquido o la extracción Soxhlet son laboriosas, suelen 
ser multietapa, difíciles de automatizar, y además, consumen mucho tiempo y gran cantidad de 
disolventes. Por ello, en los últimos años se han desarrollado una serie de metodologías tales 
como la extracción asistida por microondas (MAE), la extracción en fase sólida (SPE), la 
extracción con fluidos supercríticos (SFE), la extracción acelerada con disolventes (ASE) o la 
microextracción en fase sólida (SPME), que persiguen reducir las desventajas de los métodos 
convencionales de preparación de muestra.  
 
La microextracción en fase sólida, conocida con las siglas SPME (Solid Phase 
Microextraction), fue desarrollada en 1989 por Belardi y Pawliszyn[1]. Se basa en el empleo de 
una fase polimérica extractante de reducidas dimensiones que al ser expuesta a la muestra, extrae 
y concentra los analitos presentes en ella. Normalmente, no se consigue la extracción cuantitativa 
de los analitos, sino un equilibrio entre su concentración en la fibra y en la muestra. El método, 
sin embargo, permite realizar determinaciones cuantitativas y ha demostrado una precisión y 
linealidad aceptables en muchas aplicaciones.  
 
Originalmente, la SPME fue diseñada como técnica de preparación de muestra para la 
cromatografía de gases[2, 3], aunque hoy día también se puede usar en combinación con la 
cromatografía líquida (LC)[4] y la electroforesis capilar (CE)[5], entre otras técnicas. A pesar de 
tratarse de una técnica bastante reciente, la cantidad de trabajos publicados en los últimos años es 
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considerable, entre los que podemos incluir varios libros[6, 7, 8] y artículos de revisión específicos[9-
31], y ha llegado a convertirse en una herramienta de rutina en muchos laboratorios. 
 
La microextracción en fase sólida ha sido aplicada satisfactoriamente a una amplia 
variedad de compuestos (desde compuestos orgánicos volátiles a semivolátiles) en diversas 
matrices, tanto gaseosas como acuosas o sólidas (biológicas, alimentarias o medioambientales). 
 
 
1.1.1. Componentes instrumentales 
 
El dispositivo más empleado para llevar a cabo la SPME es el comercializado por 
Supelco desde 1993[32], figura 1.1.1. Consiste en una fibra de sílice fundida químicamente inerte 
y estable a altas temperaturas (normalmente de 1 cm de longitud y 0,11 mm de diámetro externo), 
recubierta por una fase líquida (polímero absorbente), sólida (adsorbente) o una combinación de 
ambas[8]. 
 
Guía del 
émbolo 
Cuerpo de 
la jeringa 
Cuerpo 
ajustable 
MuelleSeptum
Pieza de 
acero de 
fijación de 
la fibra
Fibra de 
sílice 
fundida 
Aguja de 
acero 
Férrula
Ventana de 
comprobación 
de fibra 
Figura 1.1.1. Dispositivo de SPME comercializado por Supelco para cromatografía de gases. 
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La fibra está sujeta a una varilla metálica que se sitúa en el interior de una aguja de acero 
inoxidable que protege el recubrimiento, tanto al atravesar los septa de los viales como del 
inyector del cromatógrafo de gases. 
 
Actualmente, Supelco comercializa 3 modelos diferentes de soporte (figura 1.1.2) 
dependiendo del tipo de muestreo y de la técnica cromatográfica empleada: el primero es para 
muestreo automático y se adapta a la interfase de desorción de HPLC; el segundo se utiliza para 
muestreo manual y se emplea en cromatografía de gases; mientras que el tercero se emplea en 
muestreos de campo. 
 
 
Soporte de fibras para muestreo automático/HPLC 
Soporte de fibras para muestreo manual 
Soporte de fibras para muestreo de campo 
 
Figura 1.1.2. Modelos de soporte comercializados por Supelco. 
 
 
1.1.2. Procedimiento de trabajo en SPME 
 
En su modalidad más sencilla, la microextracción en fases sólida consta de 2 etapas 
básicas: 
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- Extracción. Durante esta etapa los analitos se distribuyen entre la muestra y 
el recubrimiento de la fibra. 
- Desorción. Los analitos concentrados en la fibra se desorben en el equipo de 
medida. 
 
 
1.1.2.1. Extracción 
 
La etapa de extracción o de muestreo, es aquella en la que la fibra se expone a la muestra 
(gas, líquida o sólida) un determinado tiempo, durante el cual los analitos son 
absorbidos/adsorbidos en la fibra. La etapa de extracción es sin duda la que establece los 
parámetros experimentales más críticos del proceso de preparación de muestra, en cuanto a 
sensibilidad, selectividad, velocidad y precisión.  
 
Basándose en las características de la matriz a analizar, en la volatilidad de los analitos y 
en la afinidad de éstos por la matriz de la muestra, existen tres técnicas o modos diferentes de 
llevar a cabo la extracción: 
 
# Extracción directa. La fibra se introduce directamente en la muestra, normalmente 
líquida, y los analitos son transportados directamente desde ésta a la fase extractante 
(figura 1.1.3. A). Para favorecer la extracción se recomienda la agitación, ya que 
acelera el transporte de los analitos de la muestra a la fibra. Este tipo de extracción 
se utiliza para el análisis de especies poco volátiles en muestras con bajos niveles de 
interferencias. 
 
# Extracción mediante espacio de cabeza (HSSPME). La fibra se expone al espacio 
de cabeza sobre la muestra (líquida o sólida). Los analitos han de ser transportados 
desde la muestra al espacio de cabeza, antes de ser extraídos por el recubrimiento de 
la fibra (figura 1.1.3. B). De este modo, se protege la fibra de la 
absorción/adsorción de compuestos de elevado peso molecular y otras interferencias 
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no volátiles presentes en la matriz, tales como los compuestos húmicos o proteínas. 
Además, permite introducir modificaciones drásticas en la matriz, tales como 
cambios de pH, sin que se dañe la fibra. Por lo tanto, este tipo de muestreo está 
especialmente indicado para el análisis de compuestos volátiles y semivolátiles (con 
baja solubilidad en la muestra), tanto en matrices sólidas (suelos, sedimentos, etc,...) 
como en muestras líquidas que contengan material particulado en suspensión o 
interferencias no volátiles. 
 
B. HSSPMEA. SPME directa C. SPME con membrana
 
Figura 1.1.3. Modos de extracción en SPME. 
 
# Extracción mediante membrana protectora. Es una variante de la extracción 
directa. La fibra se expone a la muestra recubierta por una membrana, que la 
protege y evita su contaminación irreversible con moléculas de elevado peso 
molecular e interferencias no volátiles (figura 1.1.3. C). Su utilización es adecuada 
cuando se quieren determinar analitos de baja volatilidad en muestras complejas. 
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1.1.2.2. Desorción 
 
La etapa de desorción es el proceso inverso a la extracción. Una vez ha concluido la 
concentración de los analitos, éstos deben transferirse al equipo de medida. En el caso de tratarse 
de un cromatógrafo de gases, la fibra se introduce durante un tiempo determinado (generalmente 
entre 1 a 5 minutos) en el inyector del sistema cromatográfico, normalmente split/splitless, a 
elevada temperatura. De este modo, la totalidad de los compuestos concentrados sobre la fibra se 
introducen en el instrumento de medida. Cuando la técnica utilizada es HPLC o electroforesis 
capilar (CE), la desorción de los analitos de la fibra se lleva a cabo utilizando un disolvente 
adecuado, que debe ser compatible con la fase móvil (HPLC) o con la disolución tampón 
empleada (CE).  
 
 
1.1.3. Derivatización y SPME 
 
Los compuestos polares son difíciles de extraer de matrices biológicas y 
medioambientales, y además algunos de ellos presentan problemas de separación en 
cromatografía de gases. En consecuencia, se hace necesaria la utilización de un agente 
derivatizante para favorecer la extracción y/o la determinación de dichos analitos. Por ello, han 
surgido una serie de técnicas para llevar a cabo la derivatización junto con la microextracción en 
fase sólida[6, 33, 34], figura 1.1.4. Entre ellas destacan las siguientes: 
 
3 Derivatización directa sobre la muestra. La derivatización tiene lugar en la 
propia muestra, normalmente acuosa. El agente derivatizante es adicionado 
directamente al vial que contiene la muestra, produciéndose la reacción de 
derivatización. Los derivados formados se extraen con la fibra de SPME y son 
introducidos en el equipo de medida[35, 36, 37]. 
3 Derivatización sobre la fibra de SPME. Existen dos posibilidades básicas para 
su realización. En la primera de ellas, el agente derivatizante se ha incorporado 
en el recubrimiento de la fibra, previamente a su exposición a la muestra, 
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produciéndose la extracción y la derivatización de los analitos 
simultáneamente[38, 39]. En este caso, el derivatizante tiene que poseer una gran 
afinidad por el recubrimiento de la fibra y una baja presión de vapor, con el fin 
de asegurar su permanencia en la fibra durante la etapa de concentración[26]. Una 
segunda posibilidad, es aquella en la que primero se extraen los analitos sobre la 
fibra y luego se derivatizan en la misma, al exponerla al espacio de cabeza de un 
vial que contiene el derivatizante[40, 41]. Esta última aproximación es una técnica 
prometedora para el análisis de compuestos polares y poco o no volátiles que no 
pueden derivatizarse directamente en la muestra[42]. 
 
DERIVATIZACIÓN/SPME
Derivatización 
directa sobre la 
muestra
Derivatización 
sobre la fibra de 
SPME
Derivatización 
en el puerto de 
inyección
Derivatización y 
extracción simultáneas
Extracción seguida 
de derivatización
 
Figura 1.1.4. Técnicas de derivatización/SPME. 
 
3 Derivatización en el puerto de inyección. La derivatización tiene lugar en el 
inyector del cromatógrafo de gases cuando los analitos y el reactivo 
derivatizante presentes en la fibra se someten a altas temperaturas. Por tanto, los 
compuestos son desorbidos y derivatizados simultáneamente[26]. 
 
La derivatización realizada antes o durante la extracción puede incrementar la afinidad de 
los compuestos por la fibra, así como la selectividad de la preparación de muestra, mientras que si 
se realiza después de la microextracción, tiene como objetivo único mejorar la calidad de las 
separaciones cromatográficas. 
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1.2. PRINCIPIOS BÁSICOS DE LA SPME 
 
1.2.1. Mecanismos de extracción 
 
Dado que comercialmente existen distintos tipos de recubrimientos (aparatado 1.3.1), los 
mecanismos por los cuales los analitos son concentrados sobre la fibra de SPME son también 
diferentes. Desde un punto de vista físico podemos clasificar los recubrimientos según su estado: 
líquido o sólido. En el primer caso la extracción tendrá lugar vía absorción, mientras que en el 
segundo será vía adsorción. 
 
La absorción es un proceso basado en la partición de un compuesto entre 2 fases 
inmiscibles, en este caso el recubrimiento líquido de la fibra y la muestra, generalmente acuosa. 
Por otro lado, los procesos de adsorción se basan en asociaciones de los analitos con la superficie 
sólida del recubrimiento mediante fuerzas intermoleculares débiles tipo Van der Waals, 
interacciones dipolo-dipolo, etc,... 
 
Una vez que la fibra se pone en contacto con la muestra comienza el transporte de los 
analitos hacia ella. Inicialmente, éstos se unen a la superficie del recubrimiento. En el caso de los 
recubrimientos líquidos los coeficientes de difusión son lo suficientemente altos para dar lugar a 
la partición entre las 2 fases (fibra y muestra), es decir, tiene lugar la absorción. Cuando se trata 
de un recubrimiento sólido, los coeficientes de difusión son mucho menores, por lo que los 
analitos permanecerán mayoritariamente en la superficie del mismo, dando lugar a la adsorción 
como mecanismo de extracción. La adsorción es un proceso competitivo, por lo que las moléculas 
con gran afinidad por la superficie del recubrimiento pueden reemplazar a aquellas con menor 
afinidad, lo que provoca que la composición de la matriz ejerza un efecto importante sobre la 
cantidad de analito extraída. En cuanto a la absorción, no hay competencias por sitios activos, 
sino que las moléculas de los analitos se disuelven en la mayor parte del polímero líquido, de ahí 
que el rango dinámico de trabajo sea más amplio. 
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1.2.2. Teoría 
 
La teoría de la microextracción en fase sólida se basa en fundamentos termodinámicos y 
de transferencia de masas. El transporte de los analitos de la muestra al material polimérico 
comienza en cuanto la fibra se pone en contacto con aquella. El proceso de extracción se 
considera completo cuando se ha alcanzado el equilibrio entre la concentración de analito en la 
muestra y en el material polimérico. Así, la cantidad de analito extraída puede calcularse desde un 
punto de vista termodinámico, mientras que el tiempo necesario para alcanzar el equilibrio puede 
estimarse resolviendo ecuaciones diferenciales de la teoría de transporte de masas. 
 
En los últimos años muchos autores han ido desarrollando modelos teóricos que 
permitiesen entender todos aquellos fenómenos relacionados con la SPME. Así, Louch y col.[43] 
formularon una teoría sobre la termodinámica de la extracción vía absorción en un sistema de dos 
fases en equilibrio, muestra y fibra; mientras que Zhang y Pawliszyn[44] la hicieron extensible a un 
sistema de tres fases: fibra, espacio de cabeza y muestra. Más tarde, Ai [45, 46, 47] realizó una 
descripción teórica sobre el proceso de absorción en condiciones de no-equilibrio, mientras que 
Górecki y col.[48] propusieron una teoría acerca de la extracción vía adsorción en el equilibrio. 
 
 
1.2.2.1. Aspectos Termodinámicos 
 
La SPME es un proceso de equilibrio entre múltiples fases, por lo tanto los analitos no se 
extraen por completo de la matriz. Frecuentemente el sistema de extracción es complejo, por 
ejemplo, viales con muestras acuosas conteniendo partículas en suspensión y una fase gaseosa en 
el espacio de cabeza. Además, en ocasiones, otros factores poco controlables, como por ejemplo 
las pérdidas del analito por adsorción en las paredes del vial de muestreo, afectan a la eficacia de 
la extracción. Para simplificar el tratamiento teórico del sistema, vamos a considerar sólo 3 fases: 
el recubrimiento de la fibra, la fase gaseosa o espacio de cabeza y una matriz homogénea como el 
agua pura. 
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Durante la extracción los analitos se distribuyen entre las 3 fases hasta alcanzar el 
equilibrio. Por tanto, la cantidad de analito extraída por el recubrimiento polimérico está 
relacionado con las concentraciones individuales del mismo presentes en cada fase. Haciendo un 
balance de masa, podemos escribir que: 
 
sshhffs VCVCVCVC
∞∞∞ ++=0   Ecuación  1.1 
Donde, 0C  es la concentración total del analito en la muestra original; 
∞
fC , 
∞
hC  y 
∞
sC  
son las concentraciones del analito en la fibra, en el espacio de cabeza y en la muestra, al 
alcanzarse el equilibrio; y fV , hV  y sV  son los volúmenes del recubrimiento de la fibra, del 
espacio de cabeza y de la muestra, respectivamente. 
 
Las constantes de distribución del analito entre el recubrimiento polimérico y el espacio 
de cabeza, Kfh, entre el espacio de cabeza y la muestra, Khs, y entre el recubrimiento polimérico y 
la muestra, Kfs, se definen como: 
∞
∞
=
h
f
fh C
C
K    Ecuación  1.2 
∞
∞
=
s
h
hs C
CK    Ecuación  1.3 
hsfh
s
f
fs KKC
C
K ==
∞
∞
  Ecuación  1.4 
 
En estas expresiones se asume que los analitos se encuentran a niveles traza en la muestra 
y que ésta es pura, por ello se utilizan concentraciones en lugar de actividades. Teniendo en 
cuenta todas las ecuaciones anteriores, se puede calcular que la masa de analito concentrado por la 
fibra, ff VCn
∞
= , vendría dado por: 
 
0CVVKVK
VVK
n
shhsffs
sffs
++
=   Ecuación  1.5 
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Esta ecuación establece, como era de esperar para condiciones de equilibrio, que la 
cantidad de analito extraída es independiente de la localización de la fibra en el sistema. La fibra 
se puede situar en el espacio de cabeza o directamente en la muestra, siempre y cuando los 
volúmenes y las condiciones en las que se lleve a cabo la extracción (temperatura, tiempo, 
agitación, ...) se mantengan constantes. 
 
Si se supone un sistema de dos fases, es decir, que en el vial no hay espacio de cabeza 
(está completamente lleno), la ecuación 1.5 se reduce a: 
 
0CVVK
VVK
n
sffs
sffs
+
=   Ecuación  1.6 
 
Esta ecuación también se cumpliría en el caso de aquellos analitos cuyos valores de Khs 
son relativamente pequeños (compuestos con volatilidades bajas), para los que el término KhsVh 
sería despreciable frente a Vs. 
 
Si se generaliza para un sistema de n fases, la ecuación 1.5, se transforma en: 
 
s
ni
i
iisffs
sffs
VVKVK
VCVK
n
++
=
∑=
=1
0   Ecuación  1.7 
Donde Kis es la constante de distribución del analito entre la i-ésima fase y la muestra de 
interés, y Vi es el volumen de la fase i-ésima. 
 
Observando esta última ecuación, ecuación 1.7, podemos concluir, que en el equilibrio, 
la cantidad de analito extraída por la fibra será tanto menor cuanto mayor sea el número de fases 
presentes en el vial de microextracción. 
 
Hay que destacar que las ecuaciones anteriores son válidas únicamente cuando el 
recubrimiento polimérico es líquido. El tratamiento para los recubrimientos sólidos es análogo 
cuando se trabaja con concentraciones bajas de analito, ya que el área superficial disponible para 
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la adsorción será proporcional al volumen del recubrimiento, asumiendo que la porosidad del 
adsorbente es constante. 
 
 
1.2.2.2. Aspectos Cinéticos 
 
La cinética determina la velocidad del proceso de extracción. Muchas de las teorías del 
transporte de masas están basadas en la segunda Ley de difusión de Fick, que describe el balance 
de masas en un sistema dinámico, el cual en una dimensión puede ser expresado como: 
2
2
x
CD
t
C
∂
∂
=
∂
∂
  Ecuación  1.8 
 
Donde, C  es la concentración y D  el coeficiente de difusión del analito. Si se considera 
la geometría cilíndrica de la fibra y un sistema de muestreo tridimensional, la ecuación anterior se 
transforma en: 


 


∂
∂
∂
∂
=
∂
∂
r
Cr
rr
D
t
C 1
  Ecuación  1.9 
 
Donde r  es el radio de la fibra y t el tiempo de microextracción. 
 
La cinética del proceso de extracción está determinada por la velocidad de transferencia 
de masas desde la muestra a la fibra. Esto incluye el proceso de desorción de los analitos de la 
matriz, la migración de los analitos a través de la fase líquida y gaseosa (si existe espacio de 
cabeza), la difusión de los analitos en el recubrimiento de la fibra y el transporte de masas en las 
interfases existentes en el sistema. Por lo tanto, la etapa limitante puede estar constituida por uno 
o varios de estos procesos. 
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1.3. PARÁMETROS EXPERIMENTALES QUE AFECTAN AL 
PROCESO DE SPME 
 
1.3.1. Recubrimiento de la fibra 
 
Las propiedades físicas y químicas del recubrimiento de la fibra son cruciales para el 
proceso de extracción. Las ecuaciones 1.5, 1.6 y 1.7 indican que la eficacia de la extracción 
depende de la constante de distribución de cada analito entre la fibra y la muestra. Además, el 
volumen del recubrimiento también determina la sensibilidad del método, cuanto mayor sea 
mayor será la cantidad de analito extraída, aunque la cinética de extracción es también más lenta, 
lo que se traduce en tiempos de equilibrio más largos. 
 
Por otro lado, la naturaleza química del analito determina que tipo de fase debe utilizarse 
en la extracción, ya que debe tener gran afinidad por el recubrimiento de la fibra para conseguir 
factores de concentración elevados. Comercialmente podemos encontrar varios tipos de fases con 
distintos espesores y polaridades, que podemos clasificar básicamente en dos grupos: los 
recubrimientos poliméricos homogéneos, formados por una única fase (PDMS y PA); y los 
recubrimientos poliméricos heterogéneos, formados por más de una fase extractante (Tabla 
1.1.1). 
 
 
1.3.1.1. Recubrimientos homogéneos 
 
Son las fases poliméricas de uso general. Tenemos dos tipos: 
9 Polidimetilsiloxano (PDMS): Es el más utilizado. Se trata de una fase polimérica 
líquida, por lo que los coeficientes de difusión de los analitos en ella son mayores 
que en recubrimientos sólidos. Se utiliza principalmente para extraer compuestos 
apolares o poco polares. 
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9 Poliacrilato (PA): Es un sólido cristalino rígido y polar, que se vuelve líquido a las 
temperaturas típicas de desorción utilizadas en cromatografía de gases. A causa de 
esta rigidez, los coeficientes de difusión de los analitos en este material son 
menores que los correspondientes a PDMS, como consecuencia, los tiempos de 
extracción son mayores. Estas fibras se caracterizan por ser bastante resistentes a 
los disolventes, aunque se oxidan si se someten a elevadas temperaturas en 
presencia de oxígeno. El PA se emplea fundamentalmente para la extracción de 
compuestos polares. 
 
Tabla 1.1.1. Fibras de SPME comercializadas por Supelco [8, 49]. 
Fase estacionaria Espesor Volumen Tª máxima Polaridad Característica Uso 
100 µm 0,612 µL 280 ºC Apolar No enlazada GC/HPLC 
30 µm 0,132 µL 280 ºC Apolar No enlazada GC/HPLC PDMS 
7 µm 0,026 µL 340 ºC Apolar Enlazada GC/HPLC 
65 µm 0,357µL 270 ºC Semipolar GC PDMS/DVB 
60 µm 0,415 µL --- Semipolar 
Parcialmente 
entrelazada HPLC 
Stable Flex 
PDMS/DVB 65 µm --- --- Semipolar 
Altamente 
entrelazada GC 
CAR/PDMS 75 µm 0,436 µL 340 ºC Semipolar Parcialmente entrelazada GC 
Stable Flex 
CAR/PDMS 85 µm --- --- Semipolar 
Altamente 
entrelazada GC 
Stable Flex 
DVB/CAR/PDMS 50/30 µm --- 270 ºC Semipolar 
Altamente 
entrelazada GC 
PA 85 µm 0,521 µL 320 ºC Polar Parcialmente entrelazada GC/HPLC 
CW/DVB 65 µm 0,357 µL 260 ºC Polar Parcialmente entrelazada GC 
Stable Flex 
CW/DVB 70 µm --- --- Polar 
Altamente 
entrelazada GC 
CW/TPR 50 µm 0,330 µL --- Polar Parcialmente entrelazada HPLC 
 
 
1.3.1.2. Recubrimientos heterogéneos 
 
Este tipo de recubrimientos, también conocidos como fases mixtas, se caracterizan por 
poseer partículas sólidas porosas de divinilbenceno (DVB) o carboxen (CAR), suspendidas en 
fases parcialmente entrelazadas de polímeros líquidos tipo PDMS o carbowax (CW). Los poros 
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adsorben a los analitos y los retienen físicamente, confiriendo una mayor capacidad y selectividad 
a la fase. Generalmente este tipo de fases presentan menor estabilidad mecánica que los 
recubrimientos homogéneos, aunque tienen mayor poder de concentración. Sin embargo, debido a 
que tienen coeficientes de difusión más bajos, presentan tiempos de extracción mayores. Dentro 
de esta clase de recubrimientos se incluyen las siguientes fases: 
 
9 Polidimetilsiloxano/Divinilbenceno (PDMS/DVB): El DVB se caracteriza por 
poseer mayoritariamente mesoporos (poros de tamaño entre 20 y 500 Å), lo que lo 
hace ideal para atrapar analitos de 6 a 15 átomos de carbono. En este tipo de fibra se 
combina el PDMS con el DVB, generando un recubrimiento con mayor afinidad 
hacia los analitos polares y mejor retención para moléculas de menor tamaño. 
 
9 Carbowax/Divinilbenceno (CW/DVB): El Carbowax es una fase moderadamente 
polar, que tiende a hincharse o a disolverse en agua[8]. Al combinarse con DVB 
incrementa su estabilidad mecánica, además de su polaridad y capacidad para 
extraer un amplio rango de analitos de alta masa molecular, en comparación con el 
recubrimiento de PDMS/DVB. No obstante, esta fibra al igual que la de PA, es 
sensible al oxígeno cuando la temperatura excede los 220 ºC, con el riesgo de 
oxidarse en el inyector del cromatógrafo, si el gas portador no es de gran pureza. 
Por otro lado, varios autores ha relatado la baja estabilidad mecánica de esta fibra, 
observándose la pérdida de fase después de un bajo número de ciclos de extracción-
desorción[50, 51]. 
 
9 Carboxen/Polidimetilsiloxano (CAR/PDMS): El Carboxen 1006 tiene una serie de 
características como tamaño de poro, distribución, volumen, forma y tamaño de 
partícula, que lo hacen adecuado para formar fases bipolares cuando se mezcla con 
PDMS. El Carboxen es un material sintético con distintas porosidades, 
concretamente, el Carboxen 1006, utilizado para fabricar este tipo de recubrimiento, 
tiene una distribución uniforme de micro, meso y macroporos[8]. Este tipo de 
recubrimiento es utilizado para el análisis de moléculas de pequeño tamaño (entre 2 
y 12 átomos de carbono) o con puntos de ebullición por debajo de los 200 ºC. Su 
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utilización implica trabajar con temperaturas de desorción entre 300 y 320 ºC, para 
minimizar la cola de los picos cromatográficos[8], debido a la fuerte interacción 
entre los analitos y el recubrimiento. 
 
9 Carbowax/Resina molde (CW/TPR): La combinación de CW con una resina 
sintética, SUPELCOGEL TPR-100 (poli(divinilbenceno/metacrilato)), es adecuado 
para la extracción de moléculas polares de elevado peso molecular. Además los 
analitos pueden ser fácilmente eliminados de la fibra por un disolvente, lo que la 
hace ideal para aplicaciones en HPLC, no siendo recomendable su utilización en 
GC. 
 
9 Divinilbenceno/Carboxen/Polidimetilsiloxano (DVB/CAR/PDMS): Este 
recubrimiento consta de una capa interior de 30 µm de espesor de CAR/PDMS y un 
exterior de 50 µm de PDMS/DVB. La capa exterior ejerce de trampa para los 
analitos de mayor tamaño y de menor volatilidad, permitiendo el paso a su través de 
los analitos de pequeño tamaño y de cierta polaridad, que serán retenidos por la 
capa interior [52]. Se recomienda su uso para la concentración de analitos 
conteniendo entre 3 y 20 carbonos[53], así como compuestos volátiles y 
semivolátiles[54]. 
 
 
1.3.2. Temperatura 
 
La temperatura afecta tanto a la cinética de extracción como a la termodinámica y 
selectividad del proceso. La variación de la temperatura tiene dos efectos opuestos en el proceso 
de SPME. El incremento de la temperatura durante la extracción provoca el aumento de los 
coeficientes de difusión y de las constantes de Henry, acelerando la cinética de extracción. Por 
otro lado, como la etapa de partición del analito entre la fibra y la muestra es exotérmico, según la 
ecuación 1.10, un incremento de la temperatura, reduce la constante de distribución, provocando 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
MICROEXTRACCIÓN EN FASE SÓLIDA  23 
una disminución de la sensibilidad cuando se utilizan tiempos de muestreo próximos al 
equilibrio[6]. 
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Siendo K0 la constante de distribución entre la fibra y la muestra a una temperatura dada 
T0 (ºK), ∆H la variación de entalpía del analito cuando pasa de la muestra a la fibra y R la 
constante de los gases. 
 
 
1.3.3. Tiempo de extracción 
 
Para un recubrimiento y un analito determinado, la máxima cantidad de éste sobre la fibra 
corresponde a las condiciones de equilibrio. El tiempo de equilibrio se define como el tiempo 
después del cual la cantidad de analito incorporada en la fibra permanece constante y 
corresponderá, dentro del error experimental, a la cantidad extraída a tiempo infinito[6]. Todos 
aquellos parámetros como la agitación, que favorezcan la difusión de los analitos, contribuyen a 
reducir el tiempo necesario para alcanzar el equilibrio. En la práctica se puede trabajar con 
tiempos de extracción menores, sin llegar a alcanzar el equilibrio, siempre y cuando se controle de 
manera precisa todos los parámetros que afecten a la cinética del proceso para obtener suficiente 
reproducibilidad en los resultados[33]. 
 
 
1.3.4. Volumen de muestra 
 
El volumen de muestra, Vs, está directamente relacionado con la sensibilidad del método, 
esto es con el número de moles de analito extraídos de la muestra por la fibra, n. Para la 
microextracción en espacio de cabeza, n viene dado por la ecuación 1.5.: 
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A medida que el volumen de muestra aumenta, también lo hace la cantidad de analito 
extraída, hasta que es lo suficientemente alto como para que el sumatorio KfsVf + KhsVh  sea 
mucho más pequeño que Vs. A partir de aquí, la sensibilidad no aumenta aunque se utilicen 
volúmenes mayores. Desde un punto de vista práctico debe considerarse que el volumen de 
muestra puede afectar a la velocidad de transferencia de los analitos desde la muestra a la fibra y 
por tanto, al tiempo necesario para alcanzar el equilibrio, sobre todo cuando la variación en el 
volumen de muestra utilizado lleva asociados cambios en las dimensiones del vial de muestreo. 
 
 
1.3.5. Volumen de espacio de cabeza 
 
En HSSPME, los analitos se distribuyen entre la muestra, la fibra y el espacio de cabeza. 
Los compuestos muy volátiles se concentran en el espacio de cabeza, dando lugar a una 
disminución en la eficacia de la extracción cuando su volumen es muy grande[6]. Teóricamente, el 
volumen de espacio de cabeza también afecta a la cinética del proceso. Cuanto más pequeño sea 
éste, con relación al volumen de muestra, más rápido será el transporte de los analitos desde la 
muestra a la fibra[33]. En la práctica, los coeficientes de difusión de los analitos en muestras 
líquidas son muy inferiores a los correspondientes a muestras gaseosas, por lo que el volumen de 
muestra ejerce una influencia más acusada en la cinética de la microextracción que el volumen del 
espacio de cabeza. 
 
 
1.3.6. Fuerza Iónica 
 
La adición de sales tales como NaCl, KCl o Na2SO4 a muestras acuosas, puede aumentar 
o disminuir la cantidad de analito extraída dependiendo de la concentración de sal y del tipo de 
compuesto[12]. 
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En general, para compuestos no iónicos, la cantidad de analito extraída aumenta al 
incrementar la cantidad de sal en la fase acuosa, siendo el efecto tanto mayor cuanto mayor sea la 
concentración de la sal. No obstante, se llega a un nivel máximo de concentración, a partir del 
cual, la cantidad de analito extraída empieza a disminuir. Este hecho puede explicarse 
considerando los siguientes procesos. Inicialmente, predomina el efecto salino: la adición de sal 
provoca que las moléculas de agua tiendan a solvatar a los iones presentes en disolución y no a las 
moléculas de los analitos. Por tanto, se produce una disminución de la solubilidad de los analitos 
en el agua, forzando su paso a otras fases del sistema (espacio de cabeza y fibra), originando un 
incremento de la sensibilidad. Sin embargo, compitiendo con este proceso, está el hecho de que 
las moléculas polares de los analitos, pueden sufrir interacciones electrostáticas con la forma 
iónica de la sal, provocando una reducción en el número de éstas que tienden a desplazarse a la 
fibra. 
 
Inicialmente, sería la interacción de las moléculas de sal con las de agua el proceso 
predominante. Pero al ir aumentando la concentración de las moléculas de sal, éstas comienzan a 
interactuar con las moléculas de analito, convirtiéndose en el proceso predominante y dando lugar 
a una disminución en la cantidad de analito extraída[26]. 
 
 
1.3.7. pH de la muestra 
 
El pH de la muestra es importante sobre todo para aquellos compuestos ligeramente 
ácidos o básicos, ya que afecta a su equilibrio de disociación en medio acuoso. Al igual que 
ocurre en la extracción líquido-líquido o en la extracción en fase sólida, en SPME, la extracción 
es más eficaz cuando los compuestos se encuentran sin disociar, es decir, en su forma neutra[15]. 
 
Por ello, debemos ajustar el pH de la muestra para asegurar una completa conversión de 
las especies a su forma neutra. Se recomienda trabajar a un pH de al menos dos unidades por 
debajo del pKa para los analitos ácidos y dos unidades por encima para analitos básicos[6]. 
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En la práctica, en las extracciones afectadas por el pH, las muestras deben tamponarse 
para conseguir buena reproducibilidad. Cuando se trabaja con muestras que están a pH extremos, 
se recomienda recurrir al muestreo en espacio de cabeza, HSSPME, para evitar el deterioro de la 
fibra. 
 
 
1.3.8. Agitación 
 
El tiempo de equilibrio para las muestras gaseosas es corto y frecuentemente está 
limitado únicamente por la difusión de analitos en la fibra. Una situación similar ocurre cuando se 
analizan compuestos muy volátiles mediante HSSPME. En esta situación, la mayoría de los 
analitos se encuentran en el espacio de cabeza dando lugar a extracciones relativamente rápidas 
incluso cuando no se agita el sistema. Sin embargo, en la mayor parte de los casos y 
especialmente en muestreo directo, es conveniente agitar el sistema para facilitar el transporte de 
masas entre la muestra acuosa y la fibra, y de esta forma acelerar la cinética del proceso, 
reduciendo el tiempo de extracción. En HSSPME, la agitación no afecta a la difusión de los 
analitos entre el espacio de cabeza y la fibra, pero favorece la transferencia de masa entre la fase 
acuosa y el espacio de cabeza, originando extracciones más rápidas para las especies menos 
volátiles. 
 
El sistema de agitación más utilizado es el magnético, debido a su buena efectividad y 
disponibilidad en la mayoría de los laboratorios. Este tipo de agitación requiere el empleo de 
barras metálicas recubiertas de un fluoropolímero en las cuales pueden originarse fenómenos de 
adsorción de los analitos, provocando una disminución considerable de las recuperaciones, sobre 
todo en el caso de especies poco polares[55]. Otros inconvenientes que presenta son su difícil 
automatización o los problemas para mantener constante el número de revoluciones[27]. 
 
Otra técnica alternativa es la agitación con ultrasonidos que mejora los tiempos de 
extracción, pero conduce a pobres reproducibilidades debido al difícil control de la temperatura y 
a la posible degradación de los analitos[6, 56]. Además de estas técnicas de agitación, también se 
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emplean otras formas como: la técnica vortex, donde el vial se agita rápidamente en un 
movimiento circular[57] o la vibración de la fibra en el vial de muestreo utilizada en los inyectores 
automáticos de SPME comercializados por Varian[33]. 
 
 
1.3.9. Forma del vial 
 
La forma del vial también afecta a la cinética del proceso de SPME, especialmente en 
aquellas situaciones en las que la etapa limitante es la transferencia de masa entre la muestra y el 
espacio de cabeza. En esta situación, cuanto más estrecho es el vial menor va a ser la superficie de 
contacto entre muestra y espacio de cabeza y por lo tanto, más lenta será la cinética de extracción. 
Además, la forma del vial influye en los movimientos de convección que puedan existir entre la 
fase gaseosa (espacio de cabeza) y la fase condensada (muestra) cuando se agita la muestra. Por 
otro lado, los viales altos pueden dificultar la agitación eficaz de la muestra[33]. 
 
 
1.3.10.  Adición de un disolvente y composición de la matriz 
 
La adición de un disolvente orgánico a muestras acuosas, modifica la constante de 
distribución, Kfs, y normalmente, disminuye considerablemente la eficacia del proceso de 
extracción. Por otra parte, la adición de agua o pequeñas cantidades de disolventes orgánicos a 
muestras sólidas o semisólidas como los lodos, ha demostrado ser muy eficaz para facilitar la 
liberación de analitos de la matriz y mejorar su difusión a la fase estacionaria de la fibra[6, 27, 33]. 
 
La composición de la matriz también es un factor determinante en la eficacia de 
extracción. Cuanto más compleja sea, presencia de materia particulada en suspensión u otro tipo 
de sustancias de carácter orgánico, como ácidos húmicos, fúlvicos, aceites, ..., más se ralentizará 
la cinética de extracción, debido principalmente a las interacciones de los analitos con la materia 
orgánica[16]. 
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II. ORGANOESTÁNNICOS 
 
2.1. GENERALIDADES 
 
2.1.1. Definición 
 
Los organoestánnicos son compuestos que se caracterizan por poseer uno o más enlaces 
tipo Sn-C, donde el estaño se encuentra en su estado de oxidación IV (Sn4+). En general estos 
compuestos presentan la siguiente fórmula: RnSnX4-n, donde R es un grupo alquil (metil, etil, 
propil, butil, octil, etc) o aril, X es una especie aniónica (Clֿ, hidróxido, óxido u otro grupo 
funcional), y “n” está compredido entre 1 y 4 [1]. 
 
 
2.1.2. Aplicaciones 
 
Los compuestos organoestánnicos tienen generalmente un origen antropogénico, aunque 
por ejemplo, los derivados metilados también pueden generarse por procesos de biometilación en 
el medio ambiente. 
 
El primer organoestánnico fue preparado por Sir Edward Frankland en 1849 (diioduro de 
dietilestaño), posteriormente, en 1859 se preparó el tetraetilestaño[2]; mientras que el primer 
organoestánnico utilizado comercialmente data de 1936, el cual fue empleado como estabilizante 
durante la síntesis de polímeros. Desde entonces, la producción y consumo de los 
organoestánnicos ha ido incrementándose considerablemente, debido principalmente al amplio 
número de aplicaciones industriales descubiertas para estos compuestos, tabla 2.1.1[3]. De hecho, 
el estaño es el metal con mayor número de derivados orgánicos con aplicaciones comerciales. 
 
Aproximadamente el 70 % de la producción mundial de organoestánnicos está dedicada a 
la estabilización térmica y UV del PVC rígido y semirígido. Estabilizadores típicos son los 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
32   ORGANOESTÁNNICOS 
dialquilestaños (principalmente, dimetil-, dibutil-, y dioctil-estaño). Los organoestánnicos 
monosustituidos, en su mayor parte, también son utilizados como estabilizadores del PVC, el cual 
se emplea en tuberías o canalizaciones de agua potable, residual y desagüe, y en recubrimientos 
del vidrio. El monobutilestaño (MBT) y dibutilestaño (DBT) también se emplean como 
catalizadores en la producción de espumas de poliuretano, siliconas y en otros procesos 
industriales. 
 
Tabla 2.1.1. Aplicaciones industriales más destacadas de los organoestánnicos. 
APLICACIONES FUNCIÓN 
Estabilización del PVC Estabilización frente a variaciones de luz y calor 
Espumas de poliuretano Catálisis homogénea 
Esterificación Catálisis homogénea 
Tratamiento del vidrio Precursor para película de óxidos de Sn (IV) en vidrio 
Conservantes de la madera Fungicidas 
Agricultura Funguicida, insecticida, miticida 
Pinturas antiincrustantes Biocida 
Materiales de protección (piedra, cuero, papel, 
etc,...) Funguicida, algicida, bactericida 
Antipolillas en textil Insecticida 
Desinfección Bactericida 
 
Aproximadamente un 23 % de la producción mundial de los organoestánnicos es usada 
en agroquímica (agricultura). Concretamente, como biocidas tienen un amplio número de 
aplicaciones. Esta aplicación es probablemente la que libera un mayor número de 
organoestánnicos al medio ambiente, debido a su introducción directa en el suelo, aire y agua. El 
crecimiento en el consumo del tributilestaño (TBT) ha sido debida también a su empleo como 
conservante de la madera, textiles, papel y cuero, y sobre todo, como aditivo en pinturas debido a 
su acción como biocida. 
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2.1.3. Distribución en el medio ambiente 
 
Debido al amplio número de aplicaciones industriales de los organoestánnicos hay una 
gran variedad de caminos que pueden ser considerados como modos de entrada de estos 
compuestos en el medio ambiente. En la figura 2.1.1 se muestran esquemáticamente algunas de 
estas rutas. 
 
Los organoestánnicos son introducidos directamente en el medio acuático principalmente 
debido a sus aplicaciones en agricultura y en pinturas antiincrustantes. En aplicaciones agrícolas 
se suele pulverizar estos compuestos sobre los cultivos, de tal forma que no sólo contaminan el 
agua, sino también el aire y el suelo. Hay que destacar que los organoestánnicos utilizados como 
biocidas suponen la mayor contribución a la contaminación al medio ambiente, debido a su 
introducción directa en el mismo. 
 
AIRE
SUELO
AGUAAGRICULTURA
Fumigación
ANTIINCRUSTANTES
Pinturas
Incineración de desechos 
de organoestánnicos
TRATAMIENTO 
DE RESIDUOS
Organoestánnicos en
el medio acuático 
MOLUSQUICIDAS
Figura 2.1.1. Posibles fuentes de entrada de los organoestánnicos en el medioambiente.
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Lixiviados del PVC
Por ej.: tuberías
PVC
Organoestánnicos
en aguas residuales
FABRICACIÓN 
DEL PAPEL
Figura 2.1.1. (CONTINUACIÓN) Posibles fuentes de entrada de los organoestánnicos en 
el medioambiente.
INDUSTRIA 
DEL VIDRIO
Tratamiento del vidrio
con organoestánnicos
  
 
El butilestaño y metilestaño también se introducen en el medio acuático y terrestre como 
resultado de su lixiviación de los materiales poliméricos en los que se emplean como aditivos y 
catalizadores durante su síntesis[4, 5]. Hay que indicar que estos compuestos no sólo pasan al agua 
o al suelo, sino que también se introducen en productos alimenticios, como consecuencia de que 
dichos compuestos se encuentran en los envases de PVC. 
 
En cuanto a la contaminación del aire, ésta puede ser debida a emisiones de compuestos 
orgánicos de estaño, utilizados en agricultura y en el tratamiento de superficies como 
conservantes de madera u otros materiales, escapes durante la fabricación del PVC, o emisiones 
durante la incineración de residuos. No obstante, los compuestos organoestánnicos no suponen 
una gran contribución a la contaminación atmosférica debido a su baja presión de vapor y a que su 
descomposición por fotodegradación es relativamente rápida. Además durante la incineración de 
materiales que contienen estos compuestos, los organoestánnicos sufren mayoritariamente una 
descomposición térmica a estaño inorgánico, produciéndose óxidos de estaño de baja toxicidad. 
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2.1.4. Toxicidad 
 
La toxicología de los compuestos organoestánnicos es bastante compleja. Los derivados 
orgánicos del estaño son mucho más tóxicos que el estaño inorgánico, y su toxicidad se ve 
disminuida con el aumento en la longitud del grupo orgánico, e incrementada con la introducción 
progresiva de radicales orgánicos en su molécula, correspondiendo la máxima toxicidad a los 
compuestos trialquilados[3]. Son de especial interés el tributil, trifenil y triciclohexil estaño, ya que 
presentan una alta toxicidad para el medio ambiente. Estos compuestos se caracterizan por tener 
propiedades fungicidas, bactericidas, algicidas y acaricidas. En la tabla 2.1.2 se presentan la 
toxicidad de los organoestánnicos para diferentes organismos vivos. 
 
Tabla 2.1.2. Toxicidad de los triorganoestánnicos, R3SnX, para distintas 
especies. 
 ESPECIE R más activo, R3SnX  
 Insectos CH3  
 Mamíferos C2H5  
 Pescados, hongos, moluscos, plantas n-C4H9  
 Pescados, hongos, moluscos C6H5  
 Pescados, ácaros Ciclo-C6H11 
C6H5(CH3)2CCH2 
 
 
 
Los organoestánnicos tetrasustituidos, R4Sn, producen síntomas similares a los derivados 
trisustituidos y una acción tóxica retardada, lo cual puede ser debido a su conversión a 
triorganoestánnicos, R3SnX, en el organismo (estudios “in vivo” e “in vitro” mostraron que esta 
conversión ocurría especialmente en el hígado). 
 
La elevada toxicidad de los triorganoestánnicos puede ser debida a desajustes en las 
funciones mitocondriales, así se conoce que son potentes inhibidores en la síntesis del adenosin 
trifosfato (ATP) (inhiben la fosforilización oxidativa en la mitocondria). La actividad biológica de 
estos compuestos (R3SnX) se cree que es debida a su capacidad para unirse a ciertas proteínas. 
Los efectos tóxicos de algunos triorganoestánnicos se han encontrado que son reversibles en 
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animales. Sin embargo, se observó que el trimetilestaño puede causar destrucción neuronal 
selectiva e irreversible en el cerebro.  
 
El tributilestaño presenta una alta toxicidad causando a los seres vivos (desde bacterias a 
peces) una amplia gama de efectos tóxicos desde subletales hasta letales. Uno de los más 
destacados es el denominado imposex[6, 7], que afecta a los gasterópodos marinos. Se trata de la 
aparición de caracteres sexuales masculinos en las hembras. En algunas especies, este fenómeno 
afecta negativamente a su capacidad reproductiva de forma que, bajo determinadas condiciones de 
contaminación, las poblaciones de las especies más sensibles están abocadas a la desaparición. 
Por la magnitud de los efectos provocados por el TBT, este compuesto ha sido incluido en la lista 
de disruptores endocrinos[8]. 
 
Los triorganoestánnicos son altamente tóxicos, sobre todo en el medio acuático, 
presentando efectos crónicos a concentraciones de unos pocos nanogramos por litro, 
especialmente para moluscos; aunque otros especies marinas, como las algas y el zooplancton, 
también se ven afectadas. En peces los efectos crónicos como deficiencias en el sistema 
inmunológico o alteraciones histológicas se presentan a niveles de concentración de 1 µg/mL en 
el agua. 
 
Los efectos tóxicos de los diorganoestánnicos, R2SnX2, son también debidos a su 
capacidad para inhibir el consumo de oxígeno en las mitocondrias. Al igual que ocurre con los 
derivados trisustituidos, la toxicidad de los dialquilestánnicos en los mamíferosa disminuye al 
incrementar la longitud de las cadenas alquílicas. 
 
Los monoorganoestánnicos, RSnX3, son los compuestos de menor toxicidad, y el Sn 
inorgánico se considera “no tóxico” [9]. 
 
 
                                                 
a Las especies utilizadas para el estudio de la toxicidad de estos compuestos son variadas: rata, ratones, conejos, 
gatos, perros, ... 
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En la tabla 2.1.3 se encuentran recogidos algunos síntomas registrados en humanos que 
estuvieron involucrados en accidentes con estos compuestos[1]. En general, causan irritación en 
los ojos, en el tracto respiratorio y en la piel. Probablemente son absorbidos a través de la piel y el 
tracto gastrointestinal. Las manifestaciones tóxicas se deben principalmente a los efectos que 
ejercen en el sistema nervioso central: dolor de cabeza, nausea, vómitos, mareo y a veces 
convulsiones y pérdida del conocimiento. También producen desordenes mentales y fotofobia. Se 
ha descrito dolor epigástrico, incluso en envenenamientos causados por inhalación. En algunos 
casos ha ocurrido aumento del azúcar en la sangre, suficiente para causar glucosuria. Los 
fungicidas derivados del fenilestaño son menos tóxicos que los compuestos de etilestaño, los 
cuales causan edema cerebral, daño neurológico, y muerte en aquellos individuos que sufrieron 
contacto cutáneo con un compuesto de este tipo[10]. No se han descrito muertes, y muy pocos 
casos de envenenamiento, como resultado de contacto ocupacional con compuestos de 
fenilestaño. 
 
Tabla 2.1.3. Algunos efectos de los organoestánnicos en humanos. 
COMPUESTO  EFECTOS 
Cloruro de tributilestaño, de dibutilestaño, 
de trimetilestaño y de dimetilestaño.  
Confusión mental, generalmente con ataques 
epilépticos. Recuperación completa después de 
la eliminación a la exposición. 
Cloruro de trimetilestaño y dicloruro de 
dimetilestaño  
Dolor de cabeza, sordera, desorientación y en 
varios casos, depresión respiratoria. 
 
 
2.1.5. Legislación 
 
La legislación actual acerca de usos y vertidos de organoestánnicos es  relativamente 
escasa y se centra en el TBT. En la legislación comunitaria los organoestánnicos se encuentran en 
la llamada lista de sustancias prioritarias de la Directiva 2000/60/CE. En la convención de la 
Organización Marítima Internacional (OMI) de octubre de 2001 se alcanzó un acuerdo 
internacional, en el que se prohibiría la comercialización y uso de pinturas antiincrustantes que 
contuvieran TBT en todo tipo de barcos para uso civiles a partir del 2003. Como consecuencia de 
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este convenio, la CEE ha prohibido el uso de pinturas con TBT en barcos de carácter comercial a 
partir del 1 de julio de 2003b. Próximamente, esta prohibición se hará extensiva a plataformas y 
barcos militares, y a partir del 2008, se prohibirá la circulación de barcos que en sus cascos hayan 
empleado pinturas que contengan TBT. Además, la CEE establece unos niveles máximos 
permitidos de TBT en agua, de 20 ng/Lc. No obstante, no existe legislación alguna relativa a los 
niveles máximos de compuestos organoestánnicos en muestras de sedimentos y materiales 
biológicos de origen marino. Por otro lado, debido a las características y efectos de estos 
compuestos sobre el medio acuático, la EPA ha incluido a los organoestánnicos en las listas de 
disruptores endocrinos[11]. 
 
Además, la Organización Mundial de la Salud, OMS, da como valor máximo tolerable 
para agua de bebida referida al óxido de tributilestaño, 2 µg/L[12]. Mientras que la EPA (Agencia 
de Protección Medioambiental de los EEUU), como criterio para la calidad del agua establece 
unas concentraciones para el TBT (como catión) de 10 y 63 ng/L, para agua de mar y agua dulce 
respectivamente[13]. 
 
 
2.2. MÉTODOS PARA LA DETERMINACIÓN DE 
ORGANOESTÁNNICOS 
 
Los organoestánnicos se encuentran en el medio acuático asociados a diferentes 
contraiones (cloruros, sulfatos, carbonatos, hidróxidos y biopolímeros) o también a óxidos, 
pudiendo interaccionar con distintas matrices. Los diferentes procedimientos analíticos para la 
especiación de los organoestánnicos, generalmente intentan conservar sólo el radical orgánico 
durante la preparación de la muestra, mientras que el contraión u otros enlaces heteroatómicos del 
estaño se rompen durante esta etapa. Muchos de los procedimientos analíticos desarrollados para 
                                                 
b Reglamento 782/2003/CEE. 
c Real Decreto 995/2000, de 2 de junio, por el que se fijan objetivos de calidad para determinadas especies 
contaminantes. 
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la determinación de los organoestánnicos se basan en su separación cromatográfica, permitiendo 
la determinación simultánea de una amplia variedad de especies de estaño[14]. 
 
 
2.2.1. CONCENTRACIÓN Y EXTRACCIÓN DE LOS 
ORGANOESTÁNNICOS 
 
Podemos dividir las técnicas de preparación de muestra en dos tipos según el estado 
físico de ésta: 
 Muestras acuosas. El objetivo básico de la preparación de muestra es la obtención 
de un extracto con una concentración de los analitos superior a los límites de 
cuantificación de los métodos de determinación. Para ello se pueden usar técnicas 
como la extracción líquido-líquido (LLE), extracción en fase sólida (SPE) o la 
microextracción en fase sólida (SPME). 
 Muestras sólidas. El objetivo básico es romper la interacción analito-matriz sin 
modificar las estructuras de los compuestos. Para ello, se utilizan técnicas como la 
extracción con fluidos supercríticos (SFE), la extracción asistida por microondas o 
la extracción por ultrasonidos. 
 
A continuación, se describen brevemente los fundamentos de estas técnicas y sus 
aplicaciones en la determinación de organoestánnicos. 
 
 
2.2.1.1. Extracción líquido-líquido (LLE) 
 
La extracción líquido-líquido es un método extremadamente versátil de preparación  de 
muestra; la conveniencia, facilidad de uso y disponibilidad de disolventes orgánicos altamente 
purificados, han contribuido a la extensión de su uso a pesar de las ventajas que ofrecen otros 
métodos de extracción alternativos. 
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En los procesos de extracción líquido-líquido, el coeficiente de partición (KD) para un 
analito determinado viene dado por la relación [A]o/[A]a, donde [A]o y [A]a son las 
concentraciones de analito en la fase orgánica y acuosa, respectivamente. Así, el rendimiento de la 
extracción depende de KD, y como KD es función del tipo de disolvente orgánico, del pH y de la 
fuerza iónica del medio, dichos parámetros deben ser optimizados para obtener una recuperación 
de analito máxima y una co-extracción de interferentes mínima. 
 
Los procedimientos clásicos de extracción de los compuestos orgánicos de estaño usaban 
agentes complejantes como la tropolona[15, 16, 17]; o el dietilditiocarbamato[18], en combinación con 
disolventes orgánicos volátiles de baja polaridad tales como hexano, benceno, isooctano, etc[14]. 
Otros procedimientos no utilizan un agente complejante, sino que recurren a derivatizar los 
organoestánnicos directamente en la fase acuosa, utilizando tetraetil o tetrapropil borato sódico, 
antes de extraerlos en un disolvente orgánico poco polar[7, 19, 20]. 
 
Cabe destacar que las técnicas de extracción líquido-líquido vienen condicionadas por el 
procedimiento de derivatización que se va a utilizar. Por ejemplo, en el caso de la utilización de 
agentes complejantes, la posterior derivatización de los organoestánnicos en medio orgánico, debe 
realizarse con un reactivo de Grignard[21], por lo que se debe evitar la utilización de disolventes 
próticos que consuman derivatizante. 
 
La extracción con disolventes orgánicos también se ha utilizado para sedimentos y 
materiales biológicos. En este tipo de muestras se lleva a cabo una lixiviación, previa a su 
reextracción a un disolvente orgánico compatible con la técnica de determinación, mediante 
agitación, sonicación o microondas, para liberar los organoestánnicos de la matriz. 
Tradicionalmente las muestras eran tratadas con disoluciones de HCl con agitación o 
sonicación[22, 23]. También se ha realizado la lixiviación con ácido acético mediante microondas[24, 
25] o agitación[26] para extraer derivados butilados y fenilados de estaño. Otra posibilidad consiste 
en tratar las muestras con una disolución acuosa de HBr[27]; o con HCl:MeOH[28], utilizados para 
extraer butil, metil y fenil organoestánnicos[17]. 
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Para materiales biológicos se puede proceder a la digestión de la muestra con TMAH 
(hidróxido de tetrametil amonio) o KOH-EtOH (potasa etanólica)[29] mediante la aplicación de 
una radiación de microondas[16, 19] o simplemente termostatizando la muestra a 60 ºC durante 4 
horas[19]. Otros autores optan por realizar una lixiviación con HCl y disoluciones de tropolona en 
metanol o en hexano en un baño ultrasonidos, para a continuación extraer los derivados butilados 
de estaño con diclorometano[30, 31]. 
 
 
2.2.1.2. Extracción en fase sólida (SPE) 
 
La extracción en fase sólida es una técnica que consiste en la adsorción de un analito, 
presente en una muestra líquida, sobre un adsorbente sólido o fase estacionaria inmovilizada sobre 
un soporte sólido. Una vez seleccionado el adsorbente apropiado para llevar a cabo la extracción, 
se optimizan las condiciones experimentales para maximizar la retención de los compuestos de 
interés, mientras que se minimiza la retención de las especies interferentes. En los últimos años, la 
extracción líquido-líquido (LLE) ha sido reemplazada, en muchos casos, por la extracción en fase 
sólida (SPE), debido principalmente a que la SPE reduce el consumo de disolventes orgánicos, 
requiere menos tiempo que la LLE y además se puede automatizar con mayor facilidad.  
 
La aplicación de la extracción en fase sólida a la determinación de organoestánnicos, 
requiere la utilización de disolventes muy polares para su elución del cartucho de extracción. En 
ocasiones, estos disolventes no son compatibles con las técnicas de determinación, por lo que se 
suele recurrir a la derivatización de los analitos previamente a la etapa de extracción, o en el 
interior del cartucho de SPE, para a continuación poder proceder a su elución más fácilmente con 
disolventes apolares[32]. 
 
Arnold y col.[33] han descrito la utilización de carbón grafitizado para extraer los 
derivados etilados de los butil y fenil organoestánnicos de muestras de agua. Caricchia y col.[34] 
usan un cartucho tipo C18, eluyendo el TBT con metanol y el MBT y DBT, con metanol 
conteniendo tropolona, y Díez y col.[11] proponen, como alternativa a los adsorbentes tipo C18, el 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
42   ORGANOESTÁNNICOS 
OASIS HLB para llevar a cabo la extracción de los butil y fenil organoestánnicos en muestras 
acuosas. 
 
 
2.2.1.3. Microextracción en fase sólida (SPME) 
 
Distintos autores han aplicado la SPME a la determinación de organoestánnicos tanto en 
muestras acuosas como sólidas (suelos, sedimentos o material biológico). Generalmente, la 
extracción suele combinarse con la derivatización de los compuestos en medio acuoso[35]. El 
agente derivatizante, NaBEt4 o NaBPr4, se adiciona a la muestra acuosa que se encuentra en un 
vial cerrado, justo antes de la extracción. A continuación, se expone la fibra al espacio de cabeza 
o directamente a la muestra durante un tiempo determinado (varía entre 10 a 60 minutos según los 
autores). De Smaele y col.[36] y Cardellicchio y col.[35] utilizaron 10 minutos para extraer los butil 
organoestánnicos de muestras de agua y de sedimentos, empleando SPME en espacio de cabeza. 
Millán y Pawliszyn[37], muestrean en el espacio de cabeza durante 15 minutos a 40 ºC, para 
determinar derivados butilados de estaño en muestras de agua y lodos. Sin embargo, Aguerre y 
col.[38] llevan a cabo la inmersión directa de una fibra de PDMS en muestras de agua durante 60 
minutos. 
 
Moens y col.[39] compararon la SPME directa con la modalidad de espacio de cabeza para 
determinar organoestánnicos en muestras de agua. Observaron que muestreando en espacio de 
cabeza se obtenían mejores resultados, en cuanto a sensibilidad, que cuando sumergían la fibra en 
la muestra. Varios trabajos indican que la SPME en espacio de cabeza (HSSPME) es más rápida y 
más sensible que la SPME directa para los derivados etilados de los organoestánnicos, debido a 
que el equilibrio entre la fase acuosa, el espacio de cabeza y la fibra se alcanza más rápidamente, 
ya que la velocidad de difusión de los analitos en el espacio de cabeza es mayor que en la muestra 
acuosa[36, 39]. Además, los derivados organoestánnicos son bastante volátiles y apolares, lo que 
significa que tienden a migrar al espacio de cabeza, y presentan gran afinidad por el recubrimiento 
de polidimetilsiloxano (PDMS) de la fibra. Por otro lado, la exposición de la fibra al espacio de 
cabeza tiene la ventaja de que compuestos poco volátiles o no volátiles presentes en la matriz de 
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la muestra no son absorbidos sobre la fibra, y por tanto, no se introducen en el sistema 
cromatográfico. 
 
Tutschku y col. [40] han comparado fibras de PDMS de distinto espesor (7 y 100 µm) para 
extraer derivados de butilados de estaño de muestras de agua y lodos. Indican que con la fibra de 
100 µm se obtiene una mejor sensibilidad, pero como el espesor de la fase es mayor, también se 
ve incrementado el tiempo de equilibrio. Lespes y col.[41] evaluaron la eficacia de cuatro 
recubrimientos diferentes: PDMS, PDMS/DVB, CW/PDMS y PA, para la concentración de 
derivados butilados de estaño de muestras acuosas. La mayor eficacia correspondió a la fibra de 
PDMS seguida por la de CW/PDMS. 
 
En la mayoría de los casos, la fibra se desorbe en el inyector de un cromatógrafo de gases 
acoplado a distintos detectores: MIP-AED, ICP-MS, MS, FID, FPD,..., y en raras ocasiones en el 
inyector de un equipo de HPLC, para llevar a cabo el análisis de los organoestánnicos. En general, 
las técnicas híbridas: GC-MIP-AED y GC-ICP-MS, son las que presentan los mejores límites de 
detección, del orden de unos pocos ng/L como estaño. Sin embargo, Aguerre y col.[42] presentan 
unos límites de detección más bajos que los descritos normalmente en la bibliografía. Comparan 4 
detectores específicos (FPD, PFPD, MIP-AED, ICP-MS) para la determinación de derivados 
butilados y fenilados de estaño, e indican que el acoplamiento GC-ICP-MS es el más sensible, con 
unos límites de detección en el rango de 0,6 a 20 pg/L (como Sn) para muestras de agua, mientras 
que el acoplamiento GC-MIP-AED presenta unos límites de detección entre 9 y 415 pg/L (como 
Sn). 
 
De acuerdo con la bibliografía, los compuestos más frecuentemente estudiados mediante 
SPME son los butil y fenil organoestánnicos en distintas matrices: agua (río o mar), sedimentos o 
material biológico (mayoritariamente en mejillón). Así por ejemplo, Vercauteren y col.[29] utilizan 
la SPME junto con GC-ICP-MS para determinar el contenido de trifenilestaño en muestras de 
aguas, mejillones y patatas; Gac y col. [43] optimizan las condiciones de la SPME, mediante un 
diseño experimental, para determinar 14 organoestánnicos (metil, butil, fenil y octil derivados de 
estaño) en muestras de agua y de tejido de pescado; y Parkinson y col.[44] desarrollaron un sistema 
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para llevar acabo la derivatización y SPME de manera automática, y así analizar varios 
compuestos organometálicos, entre los que se encuentran los derivados fenilados de estaño, en 
muestras de agua mediante GC-MS. 
 
 
2.2.1.4. Extracción con fluidos supercríticos (SFE) 
 
La extracción con fluidos supercríticos (SFE) es una técnica de preparación de muestra 
utilizada con matrices sólidas, en la cual se usan disolventes en estado supercrítico[45]. Aunque se 
ha considerado la utilización de distintos fluidos supercríticos (N2O, SF6, NH3), el más 
comúnmente empleado es el dióxido de carbono (CO2), que alcanza su estado supercrítico a 72,9 
atm y a 31,3 ºC. Se caracteriza por ser no tóxico, no corrosivo, químicamente inerte y no polar; 
aunque su polaridad puede ser “ajustada” con modificadores tales como acetona o metanol. 
 
Las aplicaciones de la extracción con fluidos supercríticos a la determinación de los 
organoestánnicos en matrices sólidas, es  relativamente limitada, debido a su baja solubilidad en 
el CO2 al ser compuestos fuertemente polares. Para mejorar la eficacia de la extracción se recurre 
a dos alternativas: 
# La adición de una agente complejante junto la utilización de modificadores, 
consiguiendo así aumentar la solubilidad de los organoestánnicos en el CO2. Liu y 
col.[46] usaron dietilamonio-dietilditiocarbonato (DEA-DDC) como agente quelatante, 
antes de la extracción de sedimentos con CO2 modificado con un 5% de metanol. Por 
otro lado, Fernández-Escobar y Bayona[47] emplearon tropolona y extrajeron muestras 
biológicas (almeja y pescado) utilizando mezclas CO2-metanol ó CO2-ácido acético. 
# Alquilación en la celda de extracción con un reactivo de Grignard antes de la 
extracción, consiguiendo extraer los organoestánnicos de sedimentos utilizando CO2 
sin ningún modificador[48]. 
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Con la primera alternativa se obtienen recuperaciones satisfactorias para las especies di- y 
tri-sustituidas, pero normalmente se requiere un paso de purificación del extracto antes de su 
análisis. Con la segunda alternativa, las recuperaciones sólo son satisfactorias para el TBT y el 
TPhT[14]. En ambos casos, la extracción con fluidos supercríticos falla para los organoestánnicos 
monosustituidos. 
 
 
2.2.1.5. Extracción asistida por microondas 
 
La introducción de energía de microondas en la etapa de extracción proporciona enormes 
ventajas en aspectos fundamentales como reducción del tiempo de extracción, disminución del 
volumen de disolvente empleado, utilización de disolventes menos tóxicos, etc,...[49]. Las 
microondas son ondas electromagnéticas de alta frecuencia localizadas entre las radiofrecuencias 
y la región infrarroja. En contraste con el calentamiento convencional, la energía de microondas 
se deposita en la masa total de la muestra. El calentamiento mediante microondas permite 
alcanzar mucho más rápidamente la temperatura de ebullición, e incluso sobrepasarla si la 
extracción se realiza en recipientes cerrados, lo cual permite completar el proceso de extracción 
en pocos minutos. 
 
En la digestión con microondas de muestras sólidas, se utiliza normalmente mezclas de 
ácidos concentrados, altas temperaturas (200-300 ºC) y bombas presurizadas, siendo un método 
rápido y clásico para conseguir una destrucción completa de la muestra cuando se trabaja en 
análisis elemental[16, 50]. En análisis de especiación de organoestánnicos, es preciso trabajar en 
condiciones más suaves para no romper los enlaces C-Sn, y mantener la integridad de las distintas 
especies presentes en la muestra. En particular, los derivados fenilados del estaño resultan 
especialmente lábiles cuando se someten a temperaturas elevadas[26]. 
 
En la aplicación de microondas a la extracción de organoestánnicos en matrices sólidas,  
se utilizan disoluciones acuosas o metanólicas, de HCl o ácido acético. En una etapa posterior se 
derivatizan los organoestánnicos  y se extraen en un disolvente orgánico adecuado. Donard y 
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col.[51] utilizaron HCl en MeOH, y ácido acético en MeOH para llevar a cabo la lixiviación de una 
muestra de mejillones. Rodríguez y col.[24] llevaron a cabo la lixiviación de sedimentos con 
disoluciones acuosas de ácido acético. Para muestras de tejido biológico, puede usarse medio 
básico, como TMAH[25] o también lixiviaciones con ácido acético; sin embargo, parece que los 
mejores resultados se obtienen trabajando en medio básico.  
 
 
2.2.1.6. Extracción por ultrasonidos 
 
La agitación con ultrasonidos es uno de los métodos convencionales de extracción más 
utilizados. Esta técnica emplea ondas de ultrasonidos para agitar la muestra sumergida en un 
disolvente apropiado. Tras el proceso de lixiviación, el disolvente que contiene los analitos es 
separado de la muestra por filtración o centrifugación. 
 
Con esta técnica se acorta el tiempo de extracción debido a que se produce un incremento 
en la presión, que favorece la penetración del disolvente en el interior de las partículas de la 
muestra y el transporte de los analitos desde el interior de éstas al seno del disolvente; así como 
un ligero incremento de la temperatura que aumenta la solubilidad y favorece la difusividad de los 
analitos. Como la temperatura que se alcanza no es muy elevada, la sonicación es adecuada para 
extraer analitos termolábiles[52]. 
 
Diversos autores aplican la extracción mediante ultrasonidos como etapa de la 
preparación de muestra en análisis de especiación[30, 37, 39, 53, 54]. Así por ejemplo, Binato y col.[30] 
utilizan un baño ultrasonidos para extraer los derivados butilados de estaño de muestras de 
mejillones, y Rio-Segade y Bendicho[53] extraen mercurio y metilmercurio de muestras de 
mejillón utilizando un baño ultrasonidos. 
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2.2.2. DERIVATIZACIÓN 
 
Muchas de los métodos desarrollados para la determinación de organoestánnicos están 
basados en la utilización de la cromatografía de gases como técnica de separación. Teniendo en 
cuenta que la mayoría de los organoestánnicos, a excepción de los tetrasustituidos, están presentes 
en el medio ambiente como especies polares y poco volátiles, se necesita una reacción de 
derivatización para transformarlos en compuestos compatibles con su separación mediante 
cromatografía de gases. 
 
Las reacciones de derivatización generalmente empleadas son: 
9 Alquilación con reactivos de Grignard (RMgX). 
9 Generación de hidruros (reducción) con borohidruro sódico (NaBH4). 
9 Etilación con tetraetilborato sódico (NaBEt4). 
 
 
2.2.2.1.Alquilación con reactivos de Grignard 
 
La transformación de los organoestánnicos (RxSnX4-x) en compuestos menos polares es 
obtenida por medio de un reactivo de Grignard, RMgX (donde R es un radical orgánico, y X es un 
halógeno, normalmente Cl ó Br), figura 2.2.1. 
 
La alquilación con reactivos de Grignard ha sido la primera técnica de derivatización 
utilizada para la determinación de organoestánnicos. Generalmente se realizan metilaciones, 
etilaciones, propilaciones, butilaciones, pentilaciones o hexilaciones[55, 56, 57]. 
 
Bu3SnCl     +    EtMgX      →     Bu3SnEt 
Figura 2.2.1. Etilación de TBT con  un etilmagnesiano. 
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Aunque estas reacciones presentan un buen rendimiento, tienen una serie de limitaciones 
entre las que convienen destacar las siguientes: 
8 Los reactivos de Grignard sólo se puede usar con disolventes apolares y no 
próticos, ya que se descomponen en presencia de disolventes polares y en 
contacto con la humedad ambiental. Estos derivatizantes suelen emplearse en 
combinación con procedimientos de extracción que implican el uso de agentes 
complejantes (derivados del dietilditiocarbamato, tropolona, etc,...) y disolventes 
no polares. 
8 Finalizada la derivatización, es necesario eliminar el exceso de reactivo de 
Grignard. Generalmente es destruido por la adición de un ácido, antes de 
inyectar el extracto orgánico en el cromatógrafo de gases. 
8 Es un reactivo considerado químicamente peligroso, ya que reacciona 
violentamente con ácidos, agua, alcohol, cetonas, etc, por lo que hay que 
manipularlo con extremo cuidado. 
 
 
2.2.2.2. Generación de hidruros con borohidruro sódico 
 
La generación de hidruros usando borohidruro sódico (NaBH4) es un procedimiento muy 
utilizado para la determinación de organoestánnicos, en particular para especies de butilestaño en 
matrices ambientales. Los correspondientes hidruros se forman por reacción de los compuestos 
organoestánnicos con NaBH4 en medio acuoso[55], figura 2.2.2. 
 
RnSn(4-n)  +  NaBH4  +  H+   →   RnSnH(4-n) + H2 
Donde “R” es un radical orgánico y “n” puede valer 1, 2 o 3. 
Figura 2.2.2. Generación de hidruros de estaño mediante NaBH4. 
 
El inconveniente de esta reacción es que los compuestos resultantes son altamente 
volátiles, por lo se ha descrito la posibilidad de que se produzcan pérdidas en las etapas 
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posteriores de limpieza y/o concentración de los extractos, antes de su inyección en el sistema 
cromatográfico[58]. Por ello, se suele combinar el método de generación de hidruros con una etapa 
de atrapamiento criogénico (purga y atrapado), para evitar pérdidas de las especies formadas y 
poder obtener resultados cuantitativos[22]. Además, no suele emplearse con extractos de 
sedimentos, debido a que se generan gran cantidad de interferencias volátiles, y muchas de las 
especies que se encuentran en el extracto consumen derivatizante. 
 
 
2.2.2.3. Etilación con tetraetil borato sódico 
 
La etilación con tetraetil borato sódico (NaBEt4) fue introducida por Honeycutt y 
Riddle[59] como alternativa a otros procedimientos de derivatización de compuestos 
organometálicos. 
 
Bu3SnCl    +   NaBEt4      →      Bu3SnEt 
Figura 2.2.3. Etilación de TBT con tetraetil borato sódico. 
 
La reacción de derivatización, figura 2.2.3, es rápida, cuantitativa, no es necesario 
eliminar los subproductos generados y no produce artefactos en los cromatogramas como los que 
aparecen cuando se utilizan magnesianos. Además los derivados etilados resultantes poseen un 
punto de ebullición muy superior al de los hidruros de estaño, por lo que las pérdidas por 
evaporación son menos probables. Otras ventajas de este tipo de reacción, es que se lleva a cabo 
en disolución acuosa (después de ajustar el pH a 5) y permite realizar la derivatización de los 
organoestánnicos y su extracción simultánea a un disolvente orgánico[14, 23]. Además, hay que 
destacar la disponibilidad de nuevos alquilboratos, como por ejemplo el tetrapropil borato sódico 
(NaBPr4), que funciona de la misma forma que el NaBEt4, pero permite la obtención de los 
derivados propilados[20] y la posibilidad de determinar importantes compuestos etilados de plomo 
o de mercurio sin pérdida de información sobre las especies individuales originalmente presentes 
en la muestra[60]. 
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2.2.3. MÉTODOS DE DETERMINACIÓN 
 
Los métodos más empleados para la especiación de organoestánnicos combinan las 
técnicas de separación, normalmente cromatografía de gases, con sistemas de detección selectivos 
tales como el detector de emisión atómica con plasma de helio inducido por microondas (MIP-
AED), detector fotométrico de llama (FPD), espectrometría de masas (MS) o espectrometría de 
masas con plasma de acoplamiento inductivo (ICP-MS), entre otros[8]. 
 
Generalmente, cuando se trabaja en cromatografía de gases la separación de los 
organoestánnicos se lleva a cabo utilizando columnas capilares de 30 metros de longitud y 0,25 o 
0,32 mm de diámetro interno, las cuales pueden ser sustituidas por las columnas multicapilares. 
Este tipo de columnas se caracterizan por trabajar a un flujo de gas portador elevado y por tener 
aproximadamente 1000 capilares con un diámetro interno de 40 µm. Son compatibles con 
aquellos detectores que permitan trabajar con flujos de gas portador elevados, como MIP-AED o 
ICP-MS, pero no pueden utilizarse en sistemas GC-MS. 
 
A continuación se recogen las características básicas y las aplicaciones descritas en la 
bibliografía, de algunas técnicas analíticas utilizadas en la determinación de organoestánnicos 
previa transformación de los mismos en derivados poco polares. 
 
 
2.2.3.1. Cromatografía de gases con detector fotométrico de llama (GC-FPD) 
 
El FPD es un detector muy utilizado en las determinaciones de organoestánnicos debido a 
su bajo coste y a sus aceptables características de sensibilidad y selectividad. Este detector es 
similar, en cuanto a diseño, a un FID; consta de una llama hidrógeno-aire en la que se produce la 
combustión de los analitos separados por la columna cromatográfica, pero a diferencia del FID, 
no se mide la corriente de las especies al ionizarse sino la radiación emitida por las especies que 
se forman en la llama. Esta radiación pasa a través de un cilindro de cuarzo que rodea al jet del 
quemador y se recoge en un tubo fotomultiplicador. 
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Para la determinación de organoestánnicos con GC-FPD, se registra la emisión de 
radiación correspondiente a las especies Sn-H que se forman en la llama, utilizando un filtro de 
interferencia centrado en 610 nm. Los compuestos de azufre interfieren en la medida, lo que 
limita la aplicación del sistema GC-FPD en muestras de sedimentos, salvo que se desarrollen 
métodos de desulfuración para eliminar estas interferencias[61]. 
 
Diversos autores han utilizado esta técnica para cuantificar organoestánnicos en distintas 
matrices. Lespes y col.[41] llevan a cabo un diseño de experimentos para optimizar las condiciones 
de SPME con GC-FPD para la determinación de butil y fenil organoestánnicos en agua de río; 
Nagrase y col.[62] cuantifican dibutilestaño en espumas de poliuretano usando GC-FPD, llegando a 
unos límites de detección de 8,6 ng/g; Gomez-Ariza y col.[27] llevan a cabo una digestión ácida 
seguida de una extracción con diclorometano para la determinación de butil organoestánnicos en 
sedimentos; y Vella y col.[56] extraen los derivados butilados de estaño con diclorometano y 
tropolona de muestras de agua de mar y sedimentos, utilizando el bromuro de propilmagnesio 
para obtener los derivados propilados, que posteriormente cuantifican mediante GC-FPD. 
 
 
2.2.3.2. Cromatografía de gases acoplada a espectroscopía de emisión atómica 
(GC-MIP-AED) 
 
El acoplamiento de la cromatografía de gases con el detector de emisión atómica, figura 
2.2.4, permite la determinación de los diferentes elementos presentes en las moléculas de los 
analitos separados por la columna cromatográfica. Cuando los cromatogramas se registran 
monitorizando las líneas de emisión de elementos tales como el carbono o el hidrógeno tenemos 
un detector universal muy similar a un FID; si por el contrario los analitos a determinar poseen en 
su molécula átomos de otros elementos menos comunes en la naturaleza, monitorizando la 
emisión de radiación de estos elementos tenemos unos registros mucho más selectivos[63]. 
 
El elemento clave del acoplamiento entre la cromatografía de gases y el detector de 
emisión atómica es la interfase, la cual está constituida por un plasma de helio inducido por 
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microondas, en donde se produce la degradación de las moléculas de los analitos separados por la 
columna en sus átomos constituyentes, y la excitación de los mismos hacia niveles o estados 
energéticos excitados. La radiación emitida por estos átomos al volver al estado fundamental, se 
enfoca hacia una red de difracción y se registra por medio de un array de diodos. 
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Inyector
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Ordenador
 
Figura 2.2.4. Esquema de la técnica simbiótica GC-MIP-AED. 
 
La combinación GC-MIP-AED, es una de las técnicas más utilizadas en la determinación 
de organoestánnicos. Las altas temperaturas que se alcanzan en el plasma de helio, hacen que la 
atomización de un elemento como el estaño, con tendencia a la formación de óxidos refractarios, 
sea mucho más completa que en un detector fotométrico de llama, lo que se traduce en una mayor 
sensibilidad y una mejor resolución entre picos cromatográficos al no presentar colas[64]. 
 
Las longitudes de onda más utilizadas en la determinación de organestánnicos en AED 
son: 270,65 nm[40, 57 , 65 , 66], 303,42 nm[67] y 326,23 nm[68]. Las condiciones óptimas para la 
determinación de organoestánnicos mediante GC-MIP-AED, y en general para la mayoría de los 
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metales, se caracterizan por necesitar unos flujos de make-up muy superiores a los utilizados en la 
determinación de no metales. La mayoría de los trabajos emplean valores entre 240 y 270 
mL/min.[19, 69]. Además, la determinación de organoestánnicos necesita la presencia de oxígeno en 
el plasma de helio, ya que previene la deposición de carbón en el tubo de descarga. Sin embargo, 
la presencia de oxígeno provoca la formación de óxidos de estaño refractarios con disminución de 
la señal de emisión. Por ello, se adiciona hidrógeno como gas auxiliar en el plasma, evitando así 
la acumulación de óxidos de estaño sobre el tubo de descarga, prolongando la vida del mismo e 
incrementando la intensidad de la radiación emitida[70]. En la tabla 2.2.1 se presentan las 
condiciones de trabajo y los límites de detección absolutos descritos por varios autores, para la 
determinación de organoestánnicos mediante GC-MIP-AED. 
 
Tabla 2.2.1. Condiciones óptimas para MIP-AED y límites de detección absolutos (S/N= 3) para los 
organoestánnicos. 
Linea de 
emisión (nm)
He make-up 
(mL/min.) 
Presión H2 
(Kpa) 
Presión O2 
(Kpa) 
Límites de detección 
absolutos (pg como Sn) Referencia 
270,65 220 448 207 1-5 [65] 
303,42 240 400 160 ≈ 2-5 [71] 
303,42 270 345 152 ≈ 2-3 [19] 
270,65 240 414 138 0,5 [66] 
326,23 240 200 200 0,8 [68] 
--- 150 450 150 2-4 [72] 
303,42 200 --- --- 5 [73] 
303,42 240 345 138 0,05* [69] 
303,42 240 345 138 0,015* [32] 
--- Datos no disponibles. 
* Se utiliza un inyector tipo PTV. 
 
Cuando se trabaja con cromatografía de gases y, particularmente, con el acoplamiento 
GC-MIP-AED, se han empleado dos tipos de columnas para llevar a cabo la separación 
cromatográfica de los organoestánnicos: 
8 Columna capilar. Es la más empleada para la determinación de organoestánnicos. Se 
utilizan columnas con recubrimientos generalmente de 100 % de polidimetilsiloxano, o 
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modificadas con un 5% de fenil, con longitudes comprendidas entre 25 y 30 metros, 
diámetros internos de 0,32 o 0,25 mm y espesor de fase de 0,25 µm. Este tipo de 
columnas aseguran una buena resolución, forma de pico y tiempos de análisis del orden 
de 15 minutos. 
 
8 Columna multicapilar. Como ya es conocido, la eficacia de una columna en 
cromatografía de gases (número de platos teóricos por unidad de longitud) aumenta al 
disminuir el diámetro interno del capilar. Sin embargo, cuanto más pequeño sea éste, 
menor es también el volumen de inyección, y consecuentemente, mayor es la 
concentración mínima de analito detectable[74, 75]. La columna multicapilar solventa este 
problema. Este tipo de columna se caracteriza por contener aproximadamente 1000 
capilares con un diámetro interno de 40 µm, lo que permite conseguir una buena eficacia 
en las separaciones cromatográficas, manteniendo volúmenes de inyección similares a los 
empleados con columnas monocapilares de 0,32 mm de diámetro interno, figura 2.2.5. 
 
Por otro lado,  esta columna utiliza flujos elevados de gas portador,  lo cual unido 
a su reducida longitud (1 metro) le permite 
separar distintos grupos de compuestos 
organometálicos en menos de 1 minuto. En 
general, la separación en una columna 
multicapilar es aproximadamente 10 veces 
más rápida que con una columna capilar, sin 
sacrificar la resolución ni el volumen de 
inyección[76, 77]. Debido a los altos flujos que 
pasan por estos pequeños capilares, es 
necesario la utilización de sistemas de 
inyección y detectores de respuesta rápidos. Una inyección rápida se consigue trabajando 
en modo split, aunque esto causa una pérdida de sensibilidad, la cual debería ser 
compensada por un detector cuyo límite de detección fuese bajo. Además, el detector 
debe tener un volumen muerto pequeño, para evitar distorsiones en la forma de los picos 
cromatográficos[78]. Por ello, el acoplamiento GC-MIP-AED, junto a GC-ICP-MS, es uno 
   
 
3 mm
 
 
 
Figura 2.2.5. Sección de una columna 
multicapilar. 
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de los más utilizado con este tipo de columnas, ya que presenta un volumen muerto 
pequeño y es compatible con la utilización de un flujo elevado de gas portador (helio) en 
la columna cromatográfica[25, 79, 80]. 
 
La técnica GC-MIP-AED se aplica tanto a la determinación de organoestánnicos en 
muestras acuosas como sólidas. Lobinski y col.[69] optimizan las condiciones para la detección de 
especies organoestánnicas en agua y sedimentos. Szpunar y col.[16] llevan a cabo la especiación de 
derivados de butilestaño en sedimentos y materiales biológicos con GC-MIP-AED, después de 
una digestión asistida por microondas. También Rodríguez y col. determinaron butil 
organoestánnicos en material biológico[19] y en sedimentos[25]. Otros autores como Tutschku y 
col.[40] usando la combinación SPME-GC-MIP-AED cuantifican de forma simultánea especies 
orgánicas de estaño y plomo. 
 
 
2.2.3.3. Cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas (GC-MS) 
 
Existen muchos trabajos que utilizan esta técnica para cuantificar e identificar 
compuestos orgánicos de estaño. El acoplamiento GC-MS presenta unos límites de detección 
próximos a los que se obtienen en GC-MIP-AED, cuando se trabaja en modo SIM; no obstante, 
en estas condiciones no se obtiene información acerca de la estructura de las especies que eluyen 
de la columna. La utilización de espectrómetros de masas dotados de un analizador de iones tipo 
trampa de iones, permite obtener límites de detección inferiores a los alcanzados por los 
cuadrupolos cuando operan en modo SCAN, resultando de gran utilidad en la identificación de 
organoestánnicos poco frecuentes en muestras medioambientales. 
 
Arnold y col.[33] describen un método para la cuantificación de butil- y fenil-
organoestánnicos en muestras de agua y sedimentos utilizando GC-MS. Binato y col.[30] 
determinan derivados butilados de estaño en muestras de mejillones. Ikonomou y col.[81] analizan 
los butil y fenil organoestánnicos en muestras de agua, sedimentos y mejillones por GC-MS. 
Cardellicchio y col.[35] llevan a cabo la especiación de butil organoestánnicos en sedimentos 
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marinos utilizando SPME-GC-MS, consiguiendo límites de detección del orden de cientos de 
pg/g. Centineo y col.[82] emplean esta técnica en combinación con la dilución isotópica para 
cuantificar los derivados butilados de estaño en muestras de sedimentos. También se utiliza GC-
MS como técnica complementaria a GC-MIP-AED para la identificación de compuestos de estaño 
que aparecen en sedimentos marinos[83]. 
 
 
2.2.3.4. Cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas con plasma 
de acoplamiento inductivo (GC-ICP-MS) 
 
ICP-MS es una técnica altamente sensible para la determinación de metales a nivel traza 
y ultratraza en diferentes tipos de matriz. Además, puede ser utilizado como un potente sistema de 
detección acoplado tanto con HPLC[26, 84, 85] como con GC[86, 87]. En este último caso, se obtienen 
límites de detección más bajos que los correspondientes a GC-MS y GC-MIP-AED[42]. La única 
limitación del acoplamiento GC-ICP-MS es el elevado coste de mantenimiento del sistema ICP-
MS (consumo de argón muy elevado), unido a la discreta aceptación a nivel comercial de las 
interfases entre cromatografía de gases e ICP-MS. No obstante, no debemos olvidar que para la 
determinación de derivados volátiles como los organoestánnicos butilados es posible la utilización 
de interfases no termostatizadas de fabricación relativamente sencilla. Actualmente, la mayor 
ventaja de la utilización de ICP-MS en la determinación de organoestánnicos se centra en el 
empleo de compuestos marcados isotópicamente para reducir la variabilidad en las 
determinaciones y compensar además cualquier posible degradación de los analitos durante las 
etapas de preparación de las muestras. 
 
Quètel y col.[88] utilizan esta técnica para determinar 13 compuestos orgánicos de estaño, 
incluyendo las formas metiladas en agua de mar, llegando a límites de detección entre 2,9 y 0,03 
pg/g. Vercauteren y col.[89] llegan a límites de detección del orden de pg/L para TPhT en muestras 
de agua y mejillones, utilizando desorción térmica y GC-ICP-MS. Rodríguez-González y col. 
utilizan esta técnica en combinación con la dilución isotópica para cuantificar los butil 
organoestánnicos en muestras de agua de mar[13] y en muestras de sedimentos[90]. 
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Otros autores utilizan la SPME, como técnica de concentración, en combinación con un 
sistema GC-ICP-MS. Por ejemplo, Moens y col.[39] determinan simultáneamente MBT, DBT, 
TBT, MeHg+ y Me3Pb+. Mientras que Vercauteren y col.[29] determinan TPhT y 
triciclohexilestaño en muestras de agua, mejillones y patatas. 
 
Por otro lado, este tipo de detector también cumple los requisitos necesarios para trabajar 
con las columnas multicapilares, por lo que en los últimos años han sido desarrollados varios 
trabajos para la determinación tanto de especies orgánicas de estaño[91] como de mercurio[92, 93]. 
Así por ejemplo, Rodríguez y col.[94] desarrollaron un método para separar compuestos 
organometálicos de Hg, Sn y Pb, en distintas muestras (sedimento marino, músculo de pescado y 
gasolina) empleando una columna multicapilar y detección mediante ICP-MS, obteniendo una 
buena separación de todas las especies en menos de 2 minutos. Slaets y col.[86] optimizaron un 
método para analizar organomercúricos en muestras biológicas, en menos de 1 minuto. 
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III. FÁRMACOS ANTIINFLAMATORIOS 
 
3.1. GENERALIDADES 
 
3.1.1. Definición 
 
Los analitos considerados en esta parte del trabajo, son fármacos antiinflamatorios no 
esteroideos (AINEs o sus siglas en inglés, NSAIDs), figura 3.1.1. Éstos son compuestos ácidos 
(presentan valores de pKa entre 4,15 y 4,91) que se caracterizan por poseer un grupo carboxílico, 
y un anillo bencénico en su estructura. 
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Figura 3.1.1. Estructura de los fármacos antiinflamatorios objeto de estudio. 
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El ácido meclofenámico es otro antiinflamatorio, utilizado principalmente en veterinaria, 
que no se ha detectado nunca en muestras medioambientales[1]. Además, es similar en cuanto 
propiedades físicas y químicas a los otros compuestos estudiados, por lo que ha sido escogido 
como patrón interno, para cuantificar el resto de los AINEs. 
 
 
3.1.2. Aplicaciones 
 
Los antiinflamatorios no esteroideos (AINEs) son un grupo de fármacos con acción 
antiinflamatoria, analgésica (disminuyen el dolor) y antipirética (bajan la fiebre)[2], utilizados 
tanto en medicina como en veterinaria. Actúan inhibiendo la síntesis de prostaglandinas al 
bloquear la enzima cicloxigenasa. Las prostaglandinas actúan como transmisores y mediadores en 
los procesos inflamatorios, en el dolor y en el control de los centros termorreguladores del 
hipotálamo, por lo que la función antipirética de estos fármacos se explica por su efecto periférico 
antiinflamatorio y por su efecto central termorregulador[3] contribuyendo a bajar la fiebre. 
 
El ibuprofeno fue patentado en Inglaterra en 1964 para su uso en medicina. Como 
analgésico, es uno de los AINEs más suaves. Tanto este fármaco como el naproxeno, son 
empleados para reducir el dolor, la fiebre y la inflamación, en casos de tendinitis, dolor de cabeza, 
etc,... El diclofenac y el ketoprofeno, son fármacos más potentes que el resto de los AINEs. Son 
utilizados para tratar dolores de cabeza, dolores menstruales, artritis, artrosis, ..., etc. El ácido 
tolfenámico es un fármaco utilizado sólo en veterinaria[1], mientras que el naproxeno es utilizado 
tanto en medicina como en veterinaria[4, 5]. 
 
En general, todos estos fármacos se usan en medicina en el tratamiento de procesos 
inflamatorios, como reumatismos (inflamatorios y degenerativos), artritis rematoide, 
espondiloartrosis, artrosis, espondiloartrosis anquilopoyética; y para procesos con inflamación y 
con dolor, como bursitis, tendinitis, tenosinovitis, esguinces y capsulitis (inflamación de 
articulaciones, cápsula y tendones). 
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3.1.3. Distribución en el medio ambiente 
 
Durante las últimas tres décadas, el impacto medioambiental de la contaminación 
química ha sido enfocada casi exclusivamente a los contaminantes “prioritarios” como pesticidas 
tóxicos y carcinogénicos o sus intermediarios industriales, que se caracterizan por ser persistentes 
en el medio ambiente. Sin embargo, otros grupos de compuestos químicos bioactivos han recibido 
una menor atención como contaminantes medioambientales. Dentro de este grupo se incluyen los 
fármacos utilizados tanto en medicina como en veterinaria, fragancias, productos de higiene 
personal, etc. Estos compuestos y sus metabolitos son introducidos continuamente en el medio 
acuático como mezclas complejas por distintas vías, pero fundamentalmente a través de aguas 
residuales tratadas y sin tratar. 
 
La contaminación acuática es un problema particularmente serio, porque los organismos 
acuáticos están cautivos en su medio y sufren una exposición multigeneracional. Los efectos de 
estos contaminantes emergentes en los organismos acuáticos son muchas veces desconocidos, y se 
van acumulando hasta que se evidencian en un cambio generalmente irreversible, que en muchos 
casos podría atribuirse a una adaptación natural. Además, estos compuestos no tienen porque ser 
persistentes en el medio acuático para producir estos cambios, ya que son introducidos 
continuamente en el mismo a concentraciones desde µg/L a ng/L[4]. En muchos casos, estos 
valores son lo suficientemente elevados para afectar a los organismos acuáticos. 
 
En concreto, los fármacos antiinflamatorios se consumen en una extensión de cientos de 
toneladas al año en los países desarrollados, tanto con prescripción médica como sin ella. Una vez 
consumidos, son excretados a través de la orina en forma libre, conjugada o como metabolitos, 
llegando a las estaciones de depuración de agua residual[6], que en muchos casos no van a ser 
capaces de eliminarlos completamente, bien porque la degradación microbiana no es completa, o 
porque estos compuestos se adsorben sobre los sólidos filtrados que más tarde se eliminan como 
lodos. Estos lodos, junto con los purines producidos en las granjas, son utilizados como abono, lo 
que contribuye a la contaminación del suelo y de las aguas subterráneas y superficiales[5]. Por lo 
tanto, las estaciones de depuración de agua residual, EDARs , se convierten en importantes fuentes 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
66  FÁRMACOS ANTIINFLAMATORIOS 
de contaminación para las aguas superficiales[7], que en muchos casos constituyen fuentes de agua 
potable en otros lugares de la misma cuenca hidrográfica[8]. 
 
En la tabla 3.1.1, se muestran las concentraciones máximas encontradas para los 
fármacos antiinflamatorios en aguas residuales (efluentes de estaciones de depuración) y en aguas 
superficiales[4]. 
 
Tabla 3.1.1. Concentraciones máximas encontradas en efluentes de plantas 
de tratamiento de agua residual y aguas superficiales en Europa y América. 
 COMPUESTO EFLUENTE AGUA SUPERFICIAL  
 Ibuprofeno 3,4 µg/L 0,53 µg/L  
 Naproxeno 0,52 µg/L 0,39 µg/L  
 Ketoprofeno 0,38 µg/L 0,12 µg/L  
 Ác. tolfenámico 1,6 µg/L n.d.  
 Diclofenac 2,1 µg/L 1,2 µg/L  
 Ác. meclofenámico n.d. n.d.  
 n.d., no detectado  
 
Como puede observarse los fármacos no son completamente eliminados durante los 
procesos de depuración de agua residual, lo que ha provocado un gran interés en mejorar estos 
tratamientos. Esto se ha visto reflejado en la financiación por parte de la Unión Europea, de 
diversos proyectos que pretenden obtener información sobre la distribución medioambiental de 
estos compuestos, así como de su comportamiento durante los procesos de tratamiento de aguas 
residuales[9, 10]. 
 
 
3.1.4. Toxicidad 
 
Los AINEs presentan una buena absorción por vía digestiva, y como la mayoría de los 
medicamentos presentan efectos secundarios. Pueden producir dolor y sensación de pesadez en el 
estómago, acidez, nauseas, vómitos, vértigo, dolor de cabeza, fatiga, sueño y aumento de la 
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cantidad de orina. Uno de los principales inconvenientes de estos fármacos es que pueden 
provocar irritación de la mucosa digestiva (por cualquier vía de administración) que desencadena 
en gastralgias, úlcera péptica y hemorragia digestiva. A largo plazo, pueden producir alteraciones 
renales (insuficiencia renal crónica) y hepáticas. 
 
En lo referente al medio acuático, la toxicidad de los fármacos antiinflamatorios es 
todavía un aspecto bastante desconocido. Sólo existen datos de toxicidad para unos pocos 
compuestos en diversas especies de peces, crustáceos o algas, tabla 3.1.2[6]. Se puede observar 
que los valores de toxicidad aguda son mucho más altos que los encontrados tanto en aguas 
residuales como en aguas de superficie. 
 
Tabla 3.1.2. Concentraciones en mg/L, para la 
toxicidad aguda. 
 COMPUESTO TOXICIDAD AGUDA  
 Ibuprofeno 7,1 - 173  
 Naproxeno 383-690  
 
 
3.2. MÉTODOS PARA LA DETERMINACIÓN DE FÁRMACOS 
ANTIINFLAMATORIOS 
 
La determinación de fármacos antiinflamatorios se realiza utilizando diferentes métodos 
analíticos. La mayoría de ellos se basan en una concentración de los compuestos, generalmente 
mediante extracción en fase sólida (SPE), seguida de su determinación por cromatografía de gases 
acoplada a espectrometría de masas (GC-MS). Además, en los últimos años, han aparecido 
publicaciones que emplean la cromatografía líquida (LC) o la electroforesis capilar (CE), 
normalmente acopladas a espectrometría de masas, para la determinación de estos compuestos, 
evitando así la necesidad de incluir una etapa de derivatización en el proceso analítico. 
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3.2.1. CONCENTRACIÓN Y EXTRACCIÓN DE LOS FÁRMACOS 
ANTIINFLAMATORIOS 
 
3.2.1.1. Extracción en fase sólida (SPE) 
 
La extracción en fase sólida es una de las técnicas más utilizadas en la determinación de 
fármacos antiinflamatorios. La extracción se suele llevar a cabo en muestras acidificadas (pH 2-
3), para favorecer la retención de estos analitos. El volumen de muestra a concentrar se encuentra 
comprendido entre 200 mL y 1 L, según se trate de muestras de aguas residuales, de aguas 
superficiales o aguas de bebida. 
 
Sacher y col.[11] han empleado cartuchos tipo C-18 para extraer diversos fármacos de 
muestras de un litro de agua acidificadas a pH 3. A continuación, derivatizan los compuestos y los 
analizan mediante GC-MS, obteniendo unas recuperaciones entre el 70 y 110 %, excepto para el 
bezafibrato, que está en torno al 150 %. Ternes[12], también utiliza el C-18 para extraer los 
fármacos de muestras de agua acidificadas a pH 2, obteniendo unas recuperaciones aceptables (> 
80 %), y unos límites de cuantificación de 50 ng/L para muestras de agua residual. En general, el 
C-18 (octadecilsilano), es el adsorbente más utilizado para la extracción de fármacos en muestras 
de agua, y en casi todos los métodos las recuperaciones obtenidas están comprendidas entre el 80 
y el 100 %[1, 11, 12, 13, 14,15]. 
 
Ahrer y col.[16] comparan distintos adsorbentes (Bondesil ODS, Bond-Elut C18 -OH, 
Licrolut EN, Licrolut RP 18 y OASIS HLB) para la extracción de varios fármacos en muestras de 
agua, concluyendo que los adsorbentes tipo C-18, sin grupos silanol libres, producen los mejores 
resultados. Otros autores optan por otros tipos de adsorbente, por ejemplo, el Licrolut EN de 
Merck (material polimérico de estireno-divinilbenceno), utilizado por Zwiener y col. para extraer 
fármacos de muestras de agua residual. Las recuperaciones fueron similares a las que se obtienen 
con el C-18[8, 17, 18]. 
 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
FÁRMACOS ANTIINFLAMATORIOS  69 
Otro adsorbente cada vez más utilizado, es el OASIS HLB[19, 20, 21, 22]. Se trata de un 
material polimérico modificado mediante la introducción de grupos N-vinilpirrolidona, con 
características hidrofílicas y lipofílicas. El grupo N-vinilpirrolidona le confiere la propiedad de ser 
fácilmente hidratable, facilitando la transferencia de los analitos entre la muestra acuosa y el 
adsorbente sólido. El divinilbenceno, parte lipofílica, le permite retener los compuestos mediante 
interacciones de Van der Waals o interacciones tipo puente de hidrógeno (H-aceptor, H-
donador)[23]. Este adsorbente fue utilizado por Rodríguez y col.[19] para llevar a cabo la extracción 
de 5 fármacos antiinflamatorios en muestras de agua residual acidificada a pH 2, logrando unas 
recuperaciones aceptables (entre 88 y 117 %) y unos límites de cuantificación entre 20 y 50 ng/L 
cuando se concentran 500 mL de muestra de agua residual. 
 
También existen aplicaciones en la bibliografía de la SPE para la determinación de 
fármacos antiinflamatorios y sus metabolitos en muestras de orina[24]. 
 
 
3.2.1.2. Microextracción en fase sólida (SPME) 
 
La microextracción en fase sólida, SPME, es una técnica de extracción que requiere 
menos volumen de muestra que la SPE, no utiliza disolventes orgánicos, es fácilmente 
automatizable y permite alcanzar altos factores de concentración para compuestos orgánicos en 
muestras acuosas. Esta técnica es especialmente interesante cuando los analitos extraídos sobre la 
fibra pueden determinarse mediante cromatografía de gases. 
 
Las primeras aplicaciones de la SPME a la concentración de fármacos antiinflamatorios 
fueron desarrolladas por Huppert y col.[25] y Moeder y col.[26]. Los analitos concentrados en una 
fibra polar eran determinados por GC, utilizando columnas apolares, sin derivatizar. 
Evidentemente los picos cromatográficos eran muy anchos y los límites de detección inaceptables. 
 
En el caso de fármacos antiinflamatorios, la dificultad para combinar la SPME con una 
etapa de derivatización, radica en que los agentes capaces de reaccionar con el grupo carboxílico, 
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presente en la estructura de los analitos, son inestables en medio acuoso. La mejor solución a este 
problema consiste en la derivatización on-fiber de los analitos. Esta modalidad de trabajo, que ya 
ha sido aplicada con éxito a la determinación de anfetaminas en orina y pelo[27, 28, 29], ftalatos en 
agua residual y orina[30], polifenoles en vinos[31], estrógenos en agua y orina[32, 33], aldehídos en 
aceite[34, 35] o PAHs en agua y orina[36], abre un nuevo camino a la determinación de compuestos 
polares mediante SPME y GC. 
 
Varios autores han empleado con éxito la derivatización on-fiber en sus dos modalidades. 
Por ejemplo, Gmeiner y col.[36] utilizan la derivatización on-fiber en espacio de cabeza para sililar 
los derivados hidroxilados de PAHs retenidos en una fibra de PA con BSTFA. Algo similar hace 
Musshoff y col.[29], los cuales determinan los metabolitos de anfetaminas en muestras de pelo 
mediante GC-MS: tras la hidrólisis alcalina del pelo y la extracción con una fibra de PDMS, 
derivatizan los analitos en el espacio de cabeza con N-metil-bis(trifluoroacetamida). Por otro lado, 
autores como Stashenko y col.[34] emplean la derivatización on-fiber de diferente manera. 
Primeramente incorporan el agente derivatizante sobre una fibra de PDMS/DVB, para a 
continuación, extraer y derivatizar simultáneamente los aldehídos alifáticos saturados y no 
saturados contenidos en muestras de aceite. 
 
 
3.2.2. DERIVATIZACIÓN 
 
Algunos fármacos antiinflamatorios como el ibuprofeno o el naproxeno han sido 
determinados sin derivatizar mediante cromatografía de gases[25, 26]. Sin embargo, debido a su 
elevada polaridad y baja volatilidad, los límites de detección obtenidos han sido muy elevados. 
Normalmente, la derivatización de los analitos se lleva a cabo en el extracto orgánico obtenido 
después de un proceso de SPE o LLE. 
 
Las reacciones de derivatización empleadas en las distintas aplicaciones encontradas en la 
bibliografía se resumen a continuación: 
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1) Metilación con diazometano. Es la reacción de derivatización más utilizada[1, 5, 12, 23] 
(figura 3.2.1). El diazometano permite la derivatización de los fármacos 
antiinflamatorios con buenos rendimientos. Sin embargo, presenta un serie de 
inconvenientes como son su toxicidad y carácter explosivo[23, 37]. Este reactivo ha 
sido empleado por Öllers y col.[23] para la metilación de distintos fármacos 
antiinflamatorios, previamente a su determinación mediante GC-MS. Los límites de 
detección alcanzados para muestras de agua de río y residual, oscilaron entre 1 y 10 
ng/L. 
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N2+ +R OH
O
O
O
 
Figura 3.2.1. Reacción de derivatización de un compuesto ácido con diazometano. 
 
2) Metilación con hidróxilo de trimetilsufonio (TMSH). Es una alternativa al 
diazometano. En este caso, la reacción de derivatización tiene lugar en el inyector del 
GC. Esta reacción ha sido empleada por Zwiener y col.[8, 17, 18] para determinar 
ibuprofeno, naproxeno, ácido clorofíbrico y sus metabolitos, en muestras de agua 
residual. Al extracto de acetona, que contenía los analitos, se le añadió entre 20 y 50 
µL de TMSH, siendo dicha mezcla inyectada en el cromatógrafo de gases. En el 
inyector tiene lugar la metilación de los fármacos y la descomposición del exceso de 
derivatizante en metanol y sulfuro de dimetilo, figura 3.2.2[38]. 
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Figura 3.2.2. Reacción de derivatización de un ácido carboxílico con TMSH. 
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3) Formación de pentafluorobencil derivados. Esta reacción suele llevarse a cabo con 
bromuro de pentafluobencilo en ciclohexano, durante 2 horas a altas temperaturas 
(100 ºC) , figura 3.2.3. Sacher y col.[11] emplearon este derivatizante para cuantificar 
fármacos antiinflamatorios en muestras de agua de superficie. Utilizando GC-MS 
como técnica de medida obtienen unos límites de detección entre 3 y 8 ng/L. 
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Figura 3.2.3. Reacción de derivatización de un ácido carboxílico con bromuro de 
pentafluorobencilo. 
 
4) Sililación. Es otra alternativa al diazometano. Los reactivos derivatizantes más 
empleados son aquellos que dan lugar a los derivados trimetilsililados, como son 
bis(trimetilsilil)acetamida (BSA)[14] o bis(trimetilsilil)trifluoroacetamida (BSTFA)[39, 
40]. 
 
También aparecen trabajos que utilizan como reactivo derivatizante el N-
metil-N(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida (MTBSTFA)[19], figura 3.2.4 , 
formando los derivados de tert-butildimetilsililo de los fármacos antiinflamatorios. 
Estos derivados presentan como ventaja frente a los trimetilsililados, una mayor 
estabilidad térmica y frente a la hidrólisis en presencia de trazas de agua[41]. 
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Figura 3.2.4. Reacción de derivatización de un compuesto ácido con MTBSTFA. 
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3.2.3. MÉTODOS DE DETERMINACIÓN 
 
Para la determinación de fármacos antiinflamatorios, se utiliza tanto la cromatografía de 
gases como la cromatografía líquida, acopladas a la espectrometría de masas (MS) o 
espectrometría de masas en tándem (MS-MS). Sin embargo, debido a que el interés en la 
determinación de estos compuestos en muestras medioambientales es relativamente reciente, el 
número de trabajos publicados es todavía escaso. En el caso de la cromatografía gaseosa el 
principal inconveniente que se encuentra es la necesidad de una etapa de derivatización. En 
cuanto a la cromatografía líquida las limitaciones se refieren a su menor poder de separación y al 
elevado coste de los sistemas LC-MS-MS. 
 
 
3.2.3.1. Cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas (GC-MS) 
 
La cromatografía de gases acoplada a la espectrometría de masas, GC-MS, es una 
herramienta poderosa en el análisis de compuestos orgánicos en muestras medioambientales, y es 
sin duda, una de las técnicas más empleadas para la determinación de fármacos en muestras de 
agua. 
 
Esta técnica híbrida consta de un cromatógrafo de gases conectado directamente al 
espectrómetro de masas, figura 3.2.5, que a su vez está constituido por una fuente de ionización, 
un analizador de masas, un detector y un sistema de vacío. Tanto la adquisición como el 
tratamiento de los datos generados por la técnica se controlan mediante un ordenador. 
 
Una vez que las moléculas son separadas por la columna cromatográfica se introducen en 
el espectrómetro de masas, donde son ionizadas, normalmente mediante impacto electrónico, o 
mediante ionización química. A continuación, las moléculas ionizadas y/o sus fragmentos pasan 
al analizador, donde son separados y expulsados al detector, generando el correspondiente 
espectro de masas (representación de la abundancia relativa de los iones frente a su relación 
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masa/carga) que es característico de una sustancia, y por tanto, valioso como “huella digital” para 
identificar dicha sustancia. 
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Figura 3.2.5. Esquema de la técnica híbrida GC-MS con analizador de masas 
tipo trampa de iones. 
 
En cuanto a los analizadores, los más utilizados en GC-MS son los analizadores 
cuadrupolares o cuadrupolos, y las trampas de iones (IT). Este último, es quizás el más extendido 
debido a su bajo coste respecto a los cuadrupolos y a su capacidad para trabajar en modo MS-MS. 
Consta de tres electrodos que, al acoplarse, forman una cavidad en la que tiene lugar el proceso 
completo de ionización, fragmentación, almacenamiento y filtración de los iones formados. Al 
electrodo central en forma de anillo se le aplica un potencial de radiofrecuencia (RF) que crea un 
campo eléctrico hiperbólico tridimensional. En este campo, los iones son atrapados en órbitas 
estables. A medida que se aumenta el voltaje de RF, las trayectorias de los iones se hacen 
inestables y son expulsados de la trampa de iones hacia el multiplicador de electrones[42]. 
 
La mayoría de los trabajos encontrados en la bibliografía analizan fármacos 
antiinflamatorios mediante GC-MS con trampa de iones usando ionización mediante impacto 
electrónico. Esta técnica demuestra ser muy sensible, alcanzando límites de detección entre 0,3 y 
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15 ng/L, dependiendo del tipo de compuesto, de la matriz (agua residual o superficial) y del factor 
de concentración obtenido en la preparación de la muestra[14, 15, 23]. Sin embargo, Blum y col.[43] 
destacan que se puede obtener una mayor sensibilidad utilizando ionización química en lugar de 
impacto electrónico, para determinar metabolitos de diclofenac en muestras de orina. 
 
Una alternativa para mejorar los límites de detección, es el empleo de la cromatografía de 
gases acoplada a la espectrometría de masas en tándem. Esta técnica se caracteriza por ser más 
selectiva y sensible que la combinación GC-MS. En el caso de la espectrometría de masas en 
tándem, un determinado fragmento de una molécula puede ser aislado del resto de los iones 
presentes en el analizador, y volver a ser fragmentado, registrándose los iones generados en la 
segunda fragmentación, obteniéndose un espectro muy selectivo. Por otra parte, la reducción del 
ruido de fondo (se ha seleccionado un solo ión parent) conduce a relaciones señal/ruido 
extremadamente altas a pesar de una reducción global de la señal (abundancia). Por ello, esta 
técnica es especialmente adecuada para muestras que contienen muchas interferencias como es el 
caso de las aguas residuales. Los espectros de masas-masas pueden adquirirse mediante el 
acoplamiento en serie de 3 cuadrupolos o utilizando un único analizador del tipo trampa de iones. 
Evidentemente, la segunda alternativa es la más asequible desde un punto de vista económico. 
 
Zwiener y col.[17, 18] utilizaron GC-MS-MS con trampa de iones, para estudiar la 
oxidación de los fármacos en muestras de agua residual tratadas con ozono. Con esta técnica 
lograron identificar varios metabolitos del ibuprofeno. 
 
 
3.2.3.2. Cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas (LC-MS) 
 
La cromatografía líquida acoplada a la espectrometría de masas (MS) o a la 
espectrometría de masas en tándem (MS-MS) es una técnica que ofrece una alta selectividad y 
sensibilidad, lo que la convierte en una técnica muy útil para el análisis de muestras complejas. 
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El acoplamiento LC-MS consta de un cromatógrafo de líquidos, una interfase y un 
espectrómetro de masas, generalmente con un analizador de tipo cuadrupolo. La ionización puede 
llevarse a cabo de dos formas: ESI (ionización en electrospray) [16, 20] o APCI (ionización química 
a presión atmosférica) [3]. Hilton y col.[44] indican que la ionización mediante electrospray (ESI) 
proporciona límites de detección más bajos que la ionización química a presión atmosférica 
(APCI) para la detección de fármacos antiinflamatorios. 
 
No se han encontrado en la bibliografía demasiadas aplicaciones de esta técnica al 
análisis de fármacos en muestras de agua. En las referencias que se citan a continuación se ha 
utilizado siempre el electrospray como sistema de ionización. 
 
Miao y col.[13] determinaron 9 fármacos antiinflamatorios, empleando adsorbentes tipo C-
18 para su extracción de muestras de agua residual, mediante LC-MS-MS, obteniendo unos 
límites de detección de 5 a 20 ng/L. Por otro lado, Quintana y Reemtsma[22] obtuvieron unos 
límites de detección un poco más bajos (0,3-6 ng/L) cuando analizan fármacos antiinflamatorios 
en muestras de agua residual, empleando un cartucho de OASIS HLB como adsorbente para 
llevar a cabo la extracción de los analitos, y LC-MS-MS como técnica de determinación. 
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IV. ESTRÓGENOS 
 
4.1. GENERALIDADES 
 
4.1.1. Definición 
 
Los estrógenos son hormonas endógenas que pueden provocar una gran variedad de 
efectos fisiológicos. Su origen es tanto natural (producidos por el organismo) como sintético, y se 
caracterizan por su baja volatilidad y polaridad media. 
 
El estrógeno natural más potente en seres humanos es el 17-β-estradiol, seguido por la 
estrona y el estriol. Cada una de estas moléculas es un esteroide de 18 átomos de carbono, que 
contiene un anillo fenólico, principal característica estructural de la cual depende la unión 
selectiva y la alta afinidad a receptores de estrógenos[1]. 
 
Dentro de los estrógenos sintéticos, se encuentran el dietilestilbestrol, el 17-α-
etinilestradiol y el mestranol, ampliamente utilizados tanto en medicina como en veterinaria. El 
dietilestilbestrol fue uno de los primeros estrógenos no esteroideos sintetizados, y al igual que el 
resto de los estrógenos (figura 4.1.1), se caracteriza por poseer un anillo fenólico que es el 
responsable del carácter ligeramente ácido de estos compuestos, presentando valores de pKa entre 
9,3 y 13,1. 
 
 
4.1.2. Aplicaciones 
 
Los estrógenos naturales actúan sobre el desarrollo, mantenimiento y funciones de los 
órganos reproductores femeninos, los ciclos de actividad sexual y las características sexuales 
secundarias femeninas, pero además tienen efectos metabólicos generales, como aumentar la 
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síntesis de algunas proteínas a través del hígado, afectan al sistema cardiovascular, al mecanismo 
de coagulación de la sangre y favorecen el crecimiento del hueso. 
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Figura 4.1.1. Estructura de los estrógenos objeto de estudio en este trabajo. 
 
En cuanto a los estrógenos sintéticos, éstos se utilizan principalmente como 
anticonceptivos, además de en tratamientos hormonales y para promover, generalmente de forma 
fraudulenta, el crecimiento de animales de granja. Entre este tipo de estrógenos se encuentran el 
dietilestilbestrol, el mestranol y el 17-α-etinilestradiol[2]. 
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El 17-β-estradiol y la estrona son hormonas sexuales femeninas producidas en los ovarios 
y tienen como precursor al colesterol. Una vez producidos son parcialmente metabolizados en el 
hígado, transformándose en estriol. Finalmente, los 3 estrógenos son eliminados a través de la 
orina, principalmente como formas conjugadas: sulfatos o glucurónidos[3, 4, 5]. 
 
El 17-β-estradiol también se sintetiza, y es utilizado como fármaco para el tratamiento de 
síntomas asociados con la menopausia. También se emplea para prevenir la osteoporosis 
(enfermedad que causa el debilitamiento de los huesos) y la atrofia del tejido genital después de la 
menopausia. El estradiol también puede ser útil en el tratamiento de cánceres de mama y de 
próstata. 
 
La estrona sintética es utilizada en tratamientos de los síntomas que aparecen antes y 
después del parto, para tratar hemorragias uterinas disfuncionales y en tratamientos de cáncer de 
próstata.[6]. 
 
El mestranol es una hormona sintética utilizada como anticonceptivo oral y en 
condiciones de deficiencia de estrógenos[6]. 
 
El dietilestilbestrol (DES) es un estrógeno sintético empleado como anticonceptivo 
postcoital, además de utilizarse en tratamientos para síntomas asociados a la menopausia y 
desordenes menstruales. También se ha utilizado en la cría de animales para el engorde del 
ganado y para el tratamiento de desordenes relacionados con la deficiencia de estrógenos en 
medicina veterinaria[7]. 
 
El 17-α-etinilestradiol, otro de los estrógenos sintéticos, es empleado como 
anticonceptivo oral, en tratamientos de síntomas asociados a la menopausia y post-menopausia y 
en otros estados de deficiencia de estrógenos. En medicina veterinaria se utiliza para promover el 
crecimiento de animales. 
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4.1.3. Distribución en el medio ambiente 
 
La presencia de estrógenos en el medio ambiente es el resultado de su utilización en 
medicina y en veterinaria, así como de la eliminación de los estrógenos naturales por parte de los 
seres vivos, (figura 4.1.2)[8]. Fundamentalmente, se liberan como formas conjugadas, pero en las 
aguas residuales evolucionan rápidamente hacia las formas libres. 
 
Producción
Medicina
Residuos Abonos 
(estiércol)
Suelo
Vertedero
Aguas de 
superficie
Aguas subterráneas
Sedimentos
Plantas de 
tratamiento de 
agua residual
Aguas de bebida
Veterinaria
 
Figura 4.1.2. Estrógenos en el medio ambiente: fuentes y destinos. 
 
Muchos compuestos como los estrógenos, tanto naturales como sintéticos, entran en el 
medio acuático a través de las aguas residuales. Al igual que ocurre con muchos fármacos y 
productos de higiene personal (PPCPs), los estrógenos son eliminados de manera incompleta en 
las estaciones de depuración de aguas residuales, EDARs, por lo que alcanzan distintos tipos de 
aguas superficiales como ríos y lagos, además de permanecer adsorbidos en los lodos 
generados[9]. Una importante vía de contaminación de los suelos es causado por la utilización de 
estos lodos como abonos en agricultura[10]. 
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Diversos estudios han confirmado la existencia de estrógenos en aguas superficiales y 
residuales a niveles de ng/L, tabla 4.1.1. Incluso a estas concentraciones, los estrógenos producen 
efectos negativos sobre el medio acuático. Así por ejemplo, el 17-α-etinilestradiol es peligroso 
para los organismos acuáticos y peces a concentraciones tan bajas como 0,1 ng/L[11, 12] y ha sido 
encontrado en agua de río a concentraciones de hasta 10 ng/L[13]. Esto demuestra la necesidad de 
mejorar los actuales sistemas de depuración de aguas residuales. 
 
Tabla 4.1.1. Concentraciones máximas encontradas en aguas residuales 
tratadas y aguas superficiales[14]. 
 COMPUESTO Aguas residuales Aguas superficiales  
 17-β-estradiol 160 ng/L 25 ng/L  
 17-α-etinilestradiol 1780 ng/L 15 ng/L  
 
 
4.1.4. Toxicidad y efectos medioambientales 
 
Durante los últimos años ha ido creciendo la preocupación sobre las posibles 
consecuencias de la exposición a compuestos con actividad disruptora del sistema endocrino. 
Entre los efectos atribuidos a los disruptores endocrinos se incluye el desarrollo de cáncer 
testicular y de próstata, disminución en la cantidad de espermatozoides y otros desordenes 
relacionados con la infertilidad en los hombres, feminización, alteración de las funciones inmunes 
y disminución de la fertilidad en pájaros, peces y mamíferos[15]. Numerosas sustancias han sido 
identificadas como disruptores endocrinos o son sospechosas de producir alteraciones en el 
sistema endocrino. Los estrógenos, objeto de estudio en este trabajo, se encuentran dentro de la 
lista de disruptores endocrinos, siendo el 17-α-etinilestradiol uno de los más potentes[16]. 
 
El dietiestilbestrol, la estrona, el 17-β-estradiol, el mestranol y el 17-α-etinilestradiol 
están considerados como cancerígenos, además de provocar alteraciones en el proceso 
reproductivo o disminución en la cantidad de espermatozoides en los hombres[6]. El 
dietilestilbestrol fue utilizado como promotor del crecimiento en el engorde del ganado, hasta que 
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en 1986 este uso fue prohibido en la Unión Europea, para animales criados para el consumo 
humano[17], debido a su potencial como cancerígeno. En el ambiente acuático también se ha 
observado el efecto de estos estrógenos. Así, por ejemplo, en diversas especies de peces se ha 
observado la feminización de los machos, cuando habitaban zonas próximas al vertido de los 
efluentes de las EDARs[18]. 
 
 
4.2. MÉTODOS PARA LA DETERMINACIÓN DE 
ESTRÓGENOS 
 
El número de métodos disponibles para la determinación de estrógenos a niveles de ng/L 
se ha ido incrementando considerablemente en los últimos años. La mayoría emplean técnicas 
cromatográficas y de inmunoensayo[19, 20, 21]. Además, han aparecido varios artículos de 
revisión[22, 23, 24, 25, 26] en los que se aborda el estado del arte de la metodología analítica y los 
efectos medioambientales provocados por los estrógenos. Todo ello, pone de manifiesto el 
creciente interés en estos compuestos. 
 
El análisis de estrógenos en muestras medioambientales requiere métodos 
extremadamente sensibles, ya que estos compuestos se encuentran a concentraciones muy bajas a 
las cuales afectan al sistema endocrino de los organismos vivos[12, 22]. A esta dificultad (niveles de 
concentración extraordinariamente bajos) hay que añadir la complejidad de las muestras, sobre 
todo cuando se analizan aguas residuales. La preparación de la muestra en la determinación de 
estrógenos puede constar de distintas etapas tales como extracción, concentración, limpieza, 
hidrólisis, derivatización, …, etc. Algunas de estas etapas, así como los métodos de determinación 
de estrógenos más frecuentemente utilizados en la bibliografía, se describen a continuación. 
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4.2.1. CONCENTRACIÓN Y EXTRACCIÓN DE LOS ESTRÓGENOS 
 
4.2.1.1. Extracción líquido-líquido (LLE) 
 
La extracción líquido-líquido se basa en el reparto de analitos entre 2 fases, una acuosa y 
otra orgánica. Generalmente, se necesitan grandes cantidades de disolvente para llevar a cabo la 
extracción. Debido a éste y a otros inconvenientes como la formación de emulsiones, consumo de 
tiempo y la dificultad de automatización, hoy en día es una técnica en desuso. Existen muy pocas 
aplicaciones de esta técnica a la determinación de estrógenos. Por ejemplo, Cathum y Sabik[27] 
utilizaron tres porciones de 50 mL de diclorometano para extraer estrógenos de muestras de 1 L 
de agua superficial. Las recuperaciones obtenidas se situaron entre el 78 y el 87 %. 
 
 
4.2.1.2. Extracción en fase sólida (SPE) 
 
La extracción en fase sólida (SPE) en la modalidad off-line, es el método de preparación 
de muestra más empleado en la determinación de estrógenos de muestras de agua. Más raramente, 
se emplea la SPE en la modalidad on-line. 
 
El adsorbente más utilizado ha sido el C-18, tanto en discos como en cartuchos[28, 29, 30, 31, 
32]. En general, para la mayoría de los estrógenos se han obtenido recuperaciones y volúmenes de 
corte elevados. Sin embargo, en contradicción con estos resultados, López de Alda y Barceló[33] 
en una aplicación on-line de SPE con cromatografía líquida, han obtenido mejores resultados para 
absorbentes poliméricos que para C-18. Xiao y col.[34] también han descrito recuperaciones bajas 
para el estriol cuando trabajan con discos de C-18, debido a que este compuesto posee 3 grupos 
OH, por lo que es poco hidrofóbico, presentando bajos volúmenes de corte en este adsorbente. 
Además, usando C-18, se ha observado una disminución en las recuperaciones, cuando se 
incrementaba el pH de la muestra de 2 a 6[15]. El empleo de pH ácidos favorece la retención de las 
sustancias húmicas, por lo que los extractos obtenidos son más complejos, dificultando la 
determinación de los analitos[35, 36]. 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
86 ESTRÓGENOS 
También se han utilizado materiales poliméricos de poliestireno-divinilbenceno (PS-
DVB)[8, 9, 34, 37] o OASIS HLB (material polimérico modificado mediante la introducción de 
grupos de N-vinilpirrolidona)[38], obteniendo recuperaciones aceptables (>70 %) para muestras de 
dos litros de agua. Igualmente, se han usado cartuchos de carbón grafitizado[10, 39] para llevar a 
cabo la extracción de estrógenos en muestras de agua. Por otro lado, diversos autores han 
empleado cartuchos mixtos de C-18 y PS-DVB preparados en el propio laboratorio[40, 41], para la 
concentración de estrógenos. Las recuperaciones han sido superiores al 75 % para todos los 
analitos, salvo para la 16-α-hidroxiestrona que presenta una recuperación más baja (45 %)[18]. 
 
A modo de conclusión, puede decirse que los materiales tipo C18 no resultan adecuados, 
si dentro del grupo de analitos a determinar se consideran especies hidrofílicas, como el estriol o 
la 16-α-hidroxiestrona. 
 
 
4.2.1.3. Inmunoadsorbentes 
 
La extracción por inmunoafinidad es una variante de la extracción en fase sólida que 
permite mejorar la selectividad de la etapa de concentración. Con esta técnica se elimina las 
interferencias de la matriz y se consigue mayor sensibilidad. Con este fin, se preparan 
inmunoadsorbentes, en los que se inmovilizan anticuerpos específicos sobre soportes sólidos[41, 
42]. 
La muestra se hace pasar sobre el inmunoadsorbente, y los analitos son retenidos 
selectivamente pero no las interferencias de la matriz. A continuación, al igual que en SPE, los 
analitos se eluyen con un disolvente adecuado. Por ejemplo, Tozzi y col.[42] utilizan la extracción 
por inmunoafinidad para preconcentrar los estrógenos en diferentes tipos de agua (agua de grifo y 
de río), obteniendo una retención eficiente y selectiva de los estrógenos en el inmunoadsorbente, y 
recuperaciones cuantitativas (entre 85 y 114 %). 
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4.2.1.4. Microextracción en fase sólida (SPME) 
 
La SPME se ha aplicado en pocas ocasiones a la determinación de estrógenos. Braun y 
col.[43] han determinado 17-α-etinilestradiol en muestras de agua utilizando SPME en 
combinación con GC-MS, para lo que emplean una fibra de poliacrilato y un tiempo de extracción 
de una hora. El límite de detección que obtienen es de 40 ng/L, insuficiente para el análisis de 
muestras reales. Okeyo y col.[44, 45] proponen la derivatización on-fiber para determinar estrona y 
17-β-estradiol en muestras clínicas (orina y suero) y muestras de agua mediante GC-MS. Para 
ello, exponen una fibra de PA durante 30 minutos a la muestra y a continuación, llevan a cabo la 
derivatización situando la fibra de PA en el espacio de cabeza de un vial que contiene 5 µL de 
BSTFA. La derivatización tiene lugar durante una hora a 70 ºC. Estiman unos límites de detección 
en torno a 40 ng/L para muestras clínicas. No obstante, no evalúan de manera sistemática los 
límites de detección para muestras de agua residual o agua superficial. 
 
Peñalver y col. [46] han utilizado la SPME en combinación con HPLC para la 
determinación de estrógenos en muestras de agua. La concentración de los analitos se realizó 
durante 45 minutos a 65 ºC con una fibra de PA. Utilizando detección electroquímica alcanzaron 
límites de detección entre 60 y 80 ng/L. 
 
 
4.2.2. HIDRÓLISIS ENZIMÁTICA 
 
Las formas conjugadas de los estrógenos: glucurónidos y sulfatos, poseen menor 
actividad estrogénica que las libres. No obstante, pueden convertirse con relativa facilidad en las 
formas libres, sobre todo durante los procesos de tratamiento de aguas residuales[28]. 
 
Mediante cromatografía de gases sólo es posible medir la concentración de las formas 
libres de los estrógenos. Para poder determinar su concentración total es preciso introducir una 
etapa de hidrólisis en el proceso de preparación de la muestra. Las concentraciones de las 
hormonas conjugadas se determinan por diferencia entre los resultados obtenidos para la muestra 
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hidrolizada y la no hidrolizada. La enzima glucuronidasa ha sido utilizada para llevar a cabo la 
hidrólisis de las formas conjugadas (glucurónidos y sulfatos)[7, 47, 48, 49]. Esta enzima convierte 
cuantitativamente el glucurónido del 17-β-estradiol a su forma libre, pero sólo aproximadamente 
un 30 % del conjugado sulfato pasa a la forma libre, por lo que la concentración de esta última 
forma puede ser infraestimada[50]. 
 
 
4.2.3. DERIVATIZACIÓN 
 
En la determinación de estrógenos mediante cromatografía de gases se suele recurrir a 
una etapa de derivatización para mejorar la estabilidad de los compuestos, así como la 
sensibilidad y precisión del análisis. Utilizando cromatografía líquida la derivatización no es 
necesaria. No obstante, podemos encontrar en la bibliografía algún trabajo en el cual los 
estrógenos se hacen reaccionar con un quelato de europio, para dar lugar a derivados 
fluorescentes, que se determinan mediante HPLC con detección fluorimétrica[30]. 
 
En cuanto a la determinación de estrógenos mediante GC, las reacciones de 
derivatización más utilizadas son las siguientes: 
1) Sililación. Esta reacción consiste en la sustitución de un hidrógeno activo de un grupo 
funcional hidroxilo por un átomo de silicio trisustituido, figura 4.2.1. El proceso debe 
llevarse a cabo en condiciones anhidras, ya que los derivados sililados se caracterizan por 
descomponerse en presencia de trazas de agua. Normalmente, se realiza poniendo en 
contacto el extracto orgánico, obtenido una vez concentrada la muestra, con un 
determinado volumen de agente derivatizante. La reacción tiene lugar a temperatura 
elevada y generalmente, no es preciso eliminar los subproductos antes de analizar la 
mezcla mediante cromatografía de gases. 
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Figura 4.2.1. Reacción de derivatización con bis(trimetilsilsil)trifluoroacetamida (BSTFA). 
 
Los reactivos sililantes, figura 4.2.2, más empleados para la derivatización de los 
grupos hidroxilos de los estrógenos son: 
9 N-metil-N-(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida (MTBSTFA), solo[15] o 
conteniendo un 1 % de tert-butildimetilclorosilano (TBDMCS) como 
catalizador[29]. Este agente derivatizante no es capaz de reaccionar con los 
grupos hidroxilos alifáticos. 
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Figura 4.2.2. Agentes sililantes: a) N-metil-N-(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida, 
b) Bis(trimetilsilsil)trifluoroacetamida, c) N-metil-N-(trimetilsilil)trifluoroacetamida. 
Catalizadores: d) tert-butildimetilclorosilano, e) trimetilsililclorosilano, f) 
trimetilsililimidazol. 
 
9 Bis-(trimetilsilil)trifluoroacetamida (BSTFA), solo[44, 45] o acompañado de 
trimetilclorosilano (TMCS) como catalizador[37]. Es un agente derivatizante 
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menos voluminoso que el MTBSTFA, por lo que es capaz de reaccionar con 
grupos hidroxilos con un mayor impedimento estérico. 
9 N-metil-N-(trimetilsilil)trifluoroacetamida (MSTFA)[38], generalmente 
combinado con pequeñas cantidades de trimetilsililimidazol (TMSI) y ditioeritrol 
(DTE), como catalizadores de la reacción[18, 40, 51, 52]. 
 
2) Formación de derivados perfluorados. Este tipo de reacción origina derivados capaces 
de captar electrones, por lo que su determinación se lleva a cabo mediante cromatografía 
de gases acoplada a un detector de captura electrónica o a espectrometría de masas con 
ionización química negativa (NCI). El reactivo más utilizado es el bromuro[27] o cloruro[9, 
34] de pentafluorobencilo (PFBBr o PFBCl). Este compuesto sólo es capaz de derivatizar 
los -OH aromáticos, figura 4.2.3. Por ello, Nakamura y col.[8] utilizaron una 
derivatización mixta con PFBBr y TMSI, para derivatizar tanto los OH aromáticos como 
los alifáticos de los estrógenos. Mientras que Croley y col.[53], propusieron la 
derivatización con anhídrido pentafluoropropiónico, consiguiendo la derivatización de 
los -OH aromáticos y alifáticos, salvo en el caso del mestranol y del 17-α-etinilestradiol. 
Por otro lado, Lerch y Zinn[54] han evaluado la reactividad de 8 agentes derivatizantes 
perfluorados con estrógenos. Llegan a la conclusión de que los mejores derivados 
perfluorados, en cuanto a su estabilidad y características cromatográficas, son los 
obtenidos con el anhídrido heptafluorobutírico y el anhídrido trifluoroacético. No 
obstante, ninguno de estos compuestos es capaz de reaccionar con los grupos hidroxilo 
alifáticos del mestranol y del 17-α-etinilestradiol, debido al impedimento estérico del 
grupo etinilo. 
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Figura 4.2.3. Reacción de derivatización con bromuro de pentafluorobencilo. 
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3) Acetilación con anhídrido acético. Sólo Larson y col.[12] proponen la acetilación de los 
estrógenos con anhídrido acético, figura 4.2.4. En este caso sólo se consiguen derivatizar 
los hidroxilos aromáticos. 
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Figura 4.2.4. Reacción de derivatización con anhídrido acético. 
 
 
4.2.4. MÉTODOS DE DETERMINACIÓN 
 
Las técnicas analíticas más utilizadas para la determinación de estrógenos son GC y 
HPLC acopladas a espectrometría de masas (MS) o espectrometría de masas en tándem (MS-MS), 
además de las técnicas inmunoensayo. 
 
A pesar de que las técnicas bioquímicas como el fluoroinmunoensayo[21] o el 
inmunoensayo enzimático (ELISA)[20], presentan límites de detección inferiores a los de las 
técnicas cromatográficas, son menos utilizadas debido a la falta de anticuerpos específicos para 
muchos estrógenos. Generalmente, son empleadas en campañas de “screening”, para a 
continuación, llevar a cabo la confirmación de los positivos mediante GC-MS-MS[50] o LC-MS-
MS[20]. 
 
 
4.2.4.1. Cromatografía de gases acoplada a espectrometría de masas (GC-MS) 
 
La cromatografía de gases acoplada a la espectrometría de masas (MS) usando ionización 
mediante impacto electrónico (EI), es una de las técnicas más empleadas para la determinación de 
los estrógenos[15, 27, 37, 40, 43, 44, 45]. Sin embargo, en muchos casos resulta necesaria la utilización de 
GC acoplada a espectrometría de masas en tándem (MS-MS) para conseguir límites de 
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cuantificación próximos a 1 ng/L, sobre todo en el análisis de muestras complejas, por ejemplo, 
aguas residuales no tratadas[18, 22, 29, 50]. 
 
Kelly[29] ha propuesto un método para la determinación de 3 esteroides: estrona, 17-β-
estradiol y 17-α-etinilestradiol, empleando discos de C18 para su extracción de muestras de agua 
residual, y GC-MS o GC-MS-MS como técnicas analíticas. A su vez Ternes y col.[18] utilizaron 
GC-MS-MS, para cuantificar los estrógenos en muestras de agua residual. 
 
Xiao y col.[34] han empleado GC-MS con ionización química, para analizar los derivados 
perfluorados de los estrógenos. Esta técnica demostró ser muy sensible y selectiva comparada con 
GC-MS utilizando impacto electrónico[8]. Además, estos derivados también pueden ser 
determinados por GC-ECD[9]. Por otro lado, Lerch y Zinn[54] indican que utilizando ionización 
con impacto electrónico, los derivados perfluorados muestran muchos fragmentos cuando se 
analizan por GC-MS. Este comportamiento es ideal para el análisis estructural pero no para el 
análisis de trazas, debido a que no se puede llevar a cabo una buena elección de un ión parent 
para proceder a realizar una segunda fragmentación (MS-MS). 
 
 
4.2.4.2. Cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas (LC-MS) 
 
El acoplamiento LC-MS, y en especial LC-MS-MS, permite la determinación de 
estrógenos, tanto libres como conjugados, sin necesidad de recurrir a procesos de hidrólisis y 
derivatización. A pesar de estas ventajas, estas técnicas también presentan algunos inconvenientes 
como pueden ser su elevado coste, o la supresión de la señal durante el proceso de ionización de 
los analitos cuando se procesan extractos conteniendo un gran número de interferencias[41, 55]. 
 
Generalmente en LC-MS la ionización de los compuestos se consigue empleando una 
interfase de electrospray (ESI)[30, 39, 56], operando en modo de ionización negativa. No obstante, 
algún autor ha propuesto el uso de la interfase de ionización química a presión atmosférica 
(APCI) en modo positivo[10]. López de Alda y Barceló[28] llevaron a cabo la comparación de 
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ambas interfases, operando en ambos modos de ionización (negativa y positiva), para la 
determinación de estrógenos y progestógenos. La interfase de ESI, en modo de ionización 
negativa, fue la que permitió alcanzar los límites de cuantificación más bajos. 
 
Distintos autores han propuesto la utilización de sistemas LC-MS para la determinación 
de estrógenos en muestras medioambientales. Ferguson y col.[41] utilizaron un inmunoadsorbente 
para extraer estrona, 17-β-estradiol y 17-α-etinilestradiol de muestras de agua residual y 
posteriormente, los analizaron mediante HPLC-MS. Benijts y col.[31] también aplicaron esta 
técnica para determinar varios estrógenos en muestras de agua de río, obteniendo unos límites de 
detección entre 3,2 y 10,6 ng/L. Croley y col.[53] compararon la sensibilidad de LC-MS, LC-MS-
MS y GC-MS-MS, llegando a la conclusión de que la técnica más sensible es el LC-MS-MS 
(LOQ< 5 ng/mL), seguido de GC-MS-MS (LOQ < 20 ng/mL) y de LC-MS (LOQ ≈ 600 ng/mL). 
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V. DISEÑO EXPERIMENTAL Y COMPOSICIÓN DE 
MUESTRA 
 
5.1. INTRODUCCIÓN 
 
Hoy en día, a nivel industrial y también en el laboratorio analítico, se busca resolver un 
problema de forma rápida, económica y eficiente. Por ello, en los últimos años la utilización del 
diseño experimental ha ido en aumento, ya que nos permite reducir el número de experiencias a 
realizar de forma considerable, lo que se traduce en un ahorro de tiempo y dinero. 
 
Un diseño de experimentos consiste en una serie de ensayos en los que se hacen 
determinados cambios en las variables del proceso o sistema, para observar e identificar el efecto 
de dichos cambios en la respuesta obtenida[1]. 
 
Los tres principios básicos del diseño de experimentos son[1]: 
 
3 Replicación. Es la repetición del experimento. Permite obtener una 
estimación del error experimental o estimar el efecto de un factor. El mayor 
inconveniente es que la realización de réplicas aumenta el tiempo de 
análisis. 
3 Randomización. Es el orden en el que se realizan las series individuales o 
ensayos. Los métodos estadísticos requieren que las observaciones estén 
distribuidas al azar. 
3 Bloqueado. Es una técnica usada para aumentar la precisión de un 
experimento. Un bloque es una porción del material experimental que 
debería ser más homogéneo que todo el material. 
 
Para llevar a cabo un diseño lo primero que se hace es definir claramente el problema a 
estudiar. A continuación, se escogen los factores que afectan potencialmente al sistema o proceso, 
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y seguidamente, se elabora una estrategia experimental[2, 3]. Hay que tener en cuenta que una 
estrategia cuidadosamente elaborada antes de la experimentación, permite una importante 
reducción en el número de ensayos, así como una interpretación más fácil y fiable de la influencia 
de las variables experimentales en las respuestas obtenidas. 
 
Con una estrategia experimental, lo que se persigue es encontrar una relación causa-
efecto entre determinados parámetros del fenómeno (denominados factores), que se supone 
influirán en el comportamiento del mismo, y otros parámetros (denominados respuestas) que 
caracterizan el resultado del fenómeno. Es decir, se busca un modelo matemático que defina esta 
relación.  
 
Para encontrar este modelo matemático se comienza haciendo una planificación de los 
ensayos a realizar, que constituyen la matriz de experiencias. Una matriz de experiencias es un 
objeto matemático, abstracto, desarrollado para tener un determinado número de cualidades, 
independientemente del campo experimental estudiado. Éstas se elaboran utilizando variables sin 
dimensiones, codificadas o provistas de normas[3]. Están formadas por un conjunto de 
experiencias supuestamente homogéneas, realizadas consecutivamente, cuya interpretación no se 
puede llevar a cabo hasta que se obtengan la totalidad de los resultados. La matriz de trabajo se 
caracteriza por el número de experiencias a realizar, la naturaleza (niveles de variables 
codificadas) y la organización en el tiempo (por lotes o secuencial).  
 
Una vez definida la matriz de experiencias es cuando se transforma en el plan de 
experiencias, que no es más que la aplicación en el mundo real de la estructura formal definida 
por la matriz de experiencias. A continuación se realizan las experiencias y se obtiene la matriz de 
respuestas. Luego, se establecerá un modelo matemático para relacionar los factores y las 
respuestas. Este modelo puede ser descriptivo, cuando sintetiza bajo una fórmula o ecuación 
matemática los resultados experimentales, o predictivo, cuando determina matemáticamente el 
valor de la respuesta en un punto donde no se ha realizado ninguna experiencia. 
 
Dentro de esta memoria se han utilizado los diseños experimentales para optimizar 
procesos de preparación de muestra (optimización de condiciones de microextracción y 
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derivatización), así como para la composición estratégica de muestras en estudios de screening de 
fármacos antiinflamatorios en muestras de agua. 
 
 
5.2. OPTIMIZACIÓN MEDIANTE DISEÑO EXPERIMENTAL 
 
La optimización de las condiciones que afectan a un sistema químico ocupa mucho 
tiempo y esfuerzo. Muchos sistemas están afectados por varios factores que en ocasiones se 
encuentran correlacionados entre ellos. El objetivo del proceso de optimización es buscar una 
combinación óptima de los valores de estos factores que conduzcan a la respuesta deseada en el 
sistema estudiado. El diseño de experimentos presenta varias ventajas sobre el desarrollo 
univariante ya que hace posible optimizar los procesos o sistemas con pocos experimentos, así 
como detectar y evaluar las interacciones entre los factores seleccionados[4]. 
 
Para llevar a cabo la optimización mediante diseño experimental se procede siguiendo 
una serie de etapas[2]: 
 
1. Investigación exploratoria. Consiste en realizar una serie de experiencias 
preliminares destinadas a delimitar el dominio experimental de trabajo. El estudio se 
lleva a cabo basándose fundamentalmente en la información previa que se tenga del 
fenómeno a estudiar. 
 
2. Cribado o screening de factores. En esta etapa se investiga cuales de los factores son 
potencialmente influyentes en el fenómeno considerado. Hay que tener en cuenta que 
el número de experiencias crece exponencialmente en función del número de 
factores. Las matrices de experiencias utilizadas pueden ser matrices de Plackett-
Burman, matrices supersaturadas, matrices factoriales completas y fraccionales, y 
técnicas de cribado por grupos. De esta forma se determina experimentalmente el 
peso de cada factor, se clasifican y se pueden seleccionar para un estudio posterior 
los factores más influyentes. 
CAPÍTULO I: INTRODUCCIÓN 
100   DISEÑO EXPERIMENTAL Y COMPOSICIÓN DE MUESTRA 
3. Estudio cuantitativo de factores. Conocidos los factores influyentes, podemos 
estudiarlos con más profundidad, lo que nos va a permitir conocer las interacciones 
existentes entre estos factores y la magnitud de las mismas[5]. 
 
4. Estudio cuantitativo de respuestas. Una vez conocidos los factores influyentes y sus 
interacciones se procede a estudiar cuantitativamente las respuestas experimentales. 
Se trata de prever en cualquier punto del campo experimental de interés el valor de la 
respuesta sin estar obligado a efectuar la experiencia. Para ello, es necesario 
encontrar las relaciones existentes entre los factores y las respuestas, es decir, 
modelizar matemáticamente el sistema estudiado[1, 6]. 
 
5. Optimización. El objetivo de esta etapa es encontrar las condiciones que producen la 
mejor respuesta. Generalmente, se realiza por monitorización de la influencia de los 
factores sobre cada respuesta. Este proceso de optimización se lleva a cabo 
empleando diseños simples, diseños factoriales, diseños en estrella o diseños 
centrales compuestos[7]. 
 
 
5.3. COMPOSICIÓN DE MUESTRA MEDIANTE MATRICES DE 
DISEÑO EXPERIMENTAL SUPERSATURADAS 
 
En la industria, en investigación medioambiental, toxicológica o en química 
combinatoria, cuando se lleva a cabo un estudio de un problema, a menudo, la primera fase 
consiste en un estudio de cribado o screening de factores. Normalmente, hay muchas cuestiones a 
preguntarse y demasiados factores potencialmente influyentes en el problema a estudiar. Por otro 
lado, el esfuerzo experimental y económico a invertir en la resolución del problema planteado 
debe reducirse al mínimo. 
 
Una situación similar es la que aparece en el laboratorio analítico cuando se llevan a cabo 
estudios de screening, en los que se pretende obtener información de tipo semicuantitativa sobre 
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los niveles de un grupo de analitos en un número muy elevado de muestras[8, 9]. Una posibilidad 
para reducir la carga de trabajo puede ser recurrir a la composición de muestras. Esta técnica 
consiste en combinar n muestra problema (muestras o especímenes individuales), para generar m 
muestras compuestas (siendo m<n). 
 
Normalmente, el número de especímenes individuales por muestra compuesta se define 
en función de diversos factores como la sensibilidad del método analítico empleado, el nivel de 
concentración a detectar (para evitar falsos negativos), o de otros factores a estudiar (distribución 
geográfica, estratificación de las variables, subpoblaciones, etc). En muchos estudios, la 
composición de muestra es empleada para determinar las propiedades promedias de una población 
y no son de interés ni la variabilidad ni la distribución de la misma. 
 
En la composición de muestras convencional, aplicada a la determinación de una cierta 
especie química, si la muestra compuesta da positiva, todas las muestras individuales que la 
componen deben ser analizadas. Mientras que si da negativa entonces se concluye el proceso, ya 
que ninguna de las muestras individuales contienen el analito de interés. 
 
El uso de muestras compuestas en estudios analíticos de cribado o screeening, asume las 
siguientes hipótesis[10, 11]: 
 
a) Sólo algunas de las muestra individuales contienen los analitos de interés por 
encima de los límites de concentración establecidos (efecto sparsity o principio 
Pareto). De no ser así, prácticamente todas las muestras compuestas darían 
positivo, y en teoría cada una de las muestras individuales que la componen 
tendrían que ser procesadas. 
 
b) El número de muestras individuales comprendidas en cada muestra compuestas 
debe ser tal, que no pueda dar lugar a la obtención de falsos negativos debido al 
elevado factor de dilución. 
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c) El número de muestras individuales que forman parte de cada muestra compuesta, 
se definirá de acuerdo a los límites de detección y la sensibilidad de la técnica 
analítica utilizada. 
 
Recientemente, se ha desarrollado un nuevo método para la composición de muestras 
denominado composición estratégica de muestras (SSC) [12], que emplea diseños supersaturados, 
procesando posteriormente los resultados mediante algoritmos genéticos. En contraposición a la 
composición clásica de muestras, no sólo permite identificar los especímenes individuales que 
contienen un determinado analito, sino que además permite estimar de forma semicuantitativa su 
concentración en estos especímenes. La preparación de las m muestras compuestas a partir de los 
n especímenes individuales se realiza de acuerdo con una matriz supersaturada. Este tipo de 
matriz se caracteriza por tener más columnas (muestras individuales, S) que filas (muestras 
compuestas, CS, o lo que es lo mismo experiencias a realizar), y por estar codificada con 0 y 1. 
Usando esta codificación cada columna en la matriz indica cuando un determinado espécimen está 
presente (nivel 1) o ausente (nivel 0) en cada muestra compuesta (filas). Por ejemplo, en la tabla 
5.3.1, la muestra compuesta CS2, se ha preparado a partir de los especímenes individuales S1, S3, 
S6, S9, Si y Sn. 
 
Tabla 5.3.1. Matriz de composición de muestra, mxn. 
 S1 S2 S3 S4 S5 S6 S7 S8 S9 S10 S11 S12 Si Sn 
CS1 0 1 0 1 0 1 1 0 0 0 1 0 0 1 
CS2 1 0 1 0 0 1 0 0 1 0 0 0 1 1 
CS3 0 0 1 0 1 0 1 0 0 1 0 1 0 0 
CS4 1 1 0 0 0 0 1 1 0 0 0 1 0 0 
CS5 0 0 1 0 1 0 1 0 1 1 0 0 1 0 
CS6 0 1 0 1 1 0 0 1 0 0 1 0 0 1 
CS7 1 0 0 0 1 0 1 0 0 1 0 0 1 0 
CSj 0 1 0 1 1 0 0 1 0 0 1 0 0 1 
CSm 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 
 
La última fila de la matriz supersaturada, no es más que una de las muestras compuestas 
que se obtienen, pero tiene 2 particularidades comparada con el resto: 
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1) Es una muestra compuesta convencional, en el sentido de que es la mezcla de 
todas los especímenes individuales. Por ello, es la primera en ser analizada. Si el 
análisis diera negativo, entonces, ninguno de los especímenes individuales 
contendrían los analitos de interés y el problema estaría resuelto. Por el contrario, 
si diera positivo, se seguiría analizando el resto de las muestras compuestas. 
 
2) Representa la máxima dilución en el proceso de composición de muestras. Esto 
debe considerarse al escoger la matriz, para evitar los falsos negativos debido a 
una dilución excesiva de los especímenes individuales. Por esta misma razón, esa 
muestra compuesta debe analizarse al menos por duplicado, mientras que las 
restantes muestras se analizan una sola vez. 
 
Estas matrices sólo son útiles cuando se espera que pocas muestras (menos del 30 %) 
contengan el analito de interés (principio Pareto o efecto sparsity). Cuando el porcentaje es mayor 
del 30 %, se recomienda utilizar las matrices convencionales como las Plackett-Burman, cuyo 
número de experiencias es mayor o igual al número de especímenes individuales, por lo tanto, se 
conserva el criterio de ortogonalidad del modelo matemático, garantizando así la resolución de la 
matriz.  
 
Las matrices supersaturadas no son ortogonales (una matriz X se dice que es ortogonal si 
XtX es la matriz identidad), por lo que su construcción y posterior resolución es más complicada 
que en el caso de las matrices convencionales. A la hora de construir este tipo de matrices se tiene 
en cuenta el número de columnas (muestras individuales) y el número de filas (muestras 
compuestas). El número de columnas, como ya se ha comentado anteriormente, viene 
condicionado por los límites de detección establecidos y la sensibilidad del método analítico. A 
priori; parece lógico pensar que es mejor un número de muestras compuestas mínimo, ya que 
implicaría un menor número de análisis. En la práctica no es recomendable emplear matrices con 
pocas filas y muchas columnas, ya que no se conoce a priori el número de efectos significativos, 
sin considerar además, que cuanto mayor sea el número de columnas respecto al número de filas 
menos ortogonal es la matriz. Por ello, en la práctica se intenta llegar a una situación de 
compromiso en el cual el número de muestras compuestas debe ser lo suficientemente pequeño 
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para realizar pocos análisis y, lo suficientemente grande para que sea superior al máximo número 
de efectos significativos esperados (especímenes individuales conteniendo un determinado 
analito). 
 
Las matrices supersaturadas empleadas en este trabajo fueron generadas mediante la 
utilización del software SUPERGA 1.0, desarrollado en el laboratorio de Química Analítica del 
Instituto de Investigación y Análisis Alimentario[8]. Una vez diseñada la matriz se pueden 
componer las muestras de manera manual o automática, y se procesan de acuerdo con la 
metodología analítica desarrollada. En nuestro caso, la extracción de los analitos (fármacos 
antiinflamatorios) de las muestras compuestas se ha realizado mediante SPME. Esta técnica 
permite obtener límites de cuantificación similares a los de SPE o LLE, pero utilizando un 
volumen de muestra mucho menor. Este hecho permite reducir los volúmenes de los especímenes 
individuales utilizados y por tanto, el volumen correspondiente a las muestras compuestas 
generadas. De esta manera, se facilita la preparación automática de las muestras compuestas, 
utilizando el dispositivo de la figura 5.3.1. 
 
 
Figura 5.3.1. Dispositivo automático para la preparación de muestras compuestas 
líquidas (SSC). 
 
Obtenidos los resultados experimentales (concentración de cada analito en las muestras 
compuestas), éstos se procesan empleando otro software también desarrollado en el propio 
laboratorio y basado en la utilización de algoritmos genéticos, denominado GAMICH 3.2, que 
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busca el óptimo global en la regresión de estos sistemas supersaturados, y estima la concentración 
en cada espécimen individual para cada uno de los analitos considerados. 
 
Las matrices supersaturadas han sido aplicadas en estudios de screening para la 
determinación de distintos grupos de compuestos en muestras medioambientales y alimentarias. 
El primer trabajo publicado que aplicó la SSC junto con las matrices supersaturados fue el de 
Martínez y col.[10], que llevaron a cabo un screening de metales traza en muestras de agua 
mediante ICP-MS, empleando una matriz 12x32. Posteriormente, esta técnica fue aplicada a la 
determinación de PCBs en muestras de agua mediante SPME y GC-MS-MS[11] y de leche 
mediante SPME y GC-ECD[13], utilizando matrices 12x26 y 10x20, respectivamente. También 
utilizaron la composición estratégica de muestras, Quintana y col.[14], para el screening de PCBs 
en muestras de agua, comparando una matriz supersaturada 12x22, con una matriz de Plackett-
Burman 12x11. Con ambas matrices se obtuvieron buenos resultados, aunque resultó preferible la 
utilización de las matrices supersaturadas debido al menor número de análisis que deben llevarse 
a cabo. Por otro lado, Rodil y col.[15] utilizaron un dispositivo automático para la composición de 
muestras en el screening de pesticidas en aguas mediante SPE-GC-ECD. Normalmente, en todas 
estas aplicaciones la relación entre el número de columnas y filas (especímenes individuales 
contra muestras compuestas) ha sido aproximadamente de 2:1. 
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I. MEDIOS EXPERIMENTALES GENERALES 
 
En este capítulo se describen los medios experimentales de carácter general empleados en 
la realización de este trabajo. Los procedimientos de preparación de patrones y muestras, así 
como las condiciones instrumentales de medida para los distintos grupos de compuestos 
considerados en esta memoria, se encuentran recogidos en el Capítulo III. 
 
 
1.1. DISOLVENTES, REACTIVOS Y GASES 
 
Las técnicas cromatográficas requieren disolventes, reactivos y gases de alta pureza, para 
evitar cualquier tipo de contaminación debido a estos factores. Los disolventes, reactivos y gases 
utilizados en este trabajo son los que se indican a continuación: 
 
- Agua ultrapura (Milli-Q) obtenida en el laboratorio mediante un sistema de producción 
de agua ultrapura (Millipore). 
- Agua ultrapura (Milli-Ω) obtenida en el laboratorio mediante un sistema de purificación 
ELGA Maxima (ELGA®). 
- Metanol, grado isocrático (Merck). 
- Acetronitrilo, grado isocrático (Merck). 
- Acetato de etilo, grado isocrático (Merck). 
- Isooctano, para análisis de trazas (Merck). 
- Ácido acético glacial, 100 % (Merck). 
- Ácido clorhídrico, 30 % (Merck). 
- Ácido nítrico, 65 %, para análisis de trazas (Merck). 
- Amoníaco, en disolución acuosa al 25 % (Merck). 
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- Dicromato potásico, 99,5 % (Merck). 
- Acetato sódico, pureza 99 % (Merck, Analema, Probus y Aldrich). 
- Cloruro sódico, pureza 99 % (Aldrich). 
- Sulfato sódico anhidro, pureza 99 % (Panreac). 
- Agentes derivatizantes: 
- Tetraetilborato sódico (NaBEt4), pureza 98 % (Strem Chemicals, Galab). El 
reactivo debe almacenarse en un desecador y evitar su exposición al aire, salvo 
en el momento de preparar sus disoluciones. 
- N-metil-N-(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida (MTBSTFA) (Aldrich). 
- N-metil-N-(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida conteniendo un 1 % de tert-
butildimetilclorosilano (MTBSTFA, 1 % TBDMCS) (Aldrich). 
- Bis-(trimetilsilil)trifluoroacetamida (BSTFA) (Aldrich). 
- Bis-(trimetilsilil)trifluoroacetamida conteniendo un 1 % de trimetilclorosilano 
(BSTFA, 1 % TMCS) (Aldrich). 
- N-metil-N-(trimetilsilil)trifluoroacetamida (MSTFA) (Aldrich). 
- Trimetilsililimidazol (TMSI) (Aldrich). 
- Patrones: 
- Tricloruro de monobutil estaño (MBT-Cl3), pureza 95 % (Aldrich). 
- Dicloruro de dibutil estaño (DBT-Cl2), pureza 96 % (Aldrich). 
- Monocloruro de tributil estaño (TBT-Cl), pureza 96% (Aldrich). 
- Monocloruro de tripropil estaño (TPT-Cl), pureza > 98 % (Merck). 
- Tricloruro de monofenil estaño (MPhT-Cl3), pureza 98 % (Aldrich). 
- Dicloruro de difenil estaño (DPhT-Cl2), pureza 96 % (Aldrich). 
- Monocloruro de trifenil estaño (TPhT-Cl), pureza 95 % (Aldrich). 
- Cloruro de metilmercurio, 98,5 % (Merk). 
- Dicloruro de mercurio, 99,5 % (Merk). 
- Ibuprofeno, 99 % (Sigma-Aldrich). 
- Naproxeno (Sigma-Aldrich). 
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- Ketoprofeno (Sigma-Aldrich). 
- Ácido tolfenámico (Sigma-Aldrich). 
- Diclofenac sódico (Sigma-Aldrich). 
- Ácido meclofenámico (Sigma-Aldrich). 
- Dietilestilbestrol (Sigma-Aldrich). 
- Estrona (Sigma-Aldrich). 
- 17-β-estradiol (Sigma-Aldrich). 
- 17-β-estradiol-d4, deuterio introducido en las posiciones 2, 4 y 16 (ver Apartado 
IV de la Introducción, figura 4.1.1.) (Cambridge Isotope Laboratories). 
- Mestranol (Sigma-Aldrich). 
- 17-α-etinilestradiol (Sigma-Aldrich). 
- Materiales de referencia: 
- Material de referencia de sedimento marino, PACS-2 (NRCC, National Research 
Council of Canada), con los siguientes contenidos certificados de MBT, DBT y 
TBT: 
MBT: 0,45 ± 0,05 µg/g como Sn 
DBT: 1,09 ± 0,15 µg/g como Sn 
TBT: 0,98 ± 0,13 µg/g como Sn 
- Material de referencia de sedimento de canales de agua dulce, CRM-646 
(IRMM, Institute of Reference Materials and Measurements, Geel, Bélgica), con 
los siguientes contenidos certificados de butil y fenil organoestánnicos: 
MBT: 610 ± 120 ng/g como catión 
DBT: 770 ± 90 ng/g como catión 
TBT: 480 ± 80 ng/g como catión 
MPhT: 69 ± 18 ng/g como catión 
DPhT: 36 ± 8 ng/g como catión 
TPhT: 29 ± 11 ng/g como catión 
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- Helio, 99,999 % (Carburos Metálicos), usado como gas portador en los siguientes 
equipos: GC-MIP-AED, GC-MS y GC-MS-(MS). 
- Nitrógeno, 99,999 % (Carburos Metálicos), usado como gas de purga en la ventana del 
detector de emisión atómica (AED). 
- Oxígeno, 99,999 % (Carburos Metálicos), usado como gas auxiliar en el AED. 
- Hidrógeno, 99,999 % (Carburos Metálicos), usado como gas auxiliar en el AED. 
 
 
1.2. MATERIAL 
 
- Material de vidrio de uso habitual en el laboratorio. 
- Balanza analítica de precisión (Sartorius, modelo BP 211D). 
- Balanza analítica (Sartorius, BP 310S). 
- Medidor de pH (Metrohm, modelo 654). 
- Baño ultrasonidos (P-Selecta®). 
- Extractor de microondas, CEM (MES 1000). 
- Centrifuga con capacidad para tubos de 25 mL (UNICEN). 
- Estufa (Trade REYOE). 
- Agitador magnético. 
- Barras agitadoras de diferentes dimensiones: 4 x 12 mm y 6 x 25 mm. 
- Desecador. 
- Bomba de vacío (Aspirador A-3S, EYELA). 
- Sistema de filtración de vacío. 
- Filtros de fibra de vidrio (Millipore). 
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- Filtros de acetato de celulosa, 0, 45 µm de diámetro de poro (Millipore). 
- Pipetas automáticas de 10 µL, 20-200 µL, 100-1000 µL, 1000 µL y 0,5-5 mL. 
- Jeringas de inyección manual para cromatografía de gases de 10 µL de volumen 
(HAMILTON). 
- Tubos de centrifuga de 25 mL con tapón de rosca. 
- Viales de 1,5; 10; 22 y 115 mL. 
- Soportes, pinzas y nueces (Afora). 
- Soporte de microextracción en fase sólida (SPME) para uso manual (SUPELCO). 
- Fibras para SPME: 100 µm de polidimetilsiloxano (PDMS), 85 µm de poliacrilato (PA), 
65 µm polidimetilsiloxano/divinilbenceno (PDMS/DVB), 65 µm 
carbowax/divinilbenceno (CW/DVB), y 75 µm carboxen/polidimetilsiloxano 
(CAR/PDMS) (SUPELCO). 
 
 
1.3. LAVADO DEL MATERIAL 
 
A continuación se describen los protocolos para la limpieza del material de vidrio 
utilizado durante la realización de este trabajo. 
 
 
1.3.1. Organoestánnicos 
 
1. Lavado con agua de grifo y detergente libre de fosfatos, EXTRAN MA 03 (Merck). 
2. Lavado con agua Milli-Q. 
3. Inmersión en un baño de ácido nítrico al 5 % durante 24 horas. 
4. Lavado con agua Milli-Q. 
5. Lavado con metanol (Merck). 
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6. Secado en la cámara limpia a Tª ambiente. 
7. El material se guarda en bolsas con cierre zip. 
 
 
1.3.2. Fármacos antiinflamatorios y estrógenos 
 
1. Lavado con agua de grifo. 
2. Inmersión del material en mezcla crómica 10 % durante 5 minutos. 
3. Lavado con agua de grifo. 
4. Lavado con agua Milli-Q. 
5. Lavado con metanol (Merck). 
6. Secado en la estufa (salvo el material volumétrico). 
 
 
1.4. ACONDICIONAMIENTO DE LAS FIBRAS DE SPME 
 
A lo largo de este trabajo se emplean diferentes tipos de fibras, las cuales hay que 
acondicionar antes de utilizarlas por primera vez. Para ello, se emplea un inyector de un 
cromatógrafo de gases, desprovisto de columna cromatográfica, en las condiciones recomendadas 
por el suministrador para cada fase estacionaria, tabla 1.4.1. Un mal acondicionamiento de la 
fibra puede traducirse en la aparición de picos extraños durante el análisis debido a la presencia de 
residuos procedentes de su fabricación. 
 
Tabla 1.4.1. Condiciones de trabajo y acondicionamiento recomendadas por SUPELCO para las fibras 
empleadas en este trabajo. 
Fase estacionaria Temperatura máxima 
Temperatura de 
trabajo 
Temperatura de 
acondicionamiento
Tiempo de 
acondicionamiento 
100 µm PDMS 280 ºC 200-280 ºC 250 ºC 0,5 h 
85 µm PA 320 ºC 220-310 ºC 300 ºC 2 h 
65 µm CW/DVB 260 ºC 200-250 ºC 250 ºC 1-2 h 
65 µm PDMS/DVB 270 ºC 200-270 ºC 260 ºC 0,5 h 
75 µm CAR/PDMS 320 ºC 250-310 ºC 280 ºC 0,5 h 
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1.5. SOFTWARE PARA EL TRATAMIENTO DE DATOS 
 
- Excel 97 (Microsoft). 
- Statgraphics 3 Plus (Manugistics)[1]. 
- Superga (Universidad de Santiago de Compostela)[2]. 
- Gamich (Universidad de Santiago de Compostela)[3]. 
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A. ORGANOESTÁNNICOS 
 
I. DETERMINACIÓN DE BUTIL ORGANOESTÁNNICOS EN 
MUESTRAS DE AGUA 
 
Basándose en la bibliografía existente relativa a la especiación de organoestánnicos, se 
desarrolló un procedimiento rápido para la determinación de derivados de butil estaño en muestras 
de agua. Para ello, se utilizó la microextracción en fase sólida (SPME) como técnica de 
concentración y una columna de gases multicapilar para la separación cromatográfica de los 
analitos. La detección se realizó empleando un plasma de helio conectado a un equipo de emisión 
atómica. 
 
La columna multicapilar se caracteriza por contener alrededor de 1000 capilares con un 
diámetro interno de 40 µm, lo que permite conseguir una buena eficacia en las separaciones 
cromatográficas (el número de platos teóricos por unidad de longitud aumenta, al disminuir el 
diámetro interno de la columna[1, 2]), manteniendo una capacidad de carga similar a la de una 
columna capilar de 0,25 o 0,32 mm de diámetro interno. Por otro lado, permite trabajar con flujos 
elevados de gas portador. Este hecho, combinado con su longitud de tan sólo 1 metro, posibilita la 
separación rápida de distintos grupos de compuestos organometálicos[3, 4]. Este tipo de columna ha 
sido utilizado en análisis de especiación en combinación con GC-MIP-AED, generalmente 
trabajando en modo isotermo y con inyección en split de los extractos orgánicos obtenidos de 
muestras medioambientales[5]. 
 
Como técnica de preparación de muestra se eligió la SPME, ya aplicada a la especiación 
de organoestánnicos en muestras de agua[6, 7], porque presenta diversas ventajas frente a 
procedimientos de extracción convencionales. Entre ellas destacan: 
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− Sencillez. Las etapas de derivatización y preconcentración se realizan en un solo 
paso, lo cual es importante si pretendemos desarrollar un procedimiento rápido de 
determinación de derivados de butil estaño. 
− Sensibilidad. Todo el analito extraído sobre la fibra es transferido a la columna 
cromatográfica, mientras que en los procedimientos de extracción  convencionales 
(LLE o SPE) sólo unos pocos microlitros del extracto final son inyectados en el 
sistema cromatográfico. 
 
 
1.1. EXPERIMENTAL 
 
1.1.1. Preparación de patrones 
 
A partir de los productos comerciales suministrados por Aldrich (Capítulo II) se 
prepararon disoluciones individuales de cada compuesto a concentraciones comprendidas entre 
1000 y 3000 µg de estaño/mL de disolución, tabla A.1.1. Estos stock se conservan en el 
congelador durante un periodo máximo de ocho meses. 
 
Tabla A.1.1. Concentraciones de los stock para cada uno de los 
derivados butilados de estaño y el patrón interno. 
 COMPUESTO Stock individual (µg/mL)  
 Tricloruro de monobutilestaño (MBT) 2668,8  
 Dicloruro de dibutilestaño (DBT) 1907,6  
 Cloruro de tributilestaño (TBT) 1776,2  
 Cloruro de tripropilestaño (TPT, IS) 1405,1  
 
A partir de estas disoluciones se prepararon por pesada y dilución en metanol los distintos 
patrones utilizados a lo largo de este estudio. Aquellos cuya concentración oscila entre 10 y 80 
µg/mL como estaño, se conservaron en el congelador por un periodo no superior a tres meses; y 
para los patrones de 1 a 3 µg/mL, o concentraciones inferiores, se conservaron durante un periodo 
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máximo de dos semanas. El TPT (18-20 ng/mL, como estaño) fue adicionado a todas las muestras 
como patrón interno para corregir la variabilidad de la reacción de derivatización. 
 
Los patrones en medio orgánico, utilizados para llevar a cabo la optimización de las 
separaciones cromatográficas, se prepararon como se indica a continuación: 
En tubos de 20 o 25 mL con tapa, se situaron 10 mL de disolución tampón 1 
M a pH 5, la cantidad correspondiente de un patrón de organoestánnicos (2 µg/ mL 
como estaño), 100 µL de un patrón de TPT, 2 mL de isooctano y 1 mL de NaBEt4 al 1 
%. Los tubos se agitan manualmente durante 5 minutos y a continuación se dejan 
reposar o bien se centrifugan durante otros 5 minutos a 3000 rpm. Seguidamente, se 
retira la fase orgánica a viales de 1,5 mL para su posterior análisis. 
 
 
1.1.2. Preparación de la disolución tampón 
 
Se prepara un tampón de ácido acético/acetato sódico a pH 5. Para ello, partiendo de 
disoluciones de acetato sódico de concentraciones comprendidas entre 0,1 y 1 M, se ajustan a pH 
5 con ácido acético glacial. 
 
 
1.1.3. Preparación del agente derivatizante 
 
Debido a que los patrones de organoestánnicos se encuentran como especies iónicas, es 
necesario transformarlos en compuestos menos polares, compatibles con el sistema 
cromatográfico. Se utilizó el tetraetilborato sódico (NaBEt4) como reactivo derivatizante, porque 
permite llevar a cabo la etilación de los analitos directamente en medio acuoso. Las disoluciones 
de derivatizante se prepararon por pesada a partir del sólido comercial en agua Milli-Q, a 
concentraciones entre 0,1 y 1 %. Esta disolución debe prepararse al menos cada 6 horas. 
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1.1.4. Preparación de las muestras 
 
En este estudio se utilizaron muestras de agua ultrapura (Milli-Q), de grifo y de mar, con 
o sin adición de organoestánnicos. Las muestras de agua ultrapura y de agua de grifo fueron 
obtenidas en el propio laboratorio, mientras que el agua de mar fue recogida en playas de la costa 
de la Comunidad Autónoma de Galicia. 
 
Para llevar a cabo la SPME se emplearon viales de 20 y 115 mL de capacidad, a los 
cuales se le adicionaron alícuotas de las muestras de agua (10-80 mL), previamente tamponadas a 
pH 5. Para ello se utilizó 1 mL de disolución tampón 1 M por cada 10 mL de muestra. A todas las 
muestras se le adicionó el patrón interno, TPT. Los viales fueron cerrados con una cápsula 
metálica y un septum con la cara interior recubierta de teflón. Realizada esta operación, se añadió 
1 mL de NaBEt4 al 0,5% a través del septum con una jeringa de 1 mL y se expuso la fibra de 
PDMS al espacio de cabeza del vial durante un tiempo prefijado (entre 2 y 45 minutos). 
Transcurrido el tiempo de muestreo, la fibra se retira del vial e inmediatamente, se desorbe en el 
inyector del sistema cromatográfico. 
 
 
1.1.5. Condiciones instrumentales de medida 
 
La determinación de organoestánnicos se ha realizado utilizando un sistema GC-MIP-
AED, compuesto de un cromatógrafo de gases Agilent modelo 6890 series Plus equipado con un 
sistema de inyección automática, inyector split/splitless con control electrónico de presión y un 
horno que permite trabajar con gradientes de temperatura de hasta 100 ºC/min. Este cromatógrafo 
está conectado a un plasma de helio inducido por microondas, y a un detector de emisión atómica 
(MIP-AED) Agilent modelo G2350A. Para el estudio de las posibles fuentes de contaminación se 
empleó otro sistema GC-MIP-AED (HP 5890A series II). Para el control del equipo y tratamiento 
de datos se utilizó el software HP GC-AED ChemStation Rev. A.07.01. Las condiciones 
instrumentales de medida empleadas en este estudio se describen en las tablas A.1.2, A.1.3 y 
A.1.4. 
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Tabla A.1.2. Condiciones cromatográficas utilizadas en la determinación de los organoestánnicos. 
Columna multicapilar. 
 GC (Agilent 6890 series Plus) 
  Inyector Split/splitlesss 
       Temperatura del inyector 270 ºC 
       Tiempo de splitless 0,3 min 
       Volumen de inyección 1 µL (inyección directa) 
       Tiempo de desorción 0,3 min (SPME) 
  Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Presión inicial en cabeza de columna 
      Flujo en columna 
Multicapilar (Altlech), tipo SE-54 
5 % metilfenil, 95 % dimetilsiloxano 
920 capilares de 1 metro x 40 µm i.d. x 0,2 µm 
53 psi 
140 mL/min, constante 
  Gas portador He 
  Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
80 ºC 
0,3 min 
100 ºC/min 
220 ºC 
1 min 
 
Tabla A.1.3. Condiciones cromatográficas utilizadas en el estudio del origen de las señales de los 
blancos. 
 GC (HP 5890A series II) 
  Inyector Split/splitlesss 
       Temperatura del inyector 270 ºC 
       Tiempo de splitless 1 min. 
       Flujo de split 10 mL/min 
       Tiempo de desorción 1 min (SPME) 
  Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Presión en cabeza de columna 
BP-5 
5 % metilfenil, 95 % dimetilsiloxano 
30 m x 0,32 mm i.d. x 0,25 µm 
15 psi 
  Gas portador He 
  Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
60 ºC 
1 min 
20 ºC/min 
280 ºC 
1 min 
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Tabla A.1.4. Condiciones de detección utilizadas en la determinación de los organoestánnicos. 
 MIP-AED 
  Temperatura de la línea de transferencia 280 ºC  
  Temperatura de la cavidad 280 ºC  
  Flujos de helio 
      Venteo de la cavidad 
      Purga de ferrula 
 
270 mL/min 
40 mL/min 
 
  Purga del espectrofotómetro 2 L/min  
 
 Tiempo de venteo del disolvente 
0,8 min (columna multicapilar) 
4 min (columna capilar) 
 
  Gases auxiliares 
      Oxígeno 
      Hidrógeno 
 
2 bares 
3,5 bares 
 
  Longitud de onda de trabajo, Sn 303 nm  
 
 
1.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
1.2.1. Optimización de las condiciones cromatográficas para la separación 
de butil organoestánnicos 
 
La columna multicapilar ha sido utilizada anteriormente para la separación en modo 
isotermo de varios grupos de compuestos organometálicos en menos de 1 minuto. En estas 
aplicaciones se han utilizado sistemas de introducción de muestra rápidos, por ejemplo el inyector 
de split o la desorción de los analitos desde una trampa capilar, para asegurar una banda de 
inyección lo más estrecha posible en cabeza de columna[8, 9]. A diferencia de los ejemplos 
anteriores, la transferencia de los analitos desde una fibra de SPME es un proceso relativamente 
lento, por lo que éstos necesitan ser reenfocados en la cabeza de columna para lograr anchos de 
pico aceptables. Así pues, la temperatura del horno debe mantenerse baja durante la desorción de 
la fibra y a continuación, incrementarse de forma rápida para conseguir la separación de los 
analitos en el menor tiempo posible. 
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La optimización de las condiciones cromatográficas (tiempo de desorción de la fibra, 
temperatura inicial del horno, gradiente de temperatura, flujo de gas portador, etc,...) se llevó a 
cabo con objeto de conseguir picos gaussianos, con un ancho mínimo y resueltos a línea base, así 
como un tiempo de separación lo más corto posible. 
 
En estos experimentos se ha trabajado con viales de 20 mL y muestras de agua ultrapura 
(Milli-Q) tamponadas a pH 5, con adición de los compuestos de interés a nivel de 200 ng/L (como 
estaño). En todas las pruebas se ha fijado un tiempo de muestreo de 5 minutos, durante los cuales 
una fibra de polidimetilsiloxano (PDMS), de 100 µm de espesor, se situó en el espacio de cabeza 
del vial de microextracción. En cuanto a las condiciones cromatográficas, se mantuvo la presión 
en cabeza de columna constante (53 psi) y se trabajó con la rampa de temperatura más alta que 
permitía el horno cromatográfico (100 ºC/min), el resto de condiciones empleadas son las 
indicadas en la tabla A.1.2. 
 
 
1.2.1.1. Tiempo de desorción de la fibra 
 
El tiempo necesario para desorber completamente los analitos concentrados sobre la fibra 
de PDMS, en el inyector de split/splitless del equipo GC-MIP-AED, fue estudiado utilizando una 
temperatura de 270 ºC, próxima a la máxima recomendada por el fabricante para este tipo de 
fibra. Una vez concentrados los analitos sobre la fibra, ésta se situó en el inyector del 
cromatógrafo en períodos de 0,1 min (6 segundos). Durante este tiempo el inyector se mantuvo en 
modo de splitless. 
 
En la figura A.1.1, se pone de manifiesto que al cabo de 0,3 minutos los analitos se han 
desorbido completamente de la fibra. Por lo tanto, de aquí en adelante, fijaremos el tiempo de 
desorción en 0,3 min (18 segundos). Esto supone una reducción respecto a los valores típicamente 
utilizados para la desorción térmica de las fibras de SPME en cromatografía de gases (de 1 a 2 
min). Probablemente, se debe a que se está trabajando con flujos de gas portador muy elevados 
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(140 mL/min), en comparación con los valores de 1-2 mL/min empleados en columnas capilares 
convencionales. 
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Figura A.1.1. Representación de la respuesta obtenida para cada organoestánnico frente a 
las etapas de desorción. 
 
 
1.2.1.2. Influencia de la temperatura inicial 
 
Se han realizado una serie de experimentos con el propósito de evaluar la influencia de la 
temperatura inicial del horno en el ancho de pico y en el tiempo de retención de los analitos. En 
todos los casos se utilizó un gradiente de 100 ºC/min y se fijó la temperatura final del horno en 
220 ºC. Por tanto, únicamente se varió la temperatura inicial entre 40 y 160 ºC, manteniéndola 
constante durante el tiempo de desorción de la fibra (18 segundos).  
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Figura A.1.2. Influencia de la temperatura inicial del horno en el tiempo de 
retención de los organoestánnicos. 
 
La figura A.1.2 muestra que la separación es tanto más rápida cuanto mayor es la 
temperatura inicial del horno. No obstante, por encima de 80 ºC se produce un ensanchamiento 
considerable de los picos,  que va en aumento a medida que  incrementamos la temperatura inicial 
del horno, figura A.1.3. Este 
hecho es fácilmente 
comprensible si consideramos 
que estamos utilizando un 
modo de inyección 
relativamente lento y un flujo 
de gas portador muy elevado. 
Esto implica que a partir de una 
determinada temperatura los 
analitos (Puntos de ebullición: 
MBT-Et3, 213 ºC, DBT-Et2; 
245 ºC; TBT-Et, 265 ºC) no son 
reenfocados de modo eficiente en cabeza de columna. En vista de estos resultados se decidió fijar 
la temperatura inicial del horno en 80 ºC. En estas condiciones el tiempo de retención del TBT 
(último compuesto en eluir de la columna) resultó inferior a 2 minutos. 
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Figura A.1.3. Efecto de la temperatura inicial en el ancho de pico a 
media altura de cada compuesto. Desorción en splitless, 0,3 minutos a 
270 ºC, fibra de PDMS, 100 µm. 
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La sensibilidad del MIP-AED para organoestánnicos depende enormemente del flujo 
total de make-up, el cual es la suma de los flujos de helio en columna y el flujo auxiliar del mismo 
gas en el plasma. Los valores óptimos están entre 260-270 mL/min[8]. En una columna capilar 
convencional (0,25 o 0,32 mm de diámetro interno), la contribución del gas portador al flujo total 
de make-up es despreciable (0,8-2 mL/min). Sin embargo, con la columna multicapilar, 
trabajando a presión constante en cabeza de columna (53 psi), el flujo de gas portador se reduce 
de 140 a 85 mL/min cuando el horno pasa de 80 a 220 ºC. Esta variación causa una importante 
reducción en el flujo total de make-up y por tanto, una variación en la sensibilidad del detector 
dependiendo del tiempo de retención de los analitos. Para evitar este problema se decidió trabajar 
con un flujo en columna constante de 140 mL/min. Esto implica que la presión en cabeza de 
columna aumenta gradualmente de 53 a 70 psi cuando el horno pasa de 80 a 220 ºC. En estas 
condiciones, utilizando el mismo programa de temperatura en el horno cromatográfico, también 
se consigue reducir ligeramente el tiempo de análisis en comparación con las separaciones 
realizadas a presión constante, figura A.1.4. 
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Figura A.1.4. Cromatogramas correspondientes a MBT, DBT, TBT y TPT (IS) a nivel de 200 
ng/L, obtenidos mediante desorción de una fibra de PDMS utilizando: A) Flujo constante (140 
mL/min) y B) Presión constante (53 psi). 
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En la figura A.1.5 se puede observar como los tiempos de retención obtenidos con la 
columna multicapilar son netamente inferiores a los correspondientes a una columna capilar 
convencional, consiguiendo una reducción considerable en la duración de la separación 
cromatográfica. 
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Figura A.1.5. Cromatogramas correspondientes a MBT, DBT, TBT y TPT (IS) a nivel de 200 ng/L, obtenido 
con una columna multicapilar (A) y con una columna capilar convencional (B). 
 
 
1.2.2. Optimización de las condiciones de microextracción en fase sólida 
 
1.2.2.1. Cinética de SPME 
 
En este apartado se describe la influencia del tiempo de extracción en la respuesta 
obtenida para cada uno de los analitos estudiados. A medida que aumenta el tiempo de 
exposición, la concentración de analitos en la fibra, y por tanto la respuesta cromatográfica, va 
aumentando hasta alcanzar el equilibrio entre las distintas fases. Una vez alcanzado éste, la 
respuesta permanece constante aunque se incremente el tiempo de exposición, siempre y cuando 
no se varíen las condiciones del sistema. Se decidió trabajar con la SPME en la modalidad de 
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espacio de cabeza (HSSPME), en lugar de inmersión directa de la fibra en la muestra, debido al 
carácter semivolátil de los butil organoestánnicos. Para estos compuestos se ha comprobado que 
las cinéticas de microextracción son más rápidas cuando se trabaja en espacio de cabeza que 
cuando se lleva a cabo la SPME directa[6]. 
 
Para realizar este estudio se trabajó a temperatura ambiente, con muestras de agua 
ultrapura con adición de los organoestánnicos de interés a nivel de 20 ng/L (como estaño) y viales 
de 115 mL. Todos los experimentos se realizaron por duplicado como se describe en el apartado 
1.1.4 y se utilizaron las condiciones cromatográficas optimizadas en los apartados anteriores. Los 
tiempos de exposición seleccionados fueron: 1, 2, 5, 7, 10, 20, 30 y 45 minutos. 
 
En la figura A.1.6, se muestra el efecto del tiempo de exposición en el rendimiento de la 
microextracción. En general, se puede afirmar que se alcanza el equilibrio entre 7 y 10 minutos 
para todos los compuestos estudiados, a excepción del TBT, que necesita del orden de 20 
minutos. A partir de este punto la respuesta obtenida permanece constante. 
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Figura A.1.6. Efecto del tiempo de extracción. Cinética de HSSPME a temperatura ambiente. 
 
En principio la máxima sensibilidad se obtiene cuando se alcanza el equilibrio entre la 
concentración de los analitos en la fibra y en la muestra. No obstante, se ha encontrado que la 
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sensibilidad del método no está controlada por la cantidad de analito concentrado en la fibra, sino 
por la señal de cada compuesto (MBT, DBT y TBT) en los blancos. En la figura A.1.7 se 
muestran los cromatogramas correspondientes a una muestra de agua ultrapura, con adición sólo 
de patrón interno a nivel de 20 ng/L, para distintos tiempos de extracción. Se puede apreciar como 
a medida que aumenta el tiempo de exposición también se incrementan los picos de MBT, DBT y 
TBT en el blanco. 
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Figura A.1.7. Cromatogramas obtenidos para muestras de agua Milli-Q con adición sólo 
de TPT a nivel de 20 ng/L, como Sn, para tiempos de muestreo de 2 y 10 minutos. 
 
En vista de estos resultados, se fijó el tiempo de muestreo en 2 minutos, de esta forma se 
consigue una duración de la etapa de preconcentración similar a la de la separación 
cromatográfica. Aunque se reducen las señales correspondientes a MBT, DBT y TBT en la 
muestra, respecto a tiempos de muestreo mayores, también lo hacen en el blanco, figura A.1.7, en 
consecuencia los LC del método permanecen prácticamente constantes. Además, este tiempo es 
más que suficiente para alcanzar los límites legales establecidos, que para el TBT se encuentran 
en 20 ng/L como estaño, figura A.1.8. 
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Figura A.1.8. Cromatograma obtenido para una muestra sin adición (BLANCO) y otra con 
adición de MBT, DBT y TBT a nivel de 20 ng/L como Sn. Ambas muestras contienen TPT 
como estándar interno a una concentración de 20 ng/L como Sn. 
 
 
1.2.2.2. Volumen de muestra 
 
Tal y como se mencionó en la introducción de esta memoria, los volúmenes de las fases 
involucradas en el proceso de SPME afectan tanto a la termodinámica como a la cinética de la 
extracción. La masa de analito en la fibra de SPME es proporcional al volumen de muestra, Vs 
(ecuación 1.5, apartado 1.3.4., Capitulo I). Por tanto, desde un punto de vista termodinámico el 
aumento de Vs llevará consigo un incremento en la respuesta obtenida. Por otro lado, el volumen 
de muestra puede afectar también a la transferencia de masas desde ésta a la fibra, por lo que 
puede variar el tiempo necesario para alcanzar el equilibrio, sobre todo en el caso de variar las 
dimensiones del vial. 
 
Se realizaron una serie de experimentos para averiguar si el volumen de muestra afecta a 
la respuesta obtenida para cada una de las especies estudiadas. Se utilizaron viales de 115 mL, 
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conteniendo distintos volúmenes (30, 40, 50, 60, 70 y 80 mL) de agua Milli-Q con adición de 
MBT, DBT, TBT y TPT (como patrón interno) a nivel de 20 ng/L (como Sn) y tamponadas a pH 
5. La fibra fue expuesta al espacio de cabeza del vial de microextracción durante 2 minutos. En 
este estudio no sólo se está variando el volumen de muestra, sino también el volumen del espacio 
de cabeza, por lo que se evalúa el efecto conjunto de ambos parámetros. Paralelamente, se estudió 
también como afectaba el volumen de muestra a la señal del blanco. 
 
Los resultados obtenidos se muestran en la figura A.1.9. Se observa como la cantidad de 
analito absorbida por la fibra aumenta al incrementar el volumen de muestra. Se puede afirmar 
por tanto, que estamos trabajando en unas condiciones tal que las capacidades de la fibra y/o del 
espacio de cabeza (Kfs *Vf y Khs *Vh ) no son despreciables frente al volumen de muestra. 
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Figura A.1.9. Efecto del volumen de muestra en las respuestas de los 
blancos y de alícuotas de agua Milli-Q con adición de butil 
organoestánnicos a nivel de 20 ng/L. A) MBT, B) DBT y C) TBT. 
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Figura A.1.9. (CONTINUACIÓN) Efecto del volumen de muestra en las 
respuestas de los blancos y de alícuotas de agua Milli-Q con adición de 
butil organoestánnicos a nivel de 20 ng/L. A) MBT, B) DBT y C) TBT. 
 
La señal de los analitos en los blancos es independiente del volumen de agua introducida 
en el vial de SPME, figura 1.2.9. Por tanto, al aumentar el volumen de muestra aumenta la 
sensibilidad, puesto que la señal del blanco permanece constante. Por consiguiente, se fijó el 
volumen de muestra en 80 mL. 
 
 
1.2.2.3. Efectos de matriz 
 
Una de las potenciales limitaciones de la SPME es que la eficacia de la extracción puede 
verse afectada por la composición de la muestra (efecto matriz). Por ejemplo, la presencia de 
sustancias orgánicas como los ácidos húmicos, puede ralentizar la cinética del proceso debido a 
las interacciones de los analitos con la materia orgánica. Otros parámetros como la fuerza iónica 
del medio, también pueden alterar la cinética y la termodinámica del proceso de extracción. 
 
Con objeto de evaluar los posibles efectos de matriz se tomaron 3 muestras de agua: 
ultrapura (Milli-Q) con y sin adición de cloruro sódico, agua de grifo y agua de mar. A todas se 
les realizó una adición de TPT a nivel de 20 ng/L, como estaño. El TPT fue elegido como especie 
modelo para este estudio, porque entre los compuestos estudiados es el único que no se ha 
encontrado en muestras reales y no presenta señal en los blancos, figura A.1.10. Los resultados 
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obtenidos, tabla A.1.5, reflejan que el rendimiento de la SPME es similar para las distintas 
muestras estudiadas, además, se puede apreciar que la respuesta para el TPT no se ve afectada por 
la fuerza iónica del medio, lo cual coincide con los resultados publicados por Moens y col.[6]. 
 
Tabla A.1.5. Efecto del tipo de muestra en el rendimiento de la SPME. 
 Muestra Área de TPT (promedio, n=3) % RSD 
 
 Agua ultrapura 245,3 7,8  
 Agua ultrapura (50 g/L de NaCl) 250,8 9,2  
 Agua ultrapura (125 g/L de NaCl) 253,1 6,3  
 Agua de grifo 241,0 1,7  
 Agua de mar 230,6 11,7  
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Figura A.1.10. Cromatograma correspondiente a una muestra de agua Milli-Q sin adición de TPT. 
Tiempo de muestreo, 2 minutos. 
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1.2.2.4. Estudio del origen de las señales del blanco 
 
Al analizar los blancos (muestras de agua ultrapura sin adición de derivados butilados de 
estaño), se detectó de manera sistemática la presencia de picos correspondientes al MBT, DBT y 
TBT. El origen de la contaminación fue estudiado con el fin de averiguar su procedencia y tratar 
de minimizarla. Para ello, se empleó otro GC-MIP-AED equipado con una columna capilar 
convencional, operando en las condiciones cromatográficas descritas en las tablas A.1.3. y A.1.4.. 
 
Se utilizó sólo material de vidrio para llevar a cabo la preparación de la muestra, y 
después de su limpieza, se introdujo en un baño de ácido nítrico (5 %). A pesar de estas 
precauciones no se consiguió disminuir la señal de los blancos por lo que se investigó la presencia 
de los analitos en los reactivos que intervienen en el proceso de preparación de muestra. 
 
La figura A.1.9 pone de manifiesto que la señal del blanco es independiente del volumen 
de muestra, por tanto, el agua ultrapura no puede ser el origen de la contaminación. De lo 
contrario ésta se vería incrementada con el volumen de muestra. 
 
En relación con el acetato sódico, en algunos casos se detectó una señal muy importante 
de DBT cuando este reactivo se distribuía en envases de plástico, figura A.1.11. No obstante, 
eliminado este problema puntual, e independientemente del acetato utilizado, se mantuvieron 
siempre las señales de MBT, DBT y TBT en los blancos. En el caso del ácido acético no se 
encontró relación entre el suministrador y los niveles de los compuestos anteriores en los blancos. 
 
Respecto al agente derivatizante tampoco se encontraron diferencias significativas 
comparando dos suministradores diferentes. Sin embargo, si se encontraron diferencias entre las 
señales de los blancos cuando las disoluciones de borato (NaBEt4) se preparaban en campana 
extractora en el laboratorio o en una cámara limpia, figura A.1.12. 
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Figura A.1.11. Cromatogramas correspondientes a blancos de SPME conteniendo TPT a nivel de 50 
ng/L. (A) Tampón preparado con acetato sódico almacenado en un envase polimérico y (B) Tampón 
preparado con acetato sódico almacenado en un envase de vidrio. Tiempo de exposición, 10 minutos. 
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Figura A.1.12. Influencia de la contaminación ambiental en la 
señal del blanco. Tiempo de exposición, 10 minutos. 
 
También se comprobó que a medida que cada envase comercial de NaBEt4 (recipientes 
de 1 g) se utilizaba para preparar las disoluciones acuosas del mismo, las señales de los blancos 
aumentaban de forma progresiva, figura A.1.13. Este hecho apunta al derivatizante como una de 
las fuentes de contaminación, no tanto porque contengan los organoestánnicos sino porque estos 
se encuentran asociados a la materia particulada en suspensión existente en la atmósfera del 
laboratorio y al entrar en contacto con el borato provocan su contaminación. 
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A lo largo de los últimos años, en el laboratorio donde se realizaron estos experimentos, 
se ha trabajado con muestras de sedimentos y materiales biológicos conteniendo organoestánnicos 
a niveles de µg/g. Además, el propio polvo en el interior de los edificios puede contener 
organoestánnicos dado que estos compuestos se utilizan como aditivos en muchos polímeros. Para 
minimizar los problemas de contaminación se recomienda preparar las disoluciones de borato en 
cámara limpia, o en su defecto en una habitación distinta a donde se manipulen muestras que 
puedan contener concentraciones elevadas de estos compuestos. 
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Figura A.1.13. Cromatogramas correspondientes a una muestra de agua ultrapura con adición de TPT a 
nivel de 50 ng/L como estaño, derivatizado utilizando una disolución de borato preparado a partir de un 
frasco nuevo y de otro abierto a diario durante 3 semanas. Tiempo de exposición, 10 minutos. 
 
 
1.2.3. Características del procedimiento analítico 
 
1.2.3.1. Condiciones experimentales 
 
En la tabla A.1.6 se resumen las condiciones de trabajo propuestas para llevar a cabo la 
HSSPME de butil organoestánnicos en muestras de agua, utilizando una columna multicapilar y 
detección mediante MIP-AED. 
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Tabla A.1.6. Condiciones de microextracción. 
 HSSPME  
 Volumen de muestra 80 mL  
 Tiempo de extracción 2 min  
 Temperatura de extracción Tª ambiente  
 
 
1.2.3.2. Linealidad 
 
En las condiciones anteriores, se estudió la linealidad de la respuesta para muestras de 
agua ultrapura con adición de los organoestánnicos a 7 niveles de concentración comprendidos 
entre 3 y 100 ng/L (como Sn). El patrón interno, TPT (IS), se añadió a todas las muestras a nivel 
de 20 ng/L (como Sn). Cada nivel del calibrado se analizó por duplicado, procesando las muestras 
como se indica en el apartado 1.1.4. 
 
En la figura A.1.14 se muestran las curvas de adición (corregidas con el patrón interno), 
con la correspondiente ecuación de la recta y el coeficiente de regresión para MBT, DBT y TBT. 
Se observa que las curvas de adición son lineales, dentro del rango de concentración estudiado, 
para todos los compuestos. 
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Figura A.1.14. Evaluación de la linealidad de la respuesta. 
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Figura A.1.14. (CONTINUACIÓN) Evaluación de la linealidad de 
la respuesta. 
 
 
1.2.3.3. Límites de detección 
 
Los límites de detección (L.D.) se evaluaron como la concentración de analito 
correspondiente a una señal analítica 3 veces superior a la desviación estándar del blanco para 
cada uno de los organoestánnicos estudiados. Los valores estimados para el MBT, DBT y TBT 
fueron de 5, 1,5 y 1 ng/L (como estaño), respectivamentea. Estos valores son similares e incluso 
inferiores a los obtenidos empleando otras técnicas de preconcentración seguidas del análisis 
mediante GC-MIP-AED, tabla A.1.7. En general todos estos métodos son multietapa y consumen 
más tiempo que el procedimiento propuesto en esta memoria, lo que disminuye el número de 
muestras que se pueden procesar por unidad de tiempo. El tiempo total empleado para analizar 
                                                 
a Valores obtenidos realizando la preparación de muestra en un laboratorio convencional. 
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una muestra (extracción más cuantificación) es un parámetro muy importante en los laboratorios 
de control medioambiental, que tienen que procesar un número elevado de muestras. 
 
Tabla A.1.7. Comparación de los diferentes procedimientos basados en la utilización de GC-MIP-AED para 
la cuantificación de los organoestánnicos en muestras de agua. 
Organoestánnicos Volumen de muestra (mL) Técnica de extracción Derivatizante
L.D. 
(ng/L) Referencia 
Butil y fenil 50 LLE (hexano) NaBEt4 0,1b [10] 
Butil y fenil 50 SPE, C18a NaBEt4 0,1b [11] 
Butil, metil y difenil 100-250 LLE (hexano:tropolona) EtMgBr 10-15 [12] 
Butil y fenil 100 LLE (hexano) NaBEt4 17-33 [13] 
Butil y fenil 100 LLE (hexano) NaBPr4 3-12 [14] 
Butil 4 SPME directa (PDMS) NaBEt4 ≈20 [7] 
Butil 80 HSSPME (PDMS) NaBEt4 1-5 Este trabajo
a Derivatización de los compuestos en la fase estacionaria del cartucho. 
b Calculado para un volumen de inyección de 25 µL. 
 
Por otro lado, los límites de detección del procedimiento desarrollado son similares a los 
correspondientes a otros métodos descritos en la bibliografía, basados en la combinación de 
SPME y GC con diferentes técnicas de detección, tabla A.1.8. De nuevo, estos métodos implican 
tiempos de análisis del orden de cinco veces superior al presentado en esta memoria. Sólo el 
procedimiento descrito por Aguerre y col.[15] presenta unos límites de detección más bajos que los 
del método propuesto. 
 
Tabla A.1.8. Comparación de los límites de detección de distintos métodos de SPME para el análisis de butil 
organoestánnicos en muestras de agua. 
Volumen de 
muestra 
(mL) 
Tiempo de 
extracción 
(min.) 
Tª 
extracción 
(ºC) 
SPME LD     (ng/L)a 
Técnica de 
detección Referencia 
20 15 40 HSSPME ≈1000 GC-FID [16] 
25 10 Tª ambiente HSSPME 0,3-2 GC-ICP-MS [6, 17] 
4 45 Tª ambiente SPME directa ≈20 GC-MIP-AED [7] 
100 20 Tª ambiente SPME directa 2-4 GC-FPD [18] 
100 60 Tª ambiente SPME directa 0,006-0,03 GC-FPD [15] 
80 2 Tª ambiente HSSPME 1-5 GC-MIP-AED Este trabajo 
a Concentración expresada como estaño. 
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1.2.3.4. Precisión 
 
Para  evaluar tanto la repetibilidad como la  reproducibilidad  del  procedimiento analítico  
desarrollado se analizó una muestra de agua 
ultrapura con adición de los compuestos 
objeto de estudio a nivel de 20 ng/L. Para 
estudiar la repetibilidad se analizaron en el 
mismo día tres alícuotas de esta muestra de 
forma consecutiva, mientras que para 
evaluar la reproducibilidad se realizaron 9 
análisis en tres días distintos (3 análisis por día). Las precisiones estimadas, corregidas con el 
patrón interno, en términos de desviación estándar relativa (RSD %) se recogen en la tabla A.1.9. 
 
 
1.2.3.5. Exactitud 
 
Para el estudio de la exactitud se utilizó una muestra de agua de mar recogida en las 
proximidades de un astillero situado en la costa de la Comunidad Autónoma de Galicia en julio 
del 2001.  Debido a los elevados niveles de organoestánnicos,  figura A.1.15,  la muestra fue  
diluida 20 veces y analizada con el 
procedimiento desarrollado. Los niveles de 
MBT, DBT y TBT en la muestra se 
cuantificaron mediante el método de las 
adiciones estándar a 3 niveles. Los resultados 
se muestran en la tabla A.1.10. La exactitud 
de los valores obtenidos se confirmó 
analizando la misma muestra por un método basado en la extracción líquido-líquido con 
isooctano[10, 13]. Como se pone de manifiesto en la tabla A.1.10, existe un buen acuerdo entre los 
resultados correspondientes a ambos métodos. Resulta obvio que los valores encontrados 
 
Tabla A.1.9. Repetibilidad y reproducibilidad en la  
determinación de los butil organoestánnicos. 
RSD % 
 Compuesto Repetibilidad  
(n= 3) 
Reproducibilidad 
(n= 9) 
 MBT 2,2 6,3 
 DBT 1,6 8,6 
 TBT 3,2 10,5 
    
Tabla A.1.10. Resultados del análisis de una muestra 
de agua de mar. 
Concentración (ng/L como Sn) 
(n=3) Compuesto 
SPME LLE 
MBT 203 ± 16 179 ± 3 
DBT 603 ± 68 535 ± 13 
TBT 439 ± 49 410 ± 32 
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sobrepasan ampliamente el umbral de 20 ng/L establecido como límite legal para el TBT en 
muestras de agua. 
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Figura A.1.15. Cromatograma correspondiente a una muestra de 80 mL de agua de mar con 
adición de TPT (estándar interno) a nivel de 20 ng/L. HSSPME durante 2 minutos. 
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II. DETERMINACIÓN SIMULTÁNEA DE 
ORGANOMERCÚRICOS Y ORGANOESTÁNNICOS EN AGUA 
 
Debido a su toxicidad y distribución medioambiental, el metilmercurio y los butil 
organoestánnicos son las especies organometálicas volátiles más estudiados durante los últimos 
20 años. Ambas clases de compuestos han sido encontradas en el medio ambiente como resultado 
principalmente de la actividad antropogénica, para los compuestos de estaño[1], y como 
consecuencia de la biometilación natural del mercurio inorgánico, para los compuestos de 
mercurio[2]. Ambos se encuentran incluidos en la lista de contaminantes prioritarios de la Unión 
Europea, siendo sospechosos, en el caso de los compuestos organoestánnicos, de actuar como 
disruptores de la actividad endocrina, mientras que el mercurio se considera uno de los elementos 
más tóxico para el hombre.  
 
Ambos grupos de compuestos presentan un comportamiento similar desde el punto de 
vista de la preparación de la muestra, así como líneas de emisión (271 nm para el Sn y 254 nm 
para el Hg) que se pueden registrar simultáneamente en un equipo GC-MIP-AED. Sin embargo, 
existe un problema para su determinación conjunta (MIP-AED), ya que los valores óptimos de 
flujo de make-up en el plasma son distintos para compuestos de estaño y mercurio. 
 
Como se ha señalado en el apartado anterior, cuando se usa una columna multicapilar la 
contribución del gas portador al flujo de make-up en el plasma es muy importante. Además, estas 
columnas pueden operar en un rango muy variable de flujos (40-200 mL/min)[3] sin que ello 
afecte a su eficacia. 
 
El objetivo básico de este apartado es evaluar la posibilidad de extrapolar el método 
desarrollado para derivados butilados de estaño, a la determinación rápida y conjunta de estos 
analitos así como de metilmercurio y mercurio inorgánico en muestras de agua. Para ello, se va a 
realizar una optimización sistemática de las condiciones de detección para ambos grupos de 
compuestos en el sistema GC-MIP-AED, utilizando una columna multicapilar. 
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2.1. EXPERIMENTAL 
 
2.1.1. Preparación de patrones 
 
Las disoluciones patrón de compuestos de mercurio se prepararon por pesada en metanol 
(metilmercurio) o en ácido nítrico al 1 % (mercurio inorgánico), a partir de los productos 
comerciales suministrados por Aldrich y Merck (Capítulo II) a concentraciones comprendidas 
entre 1500 y 2000 µg de Hg/mL de disolución, tabla A.2.1. Estos stock se conservaron en nevera 
durante un periodo máximo de tres meses. Los compuestos de estaño se prepararon como se 
describe en el apartado 1.1.1. 
 
Tabla A.2.1. Concentraciones de los stock para cada uno 
de los compuestos de mercurio estudiados. 
 COMPUESTO Stock individual (µg/mL)  
 Metilmercurio (MeHg+) 1682,0  
 Mercurio inorgánico (Hg2+) 1941,6  
 
A partir de estas disoluciones se prepararon por pesada y dilución en metanol o en ácido 
nítrico al 1 % (para el mercurio inorgánico) los distintos patrones utilizados a lo largo de este 
estudio. Aquellos de concentración comprendida entre 2 y 0,01 µg /mL (como mercurio), se 
conservaron en nevera a 4 ºC durante un periodo máximo de un mes. 
 
Además, se preparó una mezcla de MBT, DBT, TBT, MeHg+ y Hg2+ en metanol con 
concentraciones entre 3 y 4 ng/mL para los compuestos de estaño, y de 10 a 15 ng/mL para los 
compuestos de mercurioa, la cual fue empleada para realizar las adiciones a las muestras de agua. 
Esta disolución fue conservada en la nevera a 4 ºC durante un periodo máximo de una semana. 
 
                                                 
a A lo largo de esta parte de la memoria todas las concentraciones se expresarán referidas al metal, estaño o 
mercurio, según se trate de compuestos organoestánnicos o organomercúricos, respectivamente. 
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Los patrones en medio orgánico empleados para llevar a cabo la optimización de la 
separación cromatográfica se prepararon como se indica a continuación: 
En tubos de 20 o 25 mL con tapa, se adicionaron 10 mL de disolución tampón 
a pH 5, el volumen correspondiente de los patrones de organoestánnicos y/o 
organomercúricos objeto de estudio, 100 µL de un patrón de TPT (patrón interno), 2 
mL de isooctano y 1 mL de NaBEt4 al 1 %. Seguidamente, se agitan manualmente 
durante 5 minutos y a continuación, se deja reposar o bien se centrifugan durante 5 
minutos a 3000 rpm, retirando la fase orgánica a viales de 1,5 mL. 
 
 
2.1.2. Preparación de muestras 
 
En este estudio se utilizaron muestras de agua ultrapura, de río y de mar, con o sin 
adición de los patrones de los compuestos de mercurio y de estaño. Las muestras de agua 
ultrapura fueron obtenidas en el propio laboratorio. El agua de río fue recogida en el río Ulla a su 
paso por Puenteledesma, mientras que el agua de mar fue recogida en una playa gallega. 
 
La HSSPME de los compuestos de mercurio y de estaño se llevó a cabo empleando la 
metodología descrita en el apartado I de este capítulo. 
 
 
2.1.3. Condiciones instrumentales de medida 
 
Las determinaciones de los compuestos de mercurio y de estaño se han realizado 
utilizando un sistema GC-MIP-AED, compuesto de un cromatógrafo de gases Agilent modelo 
6890 series Plus. Este cromatógrafo está acoplado a un plasma de helio inducido por microondas, 
que a su vez está conectado a un detector de emisión atómica (MIP-AED) Agilent modelo 
G2350A. Para el control del equipo y tratamiento de datos se utilizó el software HP GC-AED 
ChemStation Rev. A.07.01. Las condiciones instrumentales óptimas para la detección simultánea 
de compuestos de mercurio y de estaño se detallan en la Tabla A.2.2. 
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Tabla A.2.2. Condiciones experimentales utilizadas en la determinación simultánea de los compuestos 
de mercurio y estaño en muestras de agua. 
 GC                                                                                                                    Agilent 6890 Plus 
  Inyector Split/splitlesss  
       Temperatura del inyector 270 ºC  
       Modo de inyección splitless  
       Volumen de inyección 1 µL (inyección directa)  
       Tiempo de desorción 0,3 min (SPME)  
       Flujo de split 140 mL/min  
  Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Presión en cabeza de columna 
Multicapilar (Altlech), tipo SE-54 
5 % metilfenil, 95 % dimetilsiloxano 
920 capilares de 1 metro x 40 µm i.d. x 0,2 µm 
35 psi (1,3 min), 55 psi 
 
  Gas portador He  
  Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
40 ºC 
0,3 min 
100 ºC/min 
200 ºC 
1 min 
 
 MIP-AED (Agilent G2350A) 
  Temperatura de la línea de transferencia 280 ºC  
  Temperatura de la cavidad 280 ºC  
  Flujos de helio 
      Make-up 
 
120 mL/min. 
 
       Flujo total de la cavidad de venteo 200 mL/min. (0-1,3 min), 260 mL/min.(1,3-3 min) 
 
  Purga del espectrofotómetro 2 L/min  
  Tiempo de venteo del disolvente 0-0,7 min  
  Gases auxiliares 
      Oxígeno 
      Hidrógeno 
 
20 psi 
30 psi 
 
  Longitud de onda de trabajo 
      Estaño 
      Mercurio 
 
271 nm 
254 nm 
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2.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
2.2.1. Optimización de las condiciones de detección 
 
En este apartado se investigaron las condiciones óptimas para la separación y detección 
de los organoestánnicos y organomercúricos. Se pretende encontrar unas condiciones de 
compromiso que permitan determinar ambos grupos de compuestos simultáneamente con la 
máxima sensibilidad. 
 
La sensibilidad del detector (MIP-AED) depende del flujo total de venteo de la cavidad 
del plasma y de la presión de oxígeno y de hidrógeno. A su vez el flujo total de helio en la 
cavidad es la suma del flujo en columna y del flujo de make-up. Por ello, se evaluó la influencia 
de la presión de hidrógeno y oxígeno en el plasma y de la presión de helio en cabeza de columna 
sobre la respuesta del detector para los compuestos de mercurio y estaño. El estudio se realizó 
empleando un diseño factorial 23 con dos puntos centrales y un total de 10 experimentos. Los 
niveles de los factores considerados se indican en la tabla A.2.3. Los niveles para la presión de 
oxígeno y de hidrógeno fueron seleccionados en función de los datos encontrados en la 
bibliografía, para la detección individual de especies de mercurio y de estaño empleando GC-
MIP-AED. Los valores para la presión de helio en cabeza de columna, fueron elegidos teniendo 
en cuenta los flujos óptimos de venteo de la cavidad en la determinación individual del mercurio y 
del estaño (160-260 mL/min). Estos valores corresponden a flujos en columna entre 40 y 140 
mL/min cuando el flujo de make-up se fija en el mínimo permitido por el software que controla el 
equipo (120 mL/min). 
 
Tabla A.2.3. Codificación y niveles de los factores 
incluidos en el diseño experimental. 
 NIVELES 
 
CLAVE FACTOR 
Bajo Alto 
 A P O2 (psi) 10 30 
 B P H2 (psi) 20 50 
 C P Hea (psi) 15 55 
 a P He= presión de helio en cabeza de columna. 
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Para llevar a cabo este estudio se utilizó una disolución patrón de compuestos etilados en 
medio orgánico, preparada como se describe en el apartado 2.1.1, con una concentración para los 
compuestos de mercurio y de estaño de 500 ng/mL y de 150 ng/mL, respectivamente. Las áreas 
de pico para cada compuesto se utilizaron como variables respuesta. 
 
Para la obtención de la matriz de experiencias del diseño factorial empleado, tabla A.2.4., 
así como para el análisis de los resultados generados tras la realización de los experimentos se 
utilizó el paquete estadístico Statgraphics Plus. 
 
Tabla A.2.4. Matriz de experiencias generada por el Statgraphics Plus. 
 Experimento Presión O2 Presión H2 Presión He  
 1 10 50 15  
 2 10 20 15  
 3 30 50 35  
 4 20 35 25  
 5 10 20 35  
 6 30 20 35  
 7 30 20 15  
 8 10 50 35  
 9 20 35 25  
 10 30 50 15  
 
Una vez introducido los resultados obtenidos, tabla A.2.5, en el programa estadístico, se 
generaron los gráficos Pareto, los gráficos de efectos principales, los gráficos de interacciones 
entre factores y las superficies de respuesta. Estas representaciones aportan información sobre la 
influencia de cada factor en la sensibilidad de la detección para cada compuesto, así como sobre la 
importancia de las interacciones entre factores. 
 
Los gráficos Pareto representan el efecto estandarizado de un determinado factor o 
interacción entre factores en la respuesta del equipo para cada uno de los analitos. Además, 
presentan una línea vertical que corresponde con el límite de significación para un nivel de 
confianza del 95 %. Los factores o interacciones cuyo efecto supere dicha línea se considerarán 
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estadísticamente significativos. Los gráficos de efectos principales representan mediante una línea 
el efecto del factor sobre la respuesta. La longitud y la pendiente de esta línea es proporcional a la 
influencia del factor considerado. Si la pendiente es positiva indica que la respuesta del detector 
aumenta al pasar del nivel bajo al nivel alto del factor, mientras que si es negativa indica lo 
contrario. 
 
Tabla A.2.5. Área de pico obtenida para cada uno de los analitos estudiados en 
los experimentos del diseño factorial. 
Área de pico 
Experimento 
MeHg+ Hg2+ MBT DBT TBT 
1 374,2 697,2 72,1 62,8 34,0 
2 627,6 1259,2 170,4 126,0 58,3 
3 380,9 753,0 118,6 108,0 100,6 
4 462,7 1030,8 76,0 67,0 57,1 
5 555,1 1500,4 458,4 411,9 322,2 
6 642,0 1523,5 290,5 266,1 246,3 
7 936,8 1749,5 55,7 48,2 333,8 
8 264,7 691,6 170,8 146,6 120,3 
9 472,5 958,4 68,9 59,3 49,9 
10 312,5 589,2 8,2 15,8 11,0 
 
Por otro lado, los gráficos de interacciones reflejan la variación de la respuesta mediante 
líneas. Observando estas gráficas se puede conocer si existen interacciones entre los factores, es 
decir, si un factor ejerce diferente efecto dependiendo del nivel de otra variable. Las superficies de 
respuesta representan lo mismo pero expresado en tres dimensiones, apreciando punto a punto 
como varía la respuesta en función de los factores considerados. 
 
En las figuras A.2.1 y A.2.2 se representan los gráficos Pareto y los gráficos de efectos 
principales, respectivamente. Se observa que la influencia de la presión de hidrógeno es negativa 
para todos los compuestos estudiados, siendo para el mercurio inorgánico y el metilmercurio el 
único factor estadísticamente significativo. La presión de oxígeno es el factor menos significativo 
en ambos grupos de compuestos, con una influencia positiva para los organomercúricos y 
negativa para los organoestánnicos. 
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Figura A.2.1. Gráficos Pareto para cada uno de los compuestos investigados. 
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Figura A.2.2. Gráficos de efectos principales para cada uno de los compuestos investigados. 
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Figura A.2.2. (CONTINUACIÓN) Gráficos de efectos principales para cada uno de los compuestos investigados.
 
En cuanto a la presión de helio en cabeza de columna, se puede observar que tiene una 
influencia positiva y estadísticamente significativa sólo para los butil organoestánnicos. Además, 
para estos compuestos la influencia de la presión de helio en la respuesta instrumental era mayor 
cuando la presión de hidrógeno se mantenía a un nivel bajo, figura A.2.3, produciendo una 
interacción significativa entre ambos factores, figura A.2.1. Para los compuestos de mercurio la 
influencia de la presión de helio en cabeza de columna fue negativa, aunque sin llegar a alcanzar 
el límite de significación estadístico. 
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Figura A.2.3. Superficies de respuesta para cada uno de los compuestos investigados. 
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Figura A.2.3. Superficies de respuesta para cada uno de los compuestos investigados. 
 
A la vista de estos resultados, se decidió fijar la presión de oxígeno y de hidrógeno en 30 
y 20 psi, respectivamente, para la realización de nuevos experimentos. La influencia de la presión 
de helio en cabeza de columna se evaluó de forma más detallada mediante un estudio univariante. 
Los valores considerados fueron: 15, 25, 35, 45 y 55 psi. Los resultados obtenidos tras la 
realización de estas pruebas se ilustran en la figura A.2.4. 
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Figura A.2.4. Influencia de la presión de helio en cabeza de columna sobre la 
respuesta de cada uno de los analitos de interés. 
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Se puede apreciar como para los compuestos de mercurio, la respuesta permanece 
prácticamente constante cuando se trabaja a presiones entre 15 y 35 psi, disminuyendo 
considerablemente para valores mayores. Los compuestos de estaño presentan, como era de 
esperar, un comportamiento contrario, aumenta la respuesta a medida que aumenta la presión de 
helio en cabeza de columna. En vista de estos resultados, se opta por realizar un control sobre la 
presión en cabeza de columna para conseguir alcanzar la máxima sensibilidad para ambos grupos 
de compuestos. Así, se mantiene a 35 psi durante los primeros 1,3 minutos, y a continuación, una 
vez han eluido los organomercúricos, se incrementa de manera rápida hasta 55 psi. En estas 
condiciones, se consigue una buena separación cromatográfica de ambos grupos de compuestos 
en tan sólo 2 minutos, figura A.2.5. 
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Figura A.2.5. Cromatograma correspondiente a un patrón de compuestos de mercurio y estaño etilados a 
un nivel de concentración de 50 ng/mL y 15 ng/mL, respectivamente. Condiciones de detección: P O2, 30 
psi; P H2, 20 psi y control de presión en cabeza de columna.A) Cromatograma correspondiente a la línea 
de emisión de Hg, 254 nm, B) Cromatograma correspondiente a la línea de emisión de Sn, 271 nm y C) 
Programa de presión en cabeza de columna. 
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2.2.2. Caracterización del método de GC-MIP-AED, inyección directa 
 
En las condiciones óptimas de detección (tabla A.2.2) los tiempos de retención de los 
analitos de interés oscilaron entre 0,76 minutos para el metilmercurio y 2 minutos para el 
tributilestaño, tabla A.2.6. 
 
Tabla A.2.6. Tiempos de retención 
para cada uno de los analitos 
estudiados. 
 Compuesto tR (min.)  
 MeHg+ 0,76  
 Hg2+ 1,05  
 MBT 1,52  
 TPT 1,62  
 DBT 1,77  
 TBT 2,01  
 
La linealidad de la respuesta mediante GC-MIP-AED fue investigada mediante la 
realización de un calibrado a 7 niveles de concentraciones comprendidos entre 3 y 740 ng/mL y 
entre 0,7 y 770 ng/mL, para los compuestos de mercurio y estaño, respectivamente. Para todos los  
compuestos se obtuvieron 
coeficientes de correlación 
superiores a 0,994. La 
repetibilidad, en términos de 
desviación estándar relativa, para 
8 inyecciones consecutivas de un 
patrón de 100 ng/mL (como Hg) 
y de 75 ng/mL (como Sn) para 
los analitos considerados, osciló 
entre 0,9 y 1,7 %. Por último, se 
evaluaron los límites de cuantificación (L.C.), calculados como la concentración correspondiente 
a una señal analítica 10 veces superior a la desviación estándar del ruido de fondo, tabla A.2.7. 
 
Tabla A.2.7. Linealidad, repetibilidad y límites de cuantificación 
estimados para el método de GC-MIP-AED. 
 Compuesto Linealidad (R2, n= 3) 
Repetibilidad 
(RSD %, n= 8) 
L.C. (S/N= 10) 
(ng/mL)a 
 MeHg+ 0,995 1,7 2,3 
 Hg2+ 0,999 0,9 2,7 
 MBT 0,994 1,2 0,4 
 DBT 0,994 1,0 0,4 
 TBT 0,995 1,1 0,5 
 
a Organomercúricos: ng/mL como Hg; organoestánnicos: ng/mL como Sn. 
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2.2.3. Caracterización del procedimiento completo (SPME seguido de 
GC-MIP-AED) 
 
Una vez demostrada la posibilidad de determinar en la misma inyección compuestos de 
estaño y mercurio se evaluaron las características analíticas (linealidad, límites de cuantificación, 
precisión y exactitud) obtenidas al extrapolar el procedimiento de SPME optimizado para estaño 
(tabla A.1.6.) a ambos grupos de compuestos. Los valores que se presentan corresponden a un 
tiempo de muestreo de 2 minutos a temperatura ambiente. 
 
No se discute la optimización de las condiciones de SPME para especies de mercurio, ni 
la evaluación de los efectos de matriz, ya que estos resultados forman parte de otra tesis doctoral 
que se realiza en el grupo. 
 
 
2.2.3.1. Linealidad 
 
La linealidad del método desarrollado fue investigado empleando muestras de agua 
ultrapura (Milli-Q) con adición de los compuestos de estaño (de 10 a 300 ng/L) y de mercurio (de 
10 a 1000 ng/L), a 7 niveles de concentración. El patrón interno, TPT (IS), se adicionó a todas las 
muestras a nivel de 28 ng/L. Las curvas de adición fueron lineales para todos los compuestos, 
presentando coeficientes de regresión entre 0,992 y 0,998, tabla A.2.8. 
 
Tabla A.2.8. Evaluación de la linealidad de la respuesta. 
Compuesto Intervalo de concentración (ng/L) 
Coeficiente de 
regresión (R2) 
MeHg+ 9,5-950 0,994 
Hg2+ 18-1800 0,998 
MBT 6,1-300 0,993 
DBT 5,2-306 0,992 
TBT 5,3-314 0,993 
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2.2.3.2. Límites de cuantificación 
 
Los límites de cuantificación estimados para MBT, DBT y TBT fueron de 6, 4 y 5 ng/L 
(como estaño), prácticamente idénticos a los obtenidos en el apartado anterior, mientras que para 
los compuestos etilados de mercurio, MeHg+ y Hg2+, fueron de 8 y 11 ng/L (como mercurio). Hay 
que destacar, que al contrario de lo que ocurre para los organoestánnicos, para los compuestos de 
mercurio no existen problemas con los blancos, por lo que los L.C. están controlados por la 
eficacia de la SPME. 
 
 
2.2.3.3. Precisión 
 
Para evaluar la repetibilidad del procedimiento 
analítico propuesto, se realizaron en el mismo día 5 análisis 
consecutivos de una muestra de agua ultrapura con adición 
de los compuestos de interés a nivel de 100 ng/L para los 
compuestos de mercurio y de 30 ng/L para los compuestos 
de estaño. Los valores de repetibilidad, en términos de 
desviación estándar relativa (RSD %), una vez corregidos 
con el patrón interno, tabla A.2.9, se encontraron entre el 2,6 y el 5,7 %. 
 
 
2.2.3.4. Exactitud 
 
La exactitud del método propuesto fue estimada empleando muestras de agua de río, a la 
cual se le adicionó una cantidad conocida de los compuestos de estaño y de mercurio. Los niveles 
de concentración de cada analito en la muestra se obtuvieron empleando el método de las 
adiciones estándar, llevando a cabo 3 réplicas de la muestra inicial y adiciones a 3 niveles de 
concentración, por duplicado. Los resultados obtenidos se compararon con los valores teóricos de 
la adición realizada con el fin de determinar la exactitud del método desarrollado. En la tabla 
 
Tabla A.2.9. Repetibilidad en la  
determinación de los compuestos 
de mercurio y estaño. 
 Compuesto RSD % 
 MeHg+ 5,7 
 Hg2+ 2,6 
 MBT 4,5 
 DBT 3,3 
 TBT 5,2 
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A.2.10 se puede apreciar que existe un buen acuerdo entre los valores teóricos y los obtenidos 
experimentalmente. 
 
Tabla A.2.10. Exactitud del método propuesto. Agua de río 
Compuesto Concentración adicionada (ng/L) 
Concentración 
encontrada (ng/L) 
MeHg+ 59,7 64,5 ± 6,2 
Hg2+ 61,1 56,5 ± 3,3 
MBT 38,3 41,5 ± 1,0 
DBT 39,1 47,3 ± 2,6 
TBT 40,1 35,8 ± 2,3 
 
 
2.2.4. Aplicación del método al análisis de muestras reales 
 
Tras la optimización de las condiciones de trabajo, y estudiadas las características del 
método propuesto, se procedió a la a la cuantificación de los compuestos de estaño y mercurio en 
distintas muestras: agua de río y agua de mar. Dichas muestras fueron tamponadas a pH 5 y se 
procedió a su análisis como se indica en el apartado 2.1.4.. La cuantificación se llevó a cabo 
mediante el método de adiciones estándar a 3 niveles y la detección mediante GC-MIP-AED. 
 
En la tabla A.2.11 se muestran los 
resultados obtenidos para cada una de las 
muestras analizadas. Los compuestos de 
mercurio se encuentran por debajo de los límites 
de detección en las dos muestras consideradas. 
Mientras que los compuestos de estaño están 
presentes en la muestra de agua de mar a niveles 
próximos a los límites de cuantificación del 
método. 
 
 
Tabla A.2.11. Resultados del análisis de 
compuestos de mercurio y estaño en distintas 
muestras de agua (ng/L). 
 Compuestos Agua de río Agua de ría 
 MeHg+ n.d.a n.d. 
 Hg2+ n.d. n.d. 
 MBT n.d. n.d. 
 DBT n.d. 10,8 ± 1,4 
 TBT n.d. 11,8 ± 1,2 
 a n.d.= no detectado. 
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III. DETERMINACIÓN DE BUTIL Y FENIL 
ORGANOESTÁNNICOS EN SEDIMENTOS 
 
El objetivo de este apartado es evaluar la posibilidad de desarrollar un procedimiento para 
la determinación simultánea de derivados fenilados (MPhT, DPhT y TPhT) y butilados (MBT, 
DBT y TBT) de estaño en muestras de sedimentos, compatible con su posterior derivatización en 
medio acuoso, usando tetraetilborato sódico, extracción en un disolvente orgánico y 
determinación mediante GC-MIP-AED. 
 
Muchos de los procedimientos de preparación de muestra descritos en la bibliografía para 
compuestos butilados de estaño, no son aplicables a los derivados fenilados, debido a su limitada 
estabilidad durante la etapa de extracción[1]. En este apartado se ha optado por la utilización de la 
extracción mediante ultrasonidos para minimizar el riesgo de degradación de los derivados 
fenilados durante la etapa de preparación de muestra. A diferencia de otras técnicas, en este caso 
la extracción tiene lugar a presión atmosférica e implica un calentamiento mínimo de la muestra, 
siendo una técnica útil para acelerar la lixiviación en medio ácido de compuestos orgánicos y 
organometálicos de matrices sólidas. Autores como Binato y col.[2], Moens y col.[3], Millán y 
Pawliszyn[4] o Río-Segade y Bendicho[5], entre otros, han utilizado la extracción mediante 
ultrasonidos como etapa de preparación de la muestra en análisis de especiación. 
 
 
3.1. EXPERIMENTAL 
 
3.1.1. Preparación de patrones 
 
Las disoluciones patrón de los derivados fenilados de estaño se prepararon por pesada en 
metanol, a partir de los productos comerciales suministrados por Aldrich (Capítulo II), a 
concentraciones comprendidas entre 800 y 2000 µg de estaño/mL de disolución, tabla A.3.1. Las 
disoluciones de los derivados butilados se prepararon como se describe en el apartado 1.1.1 de 
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este capítulo. Estas disoluciones son conservadas en el congelador a –20 ºC durante un periodo 
máximo de ocho meses. A partir de estas disoluciones stock se prepararon por pesada y dilución 
en metanol los distintos patrones utilizados a lo largo de este apartado de la memoria. 
 
Tabla A.3.1. Concentraciones de las disoluciones patrón 
para cada uno de los derivados fenilados de estaño. 
 COMPUESTO Stock individual (µg/mL)  
 Monofenilestaño (MPhT) 1826,2  
 Difenilestaño (DPhT) 964,3  
 Trifenilestaño (TPhT) 891,9  
 
 
3.1.2. Preparación de los patrones de calibración 
 
La obtención de patrones de calibración conteniendo concentraciones crecientes de 
derivados butilados y fenilados de estaño, como especies etiladas, se llevó a cabo adicionando 
sobre 10 mL de disolución tampón 1 M a pH 5, volúmenes conocidos de un patrón de 
organoestánnicos (2 µg/mL como estaño), 100 µL de una disolución de TPT (patrón interno) en 
metanol, 2 mL de isooctano y 1 mL de NaBEt4 al 1 %. La etilación de los analitos, incluyendo el 
patrón interno, se realizó en tubos de 20 mL con tapa, agitándolos manualmente durante 5 
minutos. A continuación, se dejan reposar o bien se centrifugan durante 5 minutos a 3000 rpm, y 
se retira la fase orgánica a viales del inyector automático para su posterior análisis. 
 
 
3.1.3. Preparación de las muestras 
 
8 Muestras de sedimentos: 
 
Se ha trabajado con dos materiales de referencia (PACS-2 y CRM-646), un sedimento 
procedente de canales de agua dulce (freshwater sediment) y un sedimento marino (fracción por 
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debajo de 60 µm) en el que con anterioridad se comprobó que no contenía organoestánnicos[6]. 
Sobre diferentes fracciones de ésta última muestra se adicionaron patrones individuales de TPhT, 
DPhT o MPhT en metanol, para obtener concentraciones a niveles entre 1 y 2 µg Sn/g de 
sedimento. Las muestras se dejan evaporar en la oscuridad, a temperatura ambiente, agitándolas 
de forma periódica. Una vez que vuelven a su peso original, se almacenan a –18 ºC durante varios 
días antes de su análisis. 
 
8 Extracción de organoestánnicos (derivados butilados y fenilados) en sedimentos: 
 
La extracción de los analitos se llevó a cabo en tubos de centrífuga con una capacidad de 
25 mL provistos de un tapón de baquelita recubierto internamente de teflón. Aproximadamente 
200 mg de muestra se situaron en los tubos junto a 100 µL de TPT en metanol (2 µg/ mL). La 
lixiviación de los analitos se llevó a cabo con 5 mL de ácido acético glacial utilizando distintos 
tiempos de sonicación (4-60 minutos). Durante esta etapa los tubos se mantuvieron cerrados para 
evitar pérdidas por evaporación así como proyecciones de la disolución ácida. Después de una 
etapa de centrifugado, 3000 rpm durante 5 minutos, la fase acuosa se pasa a otro tubo y se le 
ajusta el pH a 5, adicionando 2,8 mL de amoníaco y 5 mL de disolución tampón 1 M. A 
continuación, se procede a la derivatización y extracción de los analitos, de igual forma que se 
preparan los patrones de calibración. 
 
 
3.1.4. Condiciones instrumentales de medida 
 
Las determinaciones de organoestánnicos se han realizado utilizando un sistema GC-
MIP-AED, compuesto de un cromatógrafo de gases HP 5890A series II equipado con un sistema 
de inyección automática, inyector de split/splitless y conectado a un plasma de helio inducido por 
microondas, que a su vez está acoplado a un detector de emisión atómica (MIP-AED), modelo HP 
5921A. Para el control del equipo y tratamiento de datos se utilizó el software HP GC-AED 
ChemStation Rev. A.07.01. 
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Las condiciones instrumentales de medida empleadas en este apartado se detallan en la 
tabla A.3.2. 
 
Tabla A.3.2. Condiciones experimentales utilizadas en la determinación de organoestánnicos en 
muestras de sedimentos. 
 GC (HP 5890A series II) 
  Inyector Split/splitlesss  
       Volumen de inyección 1 µL  
       Temperatura del inyector 250 ºC  
       Tiempo de splitless 
      Flujo de split 
1 min 
10 mL/min 
 
  Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Presión en cabeza de columna 
BP-5 
5 % metilfenil, 95 % dimetilsiloxano 
30 m x 0,32 mm i.d. x 0,25 µm 
15 psi. (constante) 
 
  Gas portador He  
  Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
80 ºC 
1 min 
20 ºC/min 
280 ºC 
1 min 
 
 MIP-AED (HP 5921A) 
  Temperatura de la línea de transferencia 280 ºC  
  Temperatura de la cavidad 280 ºC  
  Flujos de helio 
      Venteo de la cavidad 
      Purga de ferrula 
 
270 mL/min 
20 mL/min 
 
  Purga del espectrofotómetro 2 L/min  
  Tiempo de venteo del disolvente 0-3,2 min  
  Gases auxiliares 
      Oxígeno 
      Hidrógeno 
 
2 bares 
3,5 bares 
 
  Longitud de onda de trabajo, Sn 303 nm  
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3.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
3.2.1. Identificación de los compuestos 
 
La identificación de los compuestos organoestánnicos (MBT, DBT, TBT, TPT, MPhT, 
DPhT y TPhT) se realizó en base a sus tiempos de retención en la columna cromatográfica, figura 
A.3.1. Los patrones correspondientes a organoestánnicos se han derivatizado sobre una disolución 
tampón de pH 5, siguiendo el procedimiento descrito en el apartado 3.1.2. 
 
COMPUESTO tR (min)
1. Impureza del TPT.
2. MBT.
3. TPT (IS).
4. DBT.
5. TBT.
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Figura A.3.1. Cromatogramas correspondiente: (a) patrón de MBT, DBT, TBT y TPT 
(estándar interno) a nivel de concentración de 100 ng/mL y (b) patrón de MPhT, 
DPhT, TPhT a nivel de 70 ng/mL y TPT (patrón interno) a nivel de concentración de 
99 ng/mL. 
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3.2.2. Características del método de determinación 
 
A continuación se presentan los datos correspondientes a linealidad, repetibilidad y 
límites de cuantificación del sistema GC-MIP-AED, para compuestos organoestánnicos como 
especies etiladas. La linealidad de la respuesta se evaluó mediante la realización de un calibrado a 
5 niveles de concentración comprendidos entre 10 y 180 ng/mL (como estaño) para los 
compuestos objeto de estudio. El TPT se usó como patrón interno. Para todos los compuestos se 
obtuvieron coeficientes de correlación comprendidos entre  0,9994 y 0,9999.  La repetibilidad,  en 
términos de desviación estándar 
relativa, fue estudiada mediante la 
realización de 10 inyecciones 
consecutivas de un patrón de 80 
ng/mL (como Sn). Los 
coeficientes de variación 
obtenidos para cada especie 
oscilaron entre un 2 y un 5 %. En 
cuanto a los límites de 
cuantificación (L.C.) de la técnica 
GC-MIP-AED, definidos como la 
concentración correspondiente a una señal analítica 10 veces superior a la desviación estándar del 
ruido de fondo, oscilaron entre 0,5 y 2,5 ng/mL, tabla A.3.3. 
 
 
3.2.3. Optimización del procedimiento de extracción 
 
3.2.3.1. Estudio de la estabilidad del TPhT 
 
Antes de optimizar el procedimiento de extracción para la determinación de derivados 
butilados y fenilados de estaño en muestras de sedimento, se ha evaluado la estabilidad del TPhT 
en disoluciones ácidas de diferentes concentraciones y a distintas temperaturas. 
 Tabla A.3.3. Linealidad, repetibilidad y límites de cuantificación 
estimados para el método de GC-MIP-AED. 
 Compuesto Linealidad (R2)a 
Repetibilidad 
(% RSD, n= 10) 
L.C. (S/N= 10) 
(ng/mL)b 
 MBT 0,9999 2,3 0,5 
 DBT 0,9997 2,2 0,5 
 MPhT 0,9994 3,1 2,5 
 TBT 0,9994 2,1 0,6 
 DPhT 0,9998 2,5 1,8 
 TPhT 0,9999 5,0 1,6 
a Corregido con el patrón interno. 
b ng/mL como Sn.  
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Para este estudio se ha añadido un patrón de TPhT-Cl, cuya pureza se ha evaluado 
previamente, sobre disoluciones de distinta composición, de tal manera que después de la etapa de 
derivatización se obtuviesen concentraciones del analito en el extracto orgánico entre 200 y 500 
ng/mL (como Sn). De esta forma, la aparición de productos de degradación del TPhT (DPhT y 
MPhT) es fácilmente detectable, aunque el porcentaje sea poco importante. 
 
En la tabla A.3.4, se muestran los porcentajes de cada compuesto (calculados como área 
de pico de cada especie, dividida entre la suma de áreas de los picos de MPhT, DPhT y TPhT), 
obtenidos después de someter un patrón de TPhT a distintas condiciones experimentales, que 
potencialmente podrían considerarse para su lixiviación de muestras de sedimentos. La utilización 
de ácido acético concentrado, en combinación con temperaturas elevadas, implica la degradación 
del TPhT. Esta degradación es todavía más importante si se considera el empleo de HCl, incluso 
en disoluciones diluidas, como agente lixiviante. 
 
Tabla A.3.4. Evaluación de la estabilidad del trifenilestaño (TPhT). 
CONDICIONES % MPhT % DPhT % TPhT 
Agua, Tª ambiente, 30 min 0,0 1,9 98,1 
Agua, 100 ºC, 10 min 0,0 1,9 98,1 
Agua, 100 ºC, 30 min 0,0 1,9 98,1 
Tampón AcH/AcNa 1 M pH=5, Tª ambiente, 30 min 0,0 0,0 100 
Tampón AcH/AcNa 1 M pH=5, 100 ºC, 30 min 0,4 9,7 89,9 
Tampón AcH/AcNa 1 M pH=5, 120 ºC, 3 min, MWa 1,7 16,9 81,4 
Tampón AcH/AcNa 1 M pH=5, 120 ºC, 10 min; MWa 40,6 45,6 13,8 
Ácido acético glacial, Tª ambiente, 30 min 0,0 1,4 98,6 
Ácido acético glacial, 100 ºC, 10 min 100 0,0 0,0 
Ácido acético glacial, 100 ºC, 30 min 100 0,0 0,0 
AcOOH  0,5 M, Tª ambiente, 30 min 0,0 1,7 98,3 
AcOOH  0,5 M, 100 ºC, 10 min 0,0 2,8 97,2 
AcOOH  0,5 M, 100 ºC, 30 min 0,4 5,1 94,5 
HCl  0,5 M, Tª ambiente, 30 min 0,0 1,6 98,4 
HCl  0,5 M, 100 ºC, 10 min 0,0 15,9 84,1 
HCl  0,5 M, 100 ºC, 30 min 1,3 46,2 52,5 
a Calentamiento mediante microondas en vasos cerrados. 
 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
168  DETERMINACIÓN DE ORGANOESTÁNNICOS EN SEDIMENTOS, LLE 
En vista de estos resultados, y asumiendo que el DPhT y el MPhT presentan una 
estabilidad similar o incluso peor a la del TPhT, se puede concluir que cualquier procedimiento de 
lixiviación, válido para la extracción simultánea de derivados fenilados y butilados de estaño 
utilizando medio ácido, debe realizarse a temperatura ambiente, ya que la combinación de medio 
ácido con elevadas temperaturas provoca la degradación de los derivados fenilados. Esto nos lleva 
a descartar técnicas como la extracción asistida por microondas, que ha sido aplicada con éxito en 
la determinación de derivados butilados de estaño. Otros procedimientos tales como la lixiviación 
en medio ácido utilizando radiación de ultrasonidos, podrían resultar de utilidad ya que el proceso 
tiene lugar prácticamente a temperatura ambiente. 
 
 
3.2.3.2. Concentración, volumen de ácido acético y tiempo de sonicación 
 
En este apartado se ha evaluado la influencia de la concentración y volumen de ácido 
acético, así como del tiempo de sonicación, en la eficacia de la extracción para TPhT y butil 
organoestánnicos en sedimentos. 
 
En el estudio se utilizaron muestras de 200 mg de material de referencia, PACS-2, a las 
cuales se le adicionó TPT (IS) y TPhT a nivel de 1 y 3 µg/g, respectivamente, inmediatamente 
antes de su extracción. No se añadieron ni MPhT, ni DPhT a las muestras, de tal manera que fuese 
posible descubrir cualquier indicio de degradación del TPhT. La extracción se realizó utilizando 
diferentes volúmenes y concentraciones de ácido acético, así como tiempos de sonicación 
comprendidos entre 2 y 10 minutos, tabla A.3.5. A continuación, se procedió a la derivatización y 
análisis de cada uno de estos extractos. 
 
Los resultados obtenidos se muestran en la figura A.3.2. Se puede observar que el 
parámetro más importante es la concentración de ácido acético, mientras que el volumen de ácido 
y el tiempo de sonicación presentan poca influencia, dentro del intervalo considerado en este 
primer estudio, en la eficacia de la extracción. 
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Tabla A.3.5. Concentración, volumen de ácido acético y tiempos de sonicación 
utilizados para la extracción de las muestras de PACS-2 con adición de TPhT. 
Tiempo de sonicación (min.) Concentración 
de ácido acético 
Volumen de ácido 
acético (mL) 2' 4' 7' 10' 
3,5 M 5 • • • • 
8,8 M 5 • • • • 
Glacial 5 • • • • 
Glacial 7,5 • • • • 
Glacial 10 • • • • 
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Figura A.3.2. Influencia de las condiciones experimentales en la eficacia de extracción para 
a) MBT, b) DBT, c) TBT y d) TPhT en un material de referencia, PACS-2. Concentraciones 
en el extracto de la muestra. 
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Figura A.3.2. Influencia de las condiciones experimentales en la eficacia de extracción para 
a) MBT, b) DBT, c) TBT y d) TPhT en un material de referencia, PACS-2. Concentraciones 
en el extracto de la muestra. 
 
Tanto para el MBT, DBT, TBT como para el TPhT, al aumentar la cantidad y la 
concentración de ácido acético aumenta la respuesta obtenida, hasta 5 o 7,5 mL de ácido. A partir 
de este punto, o bien disminuye (en el caso del MBT y DBT) o bien permanece prácticamente 
constante (en el caso del TBT y TPhT). La disminución en la respuesta del MBT y DBT no se 
considera que sea debida a fenómenos de degradación. Posiblemente está asociada a una 
disminución en la eficacia de la extracción de los derivados etilados hacia la fase orgánica, al 
aumentar el volumen de la fase acuosa. 
 
En vista de estos resultados, se decidió utilizar 5 mL de ácido acético y un tiempo de 
sonicación de 4 minutos, extendiendo este procedimiento al resto de los derivados fenilados de 
estaño. El cromatograma de la figura A.3.3, corresponde a un extracto de material de referencia 
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de PACS-2 con adición de TPhT a nivel de 1,69 µg/g como Sn. En él resulta evidente la ausencia 
de DPhT y MPhT, cuyo origen indicaría la degradación del TPhT durante la etapa de sonicación 
de la muestra en medio ácido. 
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Figura A.3.3. Cromatograma obtenido para una muestra de PACS-2, extraída con 5 mL de ácido 
acético utilizando un tiempo de sonicación de 4 minutos. 
 
 
3.2.4. Estudio de las recuperaciones 
 
En este apartado se van a evaluar las recuperaciones obtenidas, tanto para los fenil como 
para los butil organoestánnicos, utilizando muestras con adición y materiales de referencia, 
respectivamente. 
 
 
3.2.4.1. Derivados fenilados 
 
Considerando que en el momento de realizar estas experiencias no se disponía de ningún 
material de referencia de sedimento con un contenido certificado en MPhT, DPhT y TPhT, la 
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aplicabilidad del proceso de lixiviación (5 mL de ácido acético y 4 minutos de sonicación) a la 
extracción de estos compuestos, se evaluó utilizando muestras con adición preparadas en el 
laboratorio. 
 
En primer lugar se utilizaron submuestras de material de referencia PACS-2, a las que se 
le realizó una adición de TPhT, DPhT o MPhT. Para cada muestra se prepararon 5 réplicas, 
utilizando en cada caso una sola especie fenilada, de tal manera que, al menos en el caso  de TPhT 
y DPhT, fuese posible detectar picos extra (correspondientes a MPhT y DPhT) debidos a procesos 
de degradación. Las muestras se dejaron equilibrar durante una hora, y a continuación se 
extrajeron y se cuantificaron mediante el método del patrón interno, utilizando las curvas de 
calibrado obtenidas para patrones etilados sobre disolución tampón, tal y como se indica en el 
apartado 3.1.2. Los resultados obtenidos se muestran en la tabla A.3.6. 
 
Tabla A.3.6. Resultados obtenidos para las muestras de PACS-2 con adición de los derivados 
fenilados. 
Compuesto Valor obtenido (µg/g como Sn) 
Concentración adicionada 
(µg/g como Sn) 
Rendimiento 
(%) 
RSD % 
(n= 5) 
MPhT 0,98 1,22 80,6 6,2 
DPhT 0,99 1,00 99,5 8,4 
TPhT 1,73 1,69 102,2 10,1 
 
Los porcentajes de recuperación obtenidos fueron del orden del 100 % para DPhT y 
TPhT, además para ninguno de ellos se detectó la aparición de picos extra debidos a fenómenos 
de degradación, figuras A.3.3 y A.3.4. Para el MPhT la recuperación fue del 80 %, no pudiendo 
determinarse, con la metodología analítica empleada, si se ha producido una recuperación no 
completa de esta especie, o si han tenido lugar procesos de degradación durante la extracción de la 
muestra. 
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Figura A.3.4. Cromatograma obtenido para una muestra de PACS-2 con adición de DPhT. 
 
Con objeto de simular de forma más real la interacción entre estos analitos (MPhT, DPhT 
y TPhT) y el sedimento, se prepararon muestras con adición de acuerdo a lo indicado en el 
apartado 3.1.3, procesándose 8 días después de su preparación. Los datos mostrados en la tabla 
A.3.7, indican que la extracción es cuantitativa para el TPhT, sin embargo, para el DPhT sólo se 
ha recuperado un 80 % de la cantidad añadida, apareciendo en el cromatograma un pequeño pico 
con igual tiempo de retención que el MPhT. En vista de estos resultados, se procedió a hacer una 
adición de DPhT sobre el sedimento, inmediatamente antes de su extracción. Se obtuvo una 
recuperación cuantitativa de este último spike (96 ± 4,3 %), mientras que el pico de MPhT 
permaneció inalterado, figura A.3.5. Estos datos nos llevan a pensar que ha podido tener lugar un 
proceso de degradación parcial del DPhT en la muestra de sedimento con adición, durante el 
proceso de preparación y/o almacenamiento, pero no durante la etapa de lixiviación y 
derivatización. 
 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
174  DETERMINACIÓN DE ORGANOESTÁNNICOS EN SEDIMENTOS, LLE 
Para el MPhT la recuperación ha sido ligeramente inferior a la obtenida cuando la adición 
se realizó inmediatamente antes de la extracción. No obstante, desde el punto de vista estadístico 
las recuperaciones obtenidas (80,6 ± 6,2; 70,4 ± 10,4) no son significativamente diferentes. 
 
Tabla A.3.7. Resultados obtenidos para las muestras de sedimento con adición de los derivados 
fenilados, almacenadas durante 8 días antes de su extracción. 
Compuesto Valor obtenido (µg/g como Sn) 
Concentración adicionada 
(µg/g como Sn) 
Rendimiento 
(%) 
RSD% 
(n= 3) 
MPhT 0,69 0,99 70,4 10,0 
DPhT 0,77 0,97 79,3 1,5 
TPhT 0,93 1,03 90,3 4,9 
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Figura A.3.5. (A) Cromatograma correspondiente a una muestra de sedimento con adición de 
DPhT a nivel de 0,97 µg/g como Sn. (B) Cromatograma para la misma muestra, pero con una 
adición extra de DPhT, 0,43 µg/g (como Sn), realizada inmediatamente antes de la extracción. 
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3.2.4.2. Derivados butilados 
 
También se evaluó la eficacia de la extracción para los derivados butilados trabajando 
con muestras de 200 mg de diferentes sedimentos: PACS-2, CRM-646 y un sedimento de canales 
de agua dulce (“freshwater sediment”) obtenido del antiguo BCR con ocasión de un estudio de 
intercomparación. Dichos sedimentos se extrajeron siguiendo el procedimiento indicado en el 
apartado 3.1.3, realizando 5 réplicas de cada muestra. 
 
Las muestras se cuantificaron mediante curvas de calibrado obtenidas para MBT, DBT y 
TBT etilados sobre disolución tampón, y utilizando TPT como patrón interno. Los coeficientes de 
regresión obtenidos para estas curvas de calibración fueron del orden de 0,999. 
 
En la  tabla A.3.8  se comparan los resultados obtenidos para los tres sedimentos,  con los 
valores certificados (PACS-2 y CRM-
646), y con otros recogidos en la 
bibliografía utilizando un método de 
lixiviación asistido por microondas[6, 7]. 
En general, se observa un buen acuerdo 
entre los valores certificados, los 
obtenidos mediante este procedimiento, y 
los encontrados mediante el proceso de 
lixiviación asistido por microondas, con 
la excepción del MBT. Para este 
compuesto, el procedimiento de 
sonicación proporciona, para los tres 
sedimentos estudiados, valores inferiores 
a los certificados, a los obtenidos con 
microondas[6], y a otros publicados por 
terceros autores (634 ± 82 ng/g[1], 428 ± 
76 ng/g[3]) para MBT en el sedimento PACS-2. 
 
Tabla A.3.8. Determinación de los derivados butilados de 
estaño en muestras de sedimentos (n= 5). Extracción con 5 
mL ácido acético, tiempo de sonicación 4 min. 
 Compuesto Valores obtenidos (ng/g) 
Valores 
certificados (ng/g) 
  PACS-2 a 
 MBT 280 ± 14 450 ± 50 
 DBT 990 ± 40 1090 ± 190 
 TBT 960 ± 76 980 ± 130 
  CRM-646 b 
 MBT 252 ± 10 610 ± 120 
 DBT 730 ± 26 770 ± 90 
 TBT 440 ± 24 480 ± 80 
  Freshwater sediment a 
 MBT 117 ± 7 163± 14 c 
 DBT 230 ± 11 237 ± 10 c 
 TBT 369 ± 15 378 ± 18 c 
 
a  Concentración expresada como estaño. 
b Concentración expresada como catión. 
C Valores obtenidos de la bibliografía. 
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En vista de los resultados obtenidos, tabla A.3.8, queda claro que en las condiciones 
utilizadas para la lixiviación de los derivados fenilados de estaño (4 minutos de tiempo de 
sonicación), sólo se extraen cuantitativamente el DBT y el TBT, pero no el MBT. 
 
En un intento por extraer una mayor cantidad de MBT del material de referencia PACS-2, 
se decidió trabajar con tiempos de  sonicación mayores.  La  figura A.3.6 muestra que la respuesta 
para el MBT aumenta 
paulatinamente con el tiempo de 
sonicación. Las concentraciones 
medidas tras un periodo de 
sonicación de 60 minutos, para 
PACS-2 expresados en ng/g (como 
estaño), fueron de: 484 ± 48 
(MBT), 1080 ± 28 (DBT) y 1005 ± 
28 (TBT), y para el CRM-646 
expresados como ng/g (como 
catión) fueron de 615 ± 7 (MBT), 
769 ± 20 (DBT) y 464 ± 10 (TBT). Ambos grupos de datos concuerdan con los valores 
certificados. El aumento en la cantidad de MBT extraída, puede ser el resultado directo de 
aumentar el tiempo de sonicación o indirecto del calentamiento de la suspensión 
(aproximadamente 60 ºC al cabo de 60 minutos de sonicación) debido a la exposición prolongada 
a la radiación de ultrasonidos. En estas condiciones, la recuperación para el TPhT (adicionado 
sobre el sedimento PACS-2, previamente a su extracción) fue sólo del 63 ± 6 %, apareciendo 
picos al tiempo de retención del MPhT y DPhT, que ponían en evidencia su degradación. 
 
La figura A.3.7 muestra la respuesta para TPhT, adicionado sobre muestras de PACS-2, 
en función del tiempo de sonicación. Por encima de los 10 minutos se pone de manifiesto una 
disminución de la cantidad de TPhT extraído, al tiempo que se detecta la presencia de MPhT y 
DPhT. 
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Figura A.3.6. Efecto del tiempo de sonicación en la extracción del 
MBT. PACS-2. 
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Figura A.3.7. Efecto del tiempo de sonicación  y de la temperatura de la disolución en 
la degradación del TPhT. 
 
De acuerdo con el gráfico anterior, no pueden utilizarse tiempos de sonicación superiores 
a 10 minutos sin que exista riesgo de degradación del TPhT. No obstante, puesto que la figura 
A.3.2 muestra que no existe diferencias cuantitativas en la recuperación del TPhT entre 4 y 10 
minutos, se mantuvo un tiempo de sonicación de 4 minutos. En estas condiciones se obtienen 
recuperaciones cuantitativas para DBT, TBT, DPhT y TPhT; mientras que sólo parte del MBT 
presente en las muestras de sedimentos es extraída. Para el MPhT las recuperaciones obtenidas se 
encuentran entre el 70 y 80 %. 
 
En la figura A.3.8. se presenta un cromatograma correspondiente a una muestra de CRM-
646a (200 mg) obtenido después de un tiempo de sonicación de 1 hora. En él se aprecian señales a 
los tiempos de retención del MPhT, DPhT y TPhT. No obstante, no se han podido cuantificar 
dichos analitos debido a los problemas de degradación previamente descritos. 
 
                                                 
a Este material contiene concentraciones entre 29 y 69 ng/g (como catión) de los fenil organoestánnicos (ver 
valores certificados en el Capítulo II). 
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Figura A.3.8. Cromatograma correspondiente a una muestra de CRM-646 con adición de TPT (100 
ng/mL). Tiempo de sonicación 60 minutos. 
 
 
3.2.5. Límites de cuantificación 
 
Los límites de cuantificación del método propuesto, correspondientes a una relación 
señal/ruido de 10, se encuentra en un rango de 5 a 26 ng/g, considerando una masa de sedimento 
de 200 mg, tabla A.3.9. 
 
Tabla A.3.9. Límites de cuantificación (S/N= 10). 
 Compuesto L.C. (ng/g como Sn)  
 MBT 5,8  
 DBT 5,3  
 MPhT 25,4  
 TBT 5,2  
 DPhT 18,4  
 TPhT 18,0  
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IV. APLICACIÓN DE LA MICROEXTRACCIÓN EN FASE 
SÓLIDA A LA DETERMINACIÓN DE BUTIL 
ORGANOESTÁNNICOS EN SEDIMENTOS 
 
Los compuestos butilados de estaño (tri-, di- y monobutilestaño) se pueden encontrar en 
el medio acuático a concentraciones desde unos pocos ng/L, en el caso de muestras de agua, a 
varios µg/g, en muestras sólidas, como sedimentos y organismos marinos. Su determinación en 
muestras medioambientales está basada en una preparación de muestra efectiva combinada con 
técnicas de detección selectivas y sensibles. En el caso de muestras sólidas, los analitos son 
primeramente lixiviados de la matriz, para a continuación derivatizarlos en el extracto acuoso y 
extraerlos, generalmente, a un disolvente orgánico. 
 
La SPME, en combinación con la cromatografía de gases, ha demostrado ser una técnica 
especialmente útil para la determinación de organoestánnicos volátiles (una vez derivatizados) en 
muestras de agua, logrando grandes factores de concentración en pocos minutos, y límites de 
detección a nivel de ng/L. Diversos autores han aplicado esta técnica a la determinación de 
organoestánnicos en sedimentos. Utilizando detectores con sensibilidades similares, los límites de 
detección descritos en la bibliografía presentan grandes discrepancias, variando desde 10 a 1000 
pg/g de sedimento[1, 2, 3]. 
 
En este apartado se va a extrapolar la utilización de la SPME al análisis de los 
organoestánnicos (MBT, DBT y TBT) en muestras de sedimentos mediante GC-MIP-AED. Se ha 
empleado una fibra de PDMS para concentrar los analitos del extracto ácido de la muestra, 
preparado según el procedimiento desarrollado en el apartado anterior (apartado III). El objetivo 
de este estudio es discutir las posibilidades y limitaciones de la SPME, evaluando los diferentes 
problemas que aparecen a la hora de cuantificar los analitos en este tipo de muestras, así como sus 
potenciales ventajas respecto al método de extracción líquido-líquido. 
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4.1. EXPERIMENTAL 
 
4.1.1. Preparación de patrones 
 
Las disoluciones patrón de los organoestánnicos polares se prepararon como se indica en 
el apartado 1.1.1 del presente capítulo. La disolución patrón de tetrabutilestaño (TeBT) se 
preparó en isooctano, a una concentración de 503 µg de estaño/mL de disolución. A partir de las 
disoluciones patrón se prepararon por pesada y dilución, en metanol, los diferentes patrones 
utilizados a lo largo de este estudio. 
 
 
4.1.2. Preparación de las muestras 
 
8 Muestras de sedimentos: 
 
En este estudio se utilizaron muestras de materiales de referencia, PACS-2, y CRM-646, 
conteniendo valores certificados de MBT, DBT y TBT, obtenidos del Nacional Research Council 
of Canada (NRCC, Canadá) y del Instituto de Materiales de Referencia y Medida (IRMM, 
Bélgica), respectivamente, además del IAEA-433, obtenido de la Agencia Internacional de la 
Energía Atómica. También se empleó un sedimento procedente de canales de agua dulce 
(freshwater sediment) obtenido durante un ejercicio de intercomparación organizado por el 
antiguo BCR, así como un sedimento arenoso recogido en el noroeste de España, secado a 60 ºC y 
tamizado a 200 µm. 
 
8 Extracción de los organoestánnicos de los sedimentos: 
 
La extracción de organoestánnicos de las muestras de sedimentos se llevó a cabo 
empleando la metodología descrita en el apartado III de este capítulo. En resumen, la muestra 
(100-500 mg), con la correspondiente adición de TPT (IS), se sonicó durante 60 minutos con 5 
mL de ácido acético glacial. A continuación, se centrifuga y se toma el sobrenadante para su 
posterior análisis. 
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8 HSSPME: 
 
Para llevar a cabo la SPME se emplearon viales de 115 mL de capacidad en los cuales se 
situaron alícuotas del extracto ácido de la muestra de sedimento (entre 50 y 1000 µL). Este 
extracto es neutralizado con amoníaco (0,6 mL de amoníaco en disolución acuosa al 25 % por 
cada mL de muestra) y diluido hasta un volumen final de 80 mL con disolución tampón 
acético/acetato 0,1 M a pH 5. A continuación, los viales son cerrados y agitados manualmente 
durante 2 minutos, antes de la adición de 0,5 mL de NaBEt4 al 0,5 %. La fibra de PDMS se 
expone al espacio de cabeza durante un tiempo determinado (de 2 a 60 minutos) y finalizada la 
etapa de muestreo, se introduce en el inyector del sistema GC-MIP-AED. Para evitar problemas 
de contaminación en el análisis de muestras consecutivas la fibra se desorbió adicionalmente, 
durante 2 minutos a 270 ºC, en el inyector de un cromatógrafo de gases distinto al equipo de 
medida. 
 
La extracción de los sedimentos se llevó a cabo en un laboratorio convencional, mientras 
que la preparación de las disoluciones de agente derivatizante y la microextracción se realizó en 
una cámara limpia, para evitar el incremento de las señales de los blancos por contaminación 
ambiental. 
 
 
4.1.3. Condiciones instrumentales de medida 
 
Las determinaciones de organoestánnicos se han realizado utilizando una versión 
comercial de un sistema GC-MIP-AED, compuesto de un cromatógrafo de gases Agilent modelo 
6890 series Plus equipado con un inyector split/splitless y control electrónico de presión. Este 
cromatógrafo está conectado a un plasma de helio inducido por microondas, y a un detector de 
emisión atómica (MIP-AED) Agilent modelo G2350A. La versión del detector (MIP-AED) HP 
modelo 5921A fue empleada de forma puntual para confirmar alguno de los resultados obtenidos. 
Para el control del equipo y tratamiento de datos se utilizó el software HP GC-AED ChemStation 
Rev. A.07.01. Las condiciones instrumentales de medida empleadas en este apartado se detallan 
en la tabla A.4.1.. 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
184        DETERMINACIÓN DE ORGANOESTÁNNICOS EN SEDIMENTOS, SPME 
 
 
Tabla A.4.1. Condiciones experimentales utilizadas en la determinación de organoestánnicos en 
sedimentos. 
 GC (Agilent 6890 Plus) 
  Inyector Split/splitlesss  
       Volumen de inyección 1 µL (inyección directa)  
       Tiempo de desorción 1 min (SPME)  
       Temperatura del inyector 270 ºC  
       Tiempo de splitless 
      Flujo de split 
1 min 
10 mL/min 
 
  Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Flujo en columna 
BP-5 
5 % metilfenil, 95 % dimetilsiloxano 
30 m x 0,32 mm i.d. x 0,25 µm 
1,5 mL/min (constante) 
 
  Gas portador He  
  Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
60 ºC 
1 min 
20 ºC/min 
280 ºC 
1 min 
 
 MIP-AED (Agilent G2350A) 
  Temperatura de la línea de transferencia 280 ºC  
  Temperatura de la cavidad 280 ºC  
  Flujos de helio 
      Venteo de la cavidad 
      Purga de ferrula 
 
270 mL/min 
20 mL/min 
 
  Purga del espectrofotómetro 2 L/min  
  Tiempo de venteo del disolvente 0-3,2 min  
  Gases auxiliares 
      Oxígeno 
      Hidrógeno 
 
1,7 bares 
1,4 bares 
 
  Longitud de onda de trabajo, Sn 303 nm  
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4.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
En este estudio sólo se van a determinar los derivados butilados de estaño y no los 
fenilados, debido a dos motivos. El primero es que se utilizan 60 minutos de sonicación para 
llevar a cabo la lixiviación de los analitos, por lo que el método de extracción propuesto sólo es 
cuantitativo para los derivados butilados (apartado 3.2.3.1). Otro motivo es que el TPhT, incluso 
después de su etilación, es un compuesto poco volátil, precisando incrementar la temperatura para 
favorecer su paso al espacio de cabeza del vial de microextracción, lo que provocaría la 
degradación del mismo a DPhT y MPhT. 
 
 
4.2.1. Optimización de las condiciones de microextracción en fase sólida 
 
El empleo de la SPME para la determinación de organoestánnicos ya se ha descrito en 
apartados anteriores, por lo que parámetros tales como el tipo de fibra, el pH de la muestra o la 
cantidad de agente derivatizante adicionado al vial de microextracción se tomaron de los trabajos 
realizados previamente y de otros descritos en la bibliografía[4, 5]. En todos los experimentos, se 
utilizaron fibras de PDMS, extractos ácidos de muestras de sedimentos tamponados a pH 5 y 0,5 
mL de NaBEt4 al 0,5 %. 
 
 
4.2.1.1. Centrifugación, agitación, tiempo y temperatura de exposición 
 
En este apartado se describe la influencia de la agitación, del tiempo y temperatura de 
exposición en el rendimiento de la HSSPME. Además, se considera la posibilidad de realizar la 
microextracción tanto sobre el extracto ácido obtenido después de centrifugar la muestra, como 
directamente sobre la suspensión (extracto y sedimento) obtenida después del proceso de 
sonicación. La segunda opción minimiza la manipulación de la muestra, aunque introduce una 
fase adicional en el vial de SPME. Para realizar este estudio se optó por un diseño factorial 24, con 
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un total de 16 experimentos. Los niveles de los factores considerados, así como la matriz de 
experiencias se muestran en las tablas A.4.2 y A.4.3, respectivamente. 
 
Tabla A.4.2. Codificación y niveles de los factores incluidos en el diseño. 
Niveles   Clave Factor 
Bajo Alto  
 A Agitación (600 rpm) Sin Con  
 B Centrifugación Sin Con  
 C Tiempo de exposición (min) 10 25  
 D Temperatura de exposición (ºC) 25 100  
 
Tabla A.4.3. Matriz de experiencias generada por el Statgraphics Plus. 
Experimento Agitación Centrifugación Tiempo de exposición (min) 
Temperatura de 
exposición (ºC) 
1 Sin Sin 25 25 
2 Sin Con 10 100 
3 Sin Con 25 25 
4 Con Con 10 100 
5 Con Con 10 25 
6 Sin Sin 25 100 
7 Con Sin 25 25 
8 Con Con 25 25 
9 Con Sin 10 100 
10 Sin Sin 10 100 
11 Con Sin 25 100 
12 Con Con 25 100 
13 Sin Con 25 100 
14 Sin Con 10 25 
15 Sin Sin 10 25 
16 Con Sin 10 25 
 
Los experimentos se realizaron empleando extractos en ácido acético obtenidos de la 
lixiviación de muestras de 200 mg de PACS-2 con adición de TPT a nivel de 0,90 µg como 
estaño/g de sedimento. Estos extractos fueron neutralizados y ajustados a un volumen final de 80 
mL, tal y como se indica en el apartado 4.1.2. 
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Las respuestas obtenidas para cada analito, tabla A.4.4, se introdujeron en el programa 
estadístico Statgraphics generando los gráficos Pareto, los gráficos de efectos principales, los 
gráficos de interacción entre factores y las superficies de respuesta. En la tabla A.4.5 se resumen 
los resultados obtenidos, mostrando los valores estandarizados para cada uno de los efectos 
principales asociados a los factores considerados, así como para las interacciones entre ellos. Los 
factores estadísticamente significativos, para un nivel de confianza del 95 %, son aquellos cuyos 
efectos estandarizados presentan un valor absoluto superior a 2,72. 
 
Tabla A.4.4. Área de pico obtenida para cada uno de los 
compuestos organoestánnicos considerados en el diseño factorial. 
Área de pico  
 Experimento 
MBT DBT TBT  
 1 716,9 988,2 727,8  
 2 460,3 1680,3 2465,6  
 3 1621,3 2696,5 1834,1  
 4 498,9 1729,6 2466,3  
 5 1586,2 2331,7 1172,6  
 6 485,6 1671,1 2848,3  
 7 1251,3 1585,5 1188,3  
 8 2024,5 3328,6 2218,1  
 9 505,1 1558,7 2473,9  
 10 318,2 1353,6 2591,1  
 11 545,8 1818,8 3102,8  
 12 414,9 1834,8 2969,5  
 13 234,6 1309,8 2851,8  
 14 1775,7 2777,4 1584,7  
 15 1064,1 1367,9 1016,2  
 16 1292,5 1494,6 953,3  
 
Tabla A.4.5. Valores estandarizados para los efectos principales y las interacciones de primer orden entre 
factores (A: agitación, B: centrifugación, C: tiempo y D: temperatura de exposición). 
Compuesto A B C D AB AC AD BC BD CD 
MBT 1,9 3,3* -0,3 -10,6* -0,8 1,2 -0,7 0,2 -3,9* 0,0 
DBT 1,5 4,8* 0,8 -3,0* -0,3 1,6 0,0 0,3 -4,6* -0,3 
TBT 0,8 3,5* 3,9* 14,4* -0,6 2,4 -0,1 1,8 -4,2* 0,7 
* Factores estadísticamente significativos para un nivel de confianza del 95 %. 
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Para todos los compuestos estudiados la centrifugación juega un papel importante, 
mostrando una influencia positiva en el rendimiento de la microextracción. Este comportamiento 
es hasta cierto punto predecible, ya que la eficacia del proceso de SPME es inversamente 
proporcional al número de fases en el vial de muestreo. Por ello, es recomendable centrifugar los 
extractos ácidos antes de llevar a cabo la microextracción. 
 
La agitación no mostró ser un factor estadísticamente significativo para ninguno de los 
compuestos estudiados, lo que contradice algunos de los resultados publicados en la 
bibliografía[1], pero está de acuerdo con los obtenidos en esta memoria para muestras de agua 
(apartado I de este capítulo). Este hecho se atribuye a la adición de la disolución de tetraetilborato 
sódico al vial que contiene la muestra mediante una jeringa, lo que provoca la agitación de la 
muestra favoreciendo el paso de los analitos etilados al espacio de cabeza del vial. 
 
La temperatura muestra dos tipos de comportamiento según la volatilidad de las especies 
consideradas, siendo un factor estadísticamente significativo para todas ellas. Presenta una 
influencia negativa para el MBT y DBT, disminuyendo la respuesta considerablemente a altas 
temperaturas, mientras que para el TBT presenta una influencia positiva, figura A.4.1. Además, la 
temperatura produce una interacción significativa con la centrifugación, en la cual también se 
aprecian estos dos tipos de comportamientos, figura A.4.2. Para los compuestos menos volátiles, 
la influencia de la temperatura es despreciable si no se centrifuga, mientras que después de la 
centrifugación la influencia es negativa y significativa. Para el TBT, el incremento de la 
temperatura favorece el rendimiento de la SPME, siendo el efecto más importante en ausencia de 
centrifugación. En cuanto al tiempo de extracción, sólo es significativo para el TBT (el menos 
volátil de los tres analitos considerados), presentando una mejora en la eficacia de la 
microextracción cuando se pasa de 10 a 25 minutos y se trabaja a temperaturas altas, figura A.4.1. 
Para el MBT y el DBT, el tiempo de extracción no es un factor estadísticamente significativo. En 
vista de estos resultados, para la realización de nuevos experimentos se trabajó sin agitación y con 
centrifugación. 
 
Durante la realización de este diseño se observó que al realizar la HSSPME a 100 ºC, en 
los cromatogramas obtenidos aparecían unos picos (tR= 7,4 y 8,3) que no correspondían a 
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derivados butilados de estaño. Además, dichas especies no se detectaron cuando se realizaba el 
mismo experimento a temperatura ambiente, figura A.4.3, lo que nos lleva a pensar que 
corresponden a compuestos de estaño poco volátiles. 
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Figura A.4.1. Gráficos de efectos principales. 
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Figura A.4.2. Superficies de respuesta para cada uno de los compuestos investigados. 
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Figura A.4.3. Cromatograma correspondiente a una muestra de PACS-2, llevando a cabo la HSPME a 100 
ºC y a temperatura ambiente. 
 
Para verificar si estas señales correspondían a compuestos de estaño, se repitió el 
experimento, y se registraron los cromatogramas utilizando las líneas de emisión de estaño a 303 
y 271 nm. Como se puede observar en la figura A.4.4, ambos picos presentan señal a ambas 
longitudes de onda, además, del espectro de emisión característico del estaño. 
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Figura A.4.4. Cromatogramas correspondientes a una muestra de PACS-2 sin adición de TPT, registrados a 
303 nm y 271 nm. Espectros de emisión para el pico de TBT y los picos desconocidos. 
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Dichos compuestos se han tratado de identificar mediante GC-MS, sin embargo las 
señales obtenidas fueron demasiado débiles para realizar una asignación fiable de su estructura. 
Otros autores como Suzuki y col.[6] han identificado más de 20 compuestos de estaño en un 
sedimento marino. Aguerre y col.[7] también encontraron picos desconocidos en una muestra de 
PACS-2 al analizarla mediante SPME y GC-ICP-MS. En ambos trabajos se ha propuesto que los 
picos con tiempos de retención próximos al TBT pueden corresponder a derivados octilados de 
estaño. 
 
 
4.2.1.2. Tiempo de exposición 
 
Se realizaron una serie de pruebas encaminadas a estudiar la cinética de extracción de los 
derivados butilados de estaño en muestras de sedimento. Para ello, se utilizaron alícuotas de 
extractos ácidos de un material de referencia (PACS-2), tamponadas a pH 5, realizando la 
HSSPME a temperatura ambiente y a 100 ºC en viales de 115 mL, y en las condiciones 
optimizadas en el apartado anterior. Los tiempos de exposición seleccionados oscilaron entre 2 y 
60 minutos. 
 
Los resultados obtenidos en estas pruebas se muestran en la figura A.4.5. Se observa que 
a temperatura ambiente el MBT y el DBT, alcanzan el equilibrio después de 8-10 minutos, 
mientras que el TBT necesita 20 minutos. Trabajando a 100 ºC, ya se ha alcanzado el equilibrio al 
cabo de 5 minutos. Se puede apreciar como el incremento de la temperatura provoca una 
disminución en la respuesta obtenida para MBT y DBT, debido a que el proceso de absorción es 
exotérmico.  De ahí que la respuesta a 100 ºC sea inferior a la respuesta obtenida a temperatura 
ambiente, una vez alcanzado el equilibrio. En estudios posteriores se trabajó a temperatura 
ambiente y con un tiempo de exposición de 10 minutos. 
 
Por otro lado, se puede observar que las cinéticas obtenidas a temperatura ambiente para 
muestras de sedimentos son similares a las que presentaban los derivados butilados cuando se 
llevaba a cabo la HSSPME en muestras de agua (figura A.1.6). 
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Figura A.4.5. Cinética de HSSPME a temperatura ambiente y a 
100 ºC, para extractos de sedimentos. 
 
 
4.2.1.3. Efecto matriz 
 
En este apartado se llevó a cabo un estudio para investigar la influencia tanto del volumen 
de extracto ácido, como del tipo de sedimento a analizar, en el rendimiento de la microextracción. 
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En el primer lugar, se emplearon diferentes volúmenes (desde 0,05 a 1,5 mL) de un pool 
de extractos resultado de la lixiviación de muestras de CRM-646 (100 mg) con 5 mL de ácido 
acético. En todos los casos se ajustó el pH a 5 y los extractos se llevaron a un volumen final de 80 
mL con disolución tampón acético/acetato. El tiempo de exposición considerado fue de 10 
minutos. En la figura A.4.6 se representan la respuesta obtenida para cada uno de los analitos, 
frente al volumen de extracto en el vial de microextracción. Inicialmente, el área de pico aumenta 
al incrementar el volumen de extracto añadido, y por lo tanto, la concentración de los 
organoestánnicos en el vial de microextracción. Sin embargo, a partir de un determinado valor 
(aproximadamente 1 mL de extracto) la respuesta tiende a permanecer constante. 
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Figura A.4.6. Influencia del volumen de extracto ácido, en el vial de 
microextracción, en el rendimiento de HSSPME. 
 
Una posibilidad para explicar este comportamiento, es considerar que se trate de un 
problema relacionado con la reacción de derivatización, ya que en todos los casos la cantidad de 
agente derivatizante adicionado fue la misma (0,5 mL de una disolución al 0,5 %), por lo que se 
podría pensar que no era suficiente para la etilación cuantitativa de los analitos, al incrementar el 
volumen de extracto considerado. Otra opción, es pensar que puede ser debido a una disminución 
en los valores de Kfs de los compuestos etilados, como consecuencia del cambio en la 
composición de la matriz en el vial de microextracción. 
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La figura A.4.7 compara las respuestas obtenidas para TeBT adicionado al vial de SPME 
a  una  concentración  de 100 ng/L como Sn.  En  el primer  caso  el  vial contenía solamente agua 
ultrapura, y en el segundo, 500 µL del extracto ácido de una muestra de CRM-646. En ambos 
casos el volumen de disolución en el vial de SPME se ajustó a 80 mL y el pH a 5. Los resultados 
obtenidos, figura A.4.7, muestran que el rendimiento de la microextracción está fuertemente 
influenciado por la presencia del extracto de sedimento en el vial de SPME. Por lo tanto, los 
límites de cuantificación del método propuesto no pueden correlacionarse directamente con el 
volumen del extracto de la muestra en el vial de microextracción, como se sugiere en algunas 
publicaciones[8]. 
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Figura A.4.7. Efecto de la composición de la matriz en 
el rendimiento de la microextracción para el TeBT (n= 
4). 
 
También se investigó la influencia del tipo de muestra en la eficacia de la HSSPME, 
utilizando TPT como analito modelo, y diferentes tipos de sedimentos: materiales de referencia 
(IAEA-433, PACS-2 y CRM-646), sedimento arenoso y sedimento procedente de canales de agua 
dulce (freshwater sediment). En todos los casos se extrajeron 200 mg de muestra con 5 mL de 
ácido acético glacial y se empleó un mililitro del extracto ácido centrifugado para llevar a cabo la 
microextracción. El TPT fue añadido directamente al vial de SPME con el fin de asegurar que las 
posibles diferencias en las respuestas obtenidas dependen sólo de la composición de la matriz, y 
no de la eficacia de la etapa anterior de lixiviación. 
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En la figura A.4.8 se comparan las respuestas obtenidas para el TPT en las diferentes 
muestras. Se escogió este analito, por ser el único de los organoestánnicos considerados que no 
estaba presente en las muestras medioambientales. Como se puede observar en este gráfico, los 
efectos de matriz no son tan importantes como para el TeBT (figura A.4.7), pero el rendimiento de 
la SPME varía dependiendo del tipo de muestra. 
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Figura A.4.8. Influencia del tipo de sedimento en el rendimiento de la microextracción, n= 3. 
 
En vista de estos resultados se puede concluir, que la eficacia de la microextracción está 
fuertemente influenciada por la composición de la matriz, por lo que la cuantificación de los 
analitos deberá realizarse mediante el método de las adiciones estándar. 
 
 
4.2.2. Caracterización del procedimiento analítico 
 
4.2.2.1. Condiciones experimentales 
 
A continuación se van a evaluar las características analíticas del método desarrollado, 
para el análisis de los derivados butilados de estaño en muestras de sedimentos. Las condiciones 
de trabajo utilizadas se resumen en la tabla A.4.6. 
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Tabla A.4.6. Parámetros experimentales del método de 
HSSPME propuesto. 
 HSSPME  
 Centrifugación extracto Sí  
 Volumen de muestraa 1 mL  
 Volumen final 80 mL  
 Fibra de SPME PDMS  
 Tiempo de extracción 10 min.  
 Temperatura de extracción Tª ambiente  
 
a Volumen máximo del extracto de sedimento en el vial 
de SPME.  
 
 
4.2.2.2. Linealidad 
 
Los butil organoestánnicos han sido detectados en sedimentos a concentraciones 
comprendidas desde unos pocos ng/g a varios µg/g. Por consiguiente, la linealidad del método de 
HSSPME desarrollado se investigó en un amplio rango de concentración (desde 10 a 3000 pg/mL 
en el vial de SPME). El TPT (patrón interno) fue adicionado a todos los viales a nivel de 460 
pg/mL (como estaño).  
 
Como se observa en la figura A.4.8, las curvas de adición no fueron lineales en el 
intervalo considerado. La linealidad se pierde cuando el área de pico es superior a 1300-1500 
unidades. Esta señal corresponde a concentraciones comprendidas entre 420 y 1000 pg/mL, 
dependiendo del compuesto, en el vial de SPME. En el intervalo de concentración comprendido 
entre 10 pg/mL y los valores anteriores, si se obtuvo una linealidad aceptable, con coeficientes de 
regresión comprendidos entre 0,998 y 0,999, tabla A.4.7. 
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Figura A.4.8. Linealidad de la HSSPME para cada uno de los compuestos 
considerados. 
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Tabla A.4.7. Evaluación de la linealidad de la respuesta para el 
método de HSSPME desarrollado. 
 Coeficiente de regresión (R2) 
 
Compuesto 
Intervalo de 
concentración 
(ng/L como estaño) Sin ISa Con ISb 
 MBT 22,1-726,6 0,9990 0,9998 
 DBT 22,4-419,0 0,9986 0,9999 
 TBT 23,0-431,0 0,9822 0,9982 
 
a Sin patrón interno. 
b Respuestas corregidas con el patrón interno. 
 
La falta de linealidad en un intervalo de concentración más amplio, puede ser 
consecuencia de la cantidad limitada de agente derivatizante o venir determinada por el rango de 
respuesta lineal del detector (MIP-AED). Este último fue el primero de los parámetros 
considerados. En la figura A.4.9 se representa la respuesta obtenida para patrones en isooctano 
conteniendo concentraciones crecientes de TeBT. La inyección se realizó en modo splitless, 
empleando un inyector automático. A partir de 1300-1500 unidades de área de pico, 
correspondientes a una concentración de 850 ng/mL (como estaño), se pierde la linealidad en la 
respuesta del detector. El experimento se repitió utilizando otro sistema GC-MIP-AED (modelo 
HP 5921A). De nuevo, para áreas de pico superiores a 1300-1500 unidades, correspondiendo en 
este caso a una concentración de 2000 ng/mL (como estaño), se observó una disminución en la 
pendiente de la curva de calibrado, figura A.4.10. 
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Figura A.4.9. Linealidad de la respuesta para el TeBT. Inyección de patrones 
en isooctano. 1 µL en modo splitless. Detector Agilent G2350A. 
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Figura A.4.10. Linealidad de la respuesta para el TeBT. Inyección de patrones 
en isooctano. 1 µL en modo splitless. Detector HP 5921A. 
 
En vista de estos resultados se puede concluir que el MIP-AED tiene un rango lineal de 
aproximadamente 3 órdenes de magnitud para compuestos organoestánnicos. Por consiguiente, 
cuando se utilice SPME como técnica de extracción para analizar muestras de sedimentos 
contaminados a niveles de concentración elevados, se deberá tomar un volumen mínimo del 
extracto ácido para llevar a cabo la microextracción. De otra forma, no se puede asegurar la 
linealidad de las curvas de adición. 
 
 
4.2.2.3. Límites de detección 
 
El límite de detección (L.D.) del método propuesto se calculó como la concentración de 
analito correspondiente a una señal 3 veces superior a la desviación estándar del blanco para 80 
mL de disolución tampón 0,1 M. Los límites de detección estimados para el MBT, DBT y TBT 
fueron de 1,49, 0,056 y 0,39 ng/L (como estaño)a, respectivamente. En el caso del DBT, la señal 
del blanco es muy baja y estable, por lo que los L.D. alcanzados están controlados principalmente 
por el rendimiento de la microextracción. Sin embargo, para el MBT y el TBT los L.D. se ven 
afectados en mayor medida por la señal de los blancos. 
                                                 
a Valores obtenidos llevando a cabo la SPME en cámara limpia. 
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La concentración mínima detectable de MBT, DBT y TBT en los sedimentos, se estimó 
considerando la contribución de las señales de los blancos y la dilución del extracto ácido en los 
viales de SPME. Si se toman 500 mg de muestra y se sitúa 1 mL de extracto ácido en el vial de 
SPME, los límites de detección del método propuesto serían de 1,19, 0,045 y 0,31 ng/g (como Sn) 
para el MBT, DBT y TBT, respectivamente. No obstante, hay que recordar que la eficacia de la 
HSSPME está influenciada por la composición del sedimento, por lo que los valores anteriores 
podrían verse incrementados. 
 
Estos límites de detección son similares a los obtenidos por otros autores, empleando la 
misma técnica de preparación de muestra y sistemas de detección tales como ICP-MS, MS, o 
FPD[1, 2, 8, 9], tabla A.4.8, e inferiores, sobre todo para DBT y TBT, a los obtenidos para el método 
basado en la etilación directa de los analitos sobre el extracto ácido y su posterior extracción a 
isooctano, desarrollado en el apartado III de este capítulo (L.D. en torno a 2-3 ng/g como estaño). 
Las discrepancias entre los valores publicados por diferentes autores, probablemente se deben a la 
contribución de las señales de los blancos, y a la forma de considerar esta contribución a la hora 
de calcular los límites de detección. 
 
 
Tabla A.4.8. Comparación de los límites de detección de distintos métodos de SPME para el 
análisis de butil organoestánnicos en muestras de sedimentos. 
Cantidad de 
muestra (g) 
Tiempo de 
microextracción 
(min) 
SPME L.D. (ng/g)a Técnica de detección Referencia 
1 10 HSSPME 0,73-0,97 GC-MS [1] 
1 60 SPME directa 0,02-0,07 GC-FPD [2] 
0,5 20 HSSPME 0,05-8,8 GC-FPD [3] 
0,5 10 HSSPME 0,019-0,06 GC-ICP-MS [10] 
0,5 10 HSSPME 0,045-1,19 GC-MIP-AED Este trabajo 
a Concentración expresada como estaño. 
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4.2.2.4. Precisión 
 
Para evaluar la repetibilidad del procedimiento analítico desarrollado (extracción ácida 
seguida de HSSPME) se emplearon extractos (alícuotas de 200 µL) correspondientes a 100 mg de 
materiales de referencia: PACS-2 y CRM-646. Las precisiones estimadas, corregidas y sin 
corregir con el patrón interno (IS), expresadas como desviación estándar relativa (RSD) oscilaron 
entre 2 y 12 %, tabla A.4.9. También se evaluó el mismo día la repetibilidad de la inyección en 
splitless para un patrón de butil organoestánnicos a un nivel de concentración de 150 ng/mL 
(como Sn). Tras 5 inyecciones consecutivas, la desviación estándar relativa obtenida se encontró 
entre el 1 y el 3 %, después de normalizar las repuestas con el patrón interno. 
 
La reproducibilidad se estudió llevando a cabo el análisis de 3 alícuotas de extractos 
ácidos de 3 muestras diferentes de PACS-2. En este caso la precisión estimada se encontró entre 
el 4 y el 15 %, tabla A.4.9. 
 
Tabla A.4.9. Repetibilidad y reproducibilidad (RSD %) en la determinación de  butil 
organoestánnicos en sedimentos mediante HSSPME. 
Repetibilidad (n= 3) Reproducibilidad (n= 9)
PACS-2 CRM-646 PACS-2 Compuesto 
Sin IS Con IS Sin IS Con IS Sin IS Con IS 
MBT 8,6 7,5 7,4 8,4 15,4 15,0 
DBT 4,4 2,1 6,8 5,7 7,3 4,5 
TBT 7,7 3,1 12,3 3,8 9,6 3,8 
 
 
4.2.2.5. Exactitud 
 
La exactitud del método propuesto se evaluó mediante la determinación de los derivados 
butilados de estaño en dos materiales de referencia: PACS-2 y CRM-646. En ambos casos, la 
cuantificación se llevó a cabo mediante el método de las adiciones estándar. Para ello, se 
emplearon sedimentos con adición de los analitos de interés a diferentes niveles de concentración, 
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correspondientes aproximadamente a 0,5, 1 y 1,5 veces su valor certificado. Estos sedimentos se 
extrajeron con 5 mL de ácido acético. A continuación, se tomaron alícuotas de 50 µL del extracto 
ácido centrifugado y se procedió a la microextracción de los compuestos en las condiciones 
optimizados anteriormente. Las curvas de adición obtenidas fueron lineales en todos los casos, 
presentando coeficientes de regresión que oscilaron entre 0,993 y 0,997. Las concentraciones 
obtenidas para cada compuesto en ambos materiales de referencia, mostraron un buen acuerdo 
con los valores certificados, tabla A.4.10, a excepción del MBT en el PACS-2, cuya 
concentración fue ligeramente superior al valor certificado. 
 
Tabla A.4.10. Exactitud del método propuesto. Comparación de las concentraciones obtenidas 
y certificadas para cada uno de los compuestos de butilestaño en los materiales de referencia. 
PACS-2 (ng/g como estaño) CRM-646 (ng/g como catión) 
Compuesto 
Valor certificado Valor obtenido Valor certificado Valor obtenido 
MBT 450 ± 50 590 ± 24 610 ± 120 503 ± 35 
DBT 1090 ± 150 1164 ± 40 770 ± 90 843 ± 17 
TBT 980 ± 130 939 ± 52 480 ± 80 512 ± 35 
 
 
4.2.3. Aplicación del método al análisis de una muestra real 
 
El método desarrollado fue aplicado a la determinación de derivados butilados de estaño 
en un sedimento marino arenoso que contenía concentraciones relativamente bajas de los analitos. 
La cuantificación se llevó a cabo mediante el método de adiciones estándar  a  3 niveles.  Además,  
se realizó el análisis de dicha muestra con el método 
de extracción líquido-líquido con isooctano propuesto 
en el apartado III. En ambos casos, se utilizaron 500 
mg de muestra. Los resultados obtenidos con ambos 
métodos, tabla A.4.11, fueron similares a pesar de que 
los niveles de concentración a los que se encuentran 
los analitos están muy próximos a los límites de 
cuantificación del procedimiento que usa extracción líquido-líquido de los derivados etilados. 
Tabla A.4.11. Concentraciones de los butil 
organoestánnicos (ng/g como estaño) 
encontradas en el sedimento arenoso 
analizado mediante HSSPME y LLE. 
Compuesto SPME LLE 
MBT 52,9 ± 2 57,4 ± 3 
DBT 9,7 ± 0,3 9,1 ± 0,7 
TBT 6,0 ± 0,6 5,0 ± 0,3 
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B. FÁRMACOS ANTIINFLAMATORIOS 
 
I. DETERMINACIÓN DE FÁRMACOS 
ANTIINFLAMATORIOS EN AGUA MEDIANTE SPME Y GC-
MS 
 
Los antiinflamatorios no esteroideos son un grupo de fármacos ácidos empleados de 
manera extensiva tanto en medicina como en veterinaria. Se caracterizan por su baja volatilidad y 
elevada polaridad, por lo que es necesaria su derivatización para determinarlos mediante 
cromatografía de gases. 
 
La mayoría de los procedimientos descritos en la bibliografía para la determinación de 
estos compuestos constan de una etapa de preconcentración, generalmente SPE, seguida de la 
derivatización de los analitos en medio orgánico y análisis por GC-MS. Los agentes derivatizantes 
capaces de reaccionar con el grupo carboxílico, presente en estos analitos, se caracterizan por ser 
sensibles a la humedad (tienden a degradarse), por lo que la derivatización debe realizarse en un 
medio orgánico libre de trazas de agua. 
 
En este apartado de la memoria se presenta un método de SPME y derivatización on-
fiber, como alternativa a los métodos de SPE, para determinar fármacos antiinflamatorios en 
muestras de agua mediante GC-MS. Las características analíticas de dicho procedimiento van a 
ser comparadas con las de un método de SPE desarrollado también en el propio laboratorio. 
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1.1. EXPERIMENTAL 
 
1.1.1. Preparación de patrones 
 
En este estudio se utilizaron los fármacos antiinflamatorios listados en Capítulo II, todos 
ellos suministrados por Sigma-Aldrich. A partir de los productos comerciales se prepararon, por 
pesada, disoluciones patrón para cada analito en metanol, a concentraciones comprendidas entre 
2300 y 3000 µg/mL, Tabla B.1.1. Estas disoluciones fueron conservadas a -20 ºC. 
 
Tabla B.1.1. Concentraciones de las disoluciones stock (µg/mL) de los fármacos antiinflamatorios. 
COMPUESTO Stock individualesa Disolución Aa 
Disolución 
Ba 
Disolución 
Cb 
Disolución 
Db 
Ibuprofeno 2963,7 21,5 - 19,1 - 
Naproxeno 2908,7 26,0 - 18,9 - 
Ketoprofeno 2338,2 23,7 - 19,1 - 
Ácido tolfenámico 2694,6 19,4 - 18,8 - 
Diclofenac 2541,5 26,1 - 19,8 - 
Ácido meclofenámico 2909,4 - 25,9 - 19,0 
a Disoluciones preparadas en metanol. 
b Disoluciones preparadas en acetato de etilo. 
 
A partir de los patrones individuales se prepararon por pesada y dilución una mezcla A en 
metanol que contenía los siguientes analitos: ibuprofeno, naproxeno, ketoprofeno, diclofenac y 
ácido tolfenámico, a concentraciones comprendidas entre 19 y 26 µg/mL. Además, se preparó una 
disolución B en metanol que contenía el ácido meclofenámico (utilizado como patrón interno en 
algunos experimentos) a una concentración de 26 µg/mL. A partir de estos patrones (A o B) se 
prepararon todas las diluciones necesarias para llevar a cabo las adiciones sobre las muestras de 
agua, empleadas en los diferentes estudios realizados a lo largo de esta tesis. Los patrones cuya 
concentración oscila entre 1 y 30 µg/mL se conservan en la nevera durante un periodo máximo de 
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6 meses. Los de concentración inferior se preparan con una frecuencia mensual, siendo 
almacenados también a 4 ºC. 
 
De igual forma se prepararon disoluciones patrón en acetato de etilo (C y D), las cuales 
fueron utilizadas para preparar los derivados sililados de los fármacos antiinflamatorios usados en 
la optimización de las separaciones cromatográficas. El proceso de derivatización en medio 
orgánico se realizó de la siguiente manera: 
En un vial ámbar de 1,5 mL se añadieron un volumen conocido de disolución 
patrón en acetato de etilo, 200 µL del reactivo derivatizante, N-metil-N-(tert-
butildimetilsilil)trifluoroacetamida (MTBSTFA) y la cantidad necesaria de acetato de 
etilo para ajustar el volumen final a 1 mL. Una vez encapsulado, el vial se introduce 
en el interior de un horno termostatizado a 60 ºC durante 60 minutos. Transcurrido 
este tiempo se retira del horno y se conserva a –20 ºC hasta su análisis[1]. 
 
 
1.1.2. Preparación de muestras para SPME 
 
En este trabajo se utilizaron distintas muestras de agua tanto con adición como sin 
adición de los fármacos antiinflamatorios. Las muestras de agua ultrapura fueron obtenidas en el 
propio laboratorio. Las muestras de agua residual (influente y efluente) se obtuvieron en una 
estación de depuración de aguas residuales urbanas, situada en las proximidades de Santiago de 
Compostela, y de un estudio de intercomparación en el que participó el Laboratorio de Química 
Analítica del Instituto de Investigación y Análisis Alimentario. Estas muestras fueron 
transportadas al laboratorio en botellas de vidrio ámbar, y una vez allí conservadas a 4 ºC. Antes 
de la extracción de los analitos, las muestras son filtradas sucesivamente a través de fibra de 
vidrio y de acetato de celulosa (0,45 µm de diámetro de poro). 
 
La concentración y derivatización de los analitos se realizó siguiendo el esquema de la 
figura B.1.1. En primer lugar se depositaron en los viales de extracción (10, 22 o 115 mL de 
capacidad) cantidades variables de NaCl (0-320 mg/mL de agua), así como una barra agitadora (4 
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x 12 mm para los viales de 10 y 22 mL, y de 6 x 25 mm para los viales de 115 mL). Los viales se 
llenaron completamente con la muestra para evitar pérdidas de los analitos en el espacio de 
cabeza. En las muestras con adición, el porcentaje máximo de metanol en el vial de SPME fue del 
1 %, para evitar variaciones en el rendimiento de la microextracción, en función del contenido de 
metanol. Seguidamente, se encapsularon los viales y se expuso la fibra de SPME directamente a la 
muestra. Finalizada la etapa de extracción se realizó la sililación on-fiber de los analitos. Para 
ello, la fibra se situó en el espacio de cabeza de un vial de 1,5 mL conteniendo 50 µL de 
MTBSTFA. A continuación, la fibra es desorbida durante 3 minutos en el inyector del equipo de 
medida (GC-MS). 
 
• Exposición directa  
Fibra PA (85 µm)
• Muestra de agua
• Agitación magnética
1. Extracción.
2. Derivatización. 
• Exposición espacio de cabeza
• Vial 1,5 mL
• MTBSTFA
3. Desorción y análisis. 
GC-MS
 
Figura B.1.1. Esquema del proceso de SPME para la determinación de fármacos antiinflamatorios en 
matrices acuosas. 
 
Las diferentes fibras consideradas en este estudio fueron: 
- 100 µm polidimetilsiloxano (PDMS). 
- 85 µm poliacrilato (PA). 
- 65 µm polidimetilsiloxano/divinilbenceno (PDMS/DVB). 
- 75 µm carboxen/polidimetilsiloxano (CAR/PDMS). 
- 75 µm carbowax/divinilbenceno (CW/DVB). 
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Antes de utilizarlas por primera vez, las fibras deben ser acondicionadas siguiendo las 
instrucciones del fabricante (apartado 1.4 del Capítulo II). 
 
 
1.1.3. Condiciones instrumentales de medida 
 
Para la determinación de los fármacos antiinflamatorios, se empleó un cromatógrafo de 
gases modelo Varian GC Star 3400 Cx equipado con un inyector split/splitless modelo Varian 
1077 y conectado a un espectrómetro de masas tipo trampa de iones modelo Varian Saturn 3. Para 
el control del equipo y tratamiento de datos se utilizó el software Varian Saturn GC/MS v. 5. Las 
condiciones instrumentales de medida empleadas en este estudio se detallan en la tabla B.1.2. 
 
Tabla B.1.2. Condiciones instrumentales empleadas en la determinación de fármacos antiinflamatorios 
mediante GC-MS. 
GC (Varian GC Star 3400 Cx)  
 Inyector Split/splitlesss 1077 
      Temperatura del inyector 220 ºC (CW/DVB), 250 ºC (PDMS, PDMS/DVB), 280 ºC (PA, CAR/PDMS, inyección directa) 
      Volumen de inyección 
      Tiempo de splitless 
      Relación de split 
Inyección directa, 1 µL 
3 min 
50:1 
 Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Presión en cabeza de columna 
BP-5 
5 % fenil, 95 % dimetil-polisiloxano 
30 m x 0,25 mm i.d. x 0,25 µm 
8 psi 
 Gas portador He 
 Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
   Primer gradiente 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
   Segundo gradiente 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
50 ºC 
3 min 
 
10 ºC/min 
230 ºC 
25 min 
 
20 ºC/min 
250 ºC 
5 min 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
210   DETERMINACIÓN DE AINEs EN MUESTRAS ACUOSAS 
Tabla B.1.2. (CONTINUACIÓN) Condiciones instrumentales empleadas en la determinación de fármacos 
antiinflamatorios mediante GC-MS. 
MSD (Varian Saturn 3)  
 Modo de ionización Impacto electrónico (EI) a 70 eV 
 Corriente de emisión del filamento 20 µA 
 Temperaturas 
      Temperatura de la línea de transferencia 
      Temperatura de la trampa de iones 
      Temperatura del manifold 
 
250 ºC 
200 ºC 
50 ºC 
 Velocidad de adquisición 0,8 s/scan 
 Tiempo de delay 10 min 
 Rango de adquisición de masas 10-25 min (100-330 m/z); 25-45 min (140-420 m/z) 
 
 
1.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
1.2.1. Selección del reactivo derivatizante 
 
La elección del reactivo derivatizante se realizó en base a la información disponible en la 
bibliografía y a la experiencia adquirida en nuestro laboratorio con la utilización del MTBSTFA 
para la derivatización de analitos conteniendo grupos ácidos en medio orgánico[1]. Los tert-
butildimetilsilil derivados presentan una gran estabilidad frente a la hidrólisis y características, 
como puntos de ebullición y masas moleculares relativamente altas, que favorecen su separación 
y posterior detección mediante espectrometría de masas. Además, las fibras de SPME son más 
estables cuando se exponen a los vapores del MTBSTFA que a otros agentes sililantes como por 
ejemplo al bis(trimetilsilil)trifluoroacetamida (BSTFA), también empleado en la derivatización de 
compuestos polares[2]. Por ello, se optó por el MTBSTFA como reactivo derivatizante para llevar 
a cabo la sililación de los analitos en la fibra de SPME. 
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1.2.2. Identificación de los fármacos antiinflamatorios 
 
La identificación y caracterización de los compuestos estudiados (ibuprofeno, naproxeno, 
ketoprofeno, ácido tolfenámico, diclofenac y ácido meclofenámico (IS)) se realizó, una vez 
derivatizados, en base a sus tiempos de retención en la columna cromatográfica y a sus espectros 
de masas, tabla B.1.3 y Anexo I. Para ello, se realizaron inyecciones de patrones individuales y de 
un patrón que contenía todos los fármacos considerados, ambos derivatizados en acetato de etilo 
como se indica en el apartado 1.1.1. 
 
Tabla B.1.3. Tiempos de retención e iones de cuantificación (GC-MS) para los fármacos 
antiinflamatorios derivatizados. 
 
 Compuesto tR (min.) Mma Mmb 
Ión cuantificación 
(m/z)  
 Ibuprofeno 21,3 206 320 263  
 Naproxeno 31,1 230 344 287  
 Ketoprofeno 34,2 254 368 311  
 Ácido tolfenámico 36,7 261 375 318+320  
 Diclofenac 37,3 295 409 352+354+356  
 Ácido meclofenámicoc 40,9 295 409 352+354+356  
 
a Masa molecular de los compuestos sin derivatizar. 
b Masa molecular de los compuestos derivatizados 
c Patrón interno. 
 
 
 
Como puede observarse en la figura B.1.2, los picos de las especies objeto de estudio se 
resuelven a línea base y no presentan colas. Los espectros de masas correspondientes (Anexo I) se 
caracterizan porque el pico base para cada analito corresponde a la pérdida de un grupo tert-butilo 
por parte del ión molecular ([M-tBu]+). 
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Figura B.1.2. Cromatograma correspondiente a un patrón de 500 ng/mL de los fármacos 
antiinflamatorios derivatizados: (a) corriente iónica total (TIC), (b) m/z 263, (c) m/z 287, (d) m/z 
311, (e) m/z 318+320 y (f) m/z 352+354+356. 
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1.2.3. Optimización de las condiciones de microextracción en fase sólida 
(SPME) y derivatización on-fiber 
 
La eficacia de la microextracción en fase sólida se ve afectada por varios factores como 
por ejemplo, el pH, la agitación, el tiempo de exposición, la posición de la fibra, etc. Además, si la 
microextracción está seguida de una etapa de derivatización, el rendimiento de ésta también afecta 
a las características analíticas del proceso de preparación de muestra. Por consiguiente, es preciso 
estudiar la influencia de los factores que afectan tanto al proceso de microextracción como a la 
derivatización on-fiber, con el fin de obtener las mejores prestaciones analíticas en la etapa de 
preparación de la muestra. Durante la optimización de las etapas de extracción y derivatización se 
utilizaron muestras de agua Milli-Q con adición de los analitos a nivel de 30 ng/mL. 
 
 
1.2.3.1. Agitación, pH, efecto salino y volumen de derivatizante 
 
En este apartado se va a evaluar la influencia de la agitación, del pH del medio, de la 
fuerza  iónica  (cloruro sódico)  y  del  volumen de derivatizante  (MTBSTFA)  en la eficacia de la  
microextracción. Para ello, se empleó un 
diseño factorial fraccional a dos niveles, 
tipo 24-l con un total de 8 experimentos. El 
diseño factorial fraccional confunde las 
interacciones entre los factores, aunque no 
los efectos principales. Como 
contrapartida, permite identificar los 
factores más significativos con un mínimo 
esfuerzo experimental. Los niveles de los factores considerados se indican en la tabla B.1.4. 
 
Como ya se ha comentado anteriormente, los fármacos antiinflamatorios se caracterizan 
por ser compuestos poco volátiles, polares y muy solubles en medio acuoso. Por ello, para realizar 
estos experimentos se recurrió al muestreo directo sobre una disolución acuosa utilizando una 
 Tabla B.1.4. Codificación y niveles de los factores 
incluidos en el diseño experimental. 
NIVELES  CLAVE FACTOR 
Bajo Alto 
 A pH 3,4 6 
 B Agitación (1100 rpm) sin con 
 C NaCl (mg/mL) 0 320 
 D Volumen MTBSTFA (µL) 20 150 
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fibra de poliacrilato. La SPME se llevó a cabo en viales de 10 mL llenos completamente con la 
muestra. Tras la extracción de los analitos durante 30 minutos, se procedió a la derivatización on-
fiber en el espacio de cabeza de un vial de 1,5 mL que contenía el reactivo derivatizante. El 
proceso se realizó a temperatura ambiente durante 30 minutos. A continuación, la fibra se 
desorbió en el inyector del equipo GC-MS y las áreas de pico para cada compuesto fueron 
utilizadas como variables de respuesta. 
 
Se utilizó el programa Statgraphics Plus para la obtención de la matriz de experiencias, 
tabla B.1.5, así como para el análisis de los resultados generados en los experimentos del diseño, 
tabla B.1.6. 
 
Tabla B.1.5. Matriz de experiencias generada por Statgraphics Plus. 
Experimento pH Agitación NaCl (mg/mL) VMTBSTFA (µl)
1 6 sin 0 150 
2 6 sin 320 20 
3 3,4 con 320 20 
4 6 con 320 150 
5 6 con 0 20 
6 3,4 sin 0 20 
7 3,4 con 0 150 
8 3,4 sin 320 150 
 
Tabla B.1.6. Áreas de pico obtenidas para cada uno de los fármacos antiinflamatorios en los experimentos 
del diseño factorial. 
Área de pico 
Experimento 
Ibuprofeno Naproxeno Ketoprofeno Ácido tolfenámico Diclofenac 
Ácido 
meclofenámico 
1 149307 86536 19879 270502 91842 250196 
2 4772 1626 0 90168 7839 75426 
3 1551865 1180571 425357 443005 403261 100156 
4 9427 7655 3828 452771 11693 522111 
5 185073 8812 13597 5449025 295614 1556195 
6 348245 225933 64605 225335 78497 191931 
7 172247 918374 212918 5263169 1285759 2591447 
8 245361 182489 84370 148338 40520 139105 
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La importancia relativa de los factores estudiados se resumen en la tabla B.1.7. En 
general, el factor menos significativo fue el volumen de derivatizante. Este parámetro se fijó en un 
valor intermedio (50 µL) dentro del rango estudiado, para experimentos posteriores. 
 
Tabla B.1.7. Importancia relativa de los efectos asociados a cada uno de los factores considerados en el 
diseño factorial fraccional 24-1. 
FACTOR Ibuprofeno Naproxeno Ketoprofeno Ác. tolfenámico Diclofenac 
Ác. 
meclofenámico
pH 
− − − − − − − − − − − − + + − − − − 
NaCl 
− − + + + − − − − − − − − 
VMTBSTFA + − − − + + + + 
Agitación + + + + + + + + + + + + + + + + + + + + + 
 
En cuanto al resto de las variables, se llevó a cabo un análisis de varianza, tras haber 
eliminado el factor que exhibía el menor efecto sobre la respuesta de cada uno de los analitos. Tal 
y como se observa en las figuras B.1.3 y B.1.4, la agitación presenta una influencia positiva en el 
rendimiento de la microextracción para todas las especies consideradas, resultando 
estadísticamente significativa (a un nivel de confianza del 95 %) para ibuprofeno, naproxeno y 
ácido tolfenámico, por lo que de aquí en adelante se llevarán a cabo todas las experiencias con 
agitación magnética. Con respecto al pH del medio y el efecto salino se aprecia un 
comportamiento más complejo, figura B.1.4, ya que dependiendo del compuesto considerado, la 
influencia de ambas variables sobre la respuesta obtenida puede ser positiva o negativa, por lo que 
se llevó cabo un estudio más detallado. 
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Figura B.1.3. Gráficos Pareto para cada uno de los AINEs investigados. 
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Figura B.1.3. (CONTINUACIÓN) Gráficos Pareto para cada uno de los AINEs investigados. 
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Figura B.1.4. Efectos principales. 
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Figura B.1.4. (CONTINUACIÓN) Efectos principales. 
 
Para investigar la influencia del pH y del cloruro sódico sobre la eficacia de la 
microextracción, se trabajó con disoluciones acuosas a diferentes pHs (2,1, 3,3, 4 y 5,9), con 
adición de los analitos de interés a nivel de 30 ng/mL. Todos los experimentos se realizaron sin y 
con cloruro sódico (320 mg/mL), fijando el resto de las variables optimizadas en el apartado 
anterior. 
 
Como se puede observar en la figura B.1.5, la adición de sal afecta negativamente a la 
eficacia de la extracción para el ácido tolfenámico, diclofenac y ácido meclofenámico, resultando 
concordantes estos datos con los obtenidos anteriormente en el diseño experimental. Estos 
compuestos contienen en su estructura aparte del grupo carboxílico un grupo amino (apartado 
3.1.1., Capítulo I) que, probablemente provoca que a los cuatro pHs estudiados los compuestos se 
encuentren en forma iónica. Por esta razón, al añadir cloruro sódico la respuesta decrece, ya que 
aumenta la fuerza iónica de la disolución acuosa, disminuyendo la afinidad de estas especies por 
el recubrimiento polimérico de la fibra. 
 
Para ibuprofeno, naproxeno y ketoprofeno, el rendimiento de la microextracción 
disminuye cuando se incrementa el valor de pH. El efecto del cloruro sódico es dependiente del 
pH. Se observa que a pHs inferiores a sus pKa (ibuprofeno: 4,91; naproxeno: 4,15; y ketoprofeno: 
4,45), la adición de sal muestra una influencia positiva en la microextracción, a causa del efecto 
salino. La adición de sal provoca la disminución de la solubilidad de los analitos, favoreciendo de 
este modo, su paso a la fase extractante. No obstante, a pH 6, el efecto del cloruro sódico es 
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despreciable e incluso negativo. Este hecho es debido a que a este pH las especies se encuentran 
como carboxilatos, por lo que un incremento en la fuerza iónica del medio provoca un aumento de 
su solubilidad y por tanto, una disminución de su afinidad por la fibra de PA. Este tipo de 
comportamiento ya ha sido descrito por Buchholz y col.[3], cuando determinaron fenoles en 
muestras de agua empleando una fibra de poliacrilato. 
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Figura B.1.5. Influencia del pH del medio y de la adición de cloruro sódico (320 mg/mL) en la eficacia de 
la microextracción con derivatización on-fiber. 
 
En vista de estos resultados se decidió trabajar a pH 3 y llevar a cabo la microextracción 
sin adicionar cloruro sódico a las muestras. Obviamente, esta última decisión es una solución de 
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compromiso que afecta positivamente a la eficacia de la extracción para el ácido tolfenámico, 
diclofenac y ácido meclofenámico, y negativamente al resto. 
 
 
1.2.3.2. Recubrimiento de la fibra 
 
En este apartado se va a investigar la influencia del tipo de recubrimiento de la fibra de 
SPME en la eficacia de la microextracción. Se emplearon 5 fibras de diferente naturaleza, tabla 
B.1.8. En todos los casos, éstas fueron expuestas directamente a una muestra de agua Milli-Q 
ajustada a pH 3, con adición de los compuestos de interés a nivel de 30 ng/mL, durante 30 
minutos. A continuación, se situaron en el espacio de cabeza de viales de 1,5 mL que contenían 
50 µL de MTBSTFA, durante 30 minutos a temperatura ambiente. Tras la derivatización, las 
fibras fueron desorbidas en el inyector del equipo GC-MS a la temperatura correspondiente para 
cada recubrimiento. 
 
Tabla B.1.8. Tipos de recubrimientos, espesor de fibra y 
temperatura de desorción. 
 Recubrimiento 
Espesor 
(µm) 
Tª desorción 
(ºC)  
 PA 85 280  
 CW/DVB 65 220  
 PDMS 100 250  
 PDMS/DVB 65 250  
 CAR/PDMS 75 280  
 
Para la fibra de CW/DVB no se logró evaluar el rendimiento de la microextracción, 
debido a que el recubrimiento se desprendía de la aguja de sílice a los pocos minutos de estar 
expuesto a la muestra. 
 
En la figura B.1.6 se representa gráficamente la influencia del tipo de fibra en la 
respuesta obtenida para cada uno de los compuestos estudiados. De acuerdo con la naturaleza 
polar de los analitos, la máxima eficacia de la microextracción se alcanza con la fibra de 
poliacrilato, a excepción del ibuprofeno y el ácido meclofenámico, que presentan mejores 
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respuestas con la fibra de PDMS/DVB. Para el ácido tolfenámico, la fibra de PDMS/DVB 
muestra resultados similares a los obtenidos con la fibra de PA. A la vista de estos resultados, se 
seleccionó la fibra de PA para llevar a cabo experimentos posteriores. 
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Figura B.1.6. Efecto del recubrimiento de la fibra en la eficacia de la extracción. Respuestas normalizadas 
respecto a la fase que produce la máxima señal. 
 
 
1.2.3.3. Tiempo y modo de muestreo 
 
La cinética del proceso de extracción se estudió empleando una fibra de PA, muestreo 
directo y el resto de condiciones optimizadas en los apartados anteriores (pH 3, sin NaCl, con 
agitación magnética y 50 µL MTBSTFA). Los tiempos de exposición seleccionados fueron: 5, 10, 
20, 30, 40, 60, 120 y 180 minutos, mientras que el tiempo de derivatización se mantuvo constante 
en 30 minutos. Tanto la microextracción como la derivatización on-fiber se realizaron a 
temperatura ambiente. 
 
En la figura B.1.7 se muestra los resultados obtenidos. Como se puede apreciar, las 
cinéticas de extracción de estos analitos son muy lentas, consiguiendo alcanzar el equilibrio entre 
la muestra y la fibra, sólo después de un período de 2 horas, a excepción del diclofenac que tras 
180 minutos, todavía no ha alcanzado el equilibrio. El tiempo de extracción se limitó a 40 minutos 
en experimentos posteriores, para no alargar excesivamente la duración de la preparación de 
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muestra. No obstante, en caso de necesitar mejorar los límites de detección del método, se podría 
considerar la utilización de tiempos de muestreo superiores. 
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Figura B.1.7. Cinética de extracción. SPME directa a temperatura ambiente. Fibra de PA. 
 
Por otro lado, también se evaluó la influencia de la posición de la fibra en el rendimiento 
de la extracción. Para ello, se llevó a cabo un estudio en el que se expuso la fibra, durante 40 
minutos, al espacio de cabeza de un vial de 22 mL que contenía 10 mL de disolución acuosa con 
adición de los analitos de interés. La extracción se realizó a temperatura ambiente y a 100 ºC. Los 
resultados se compararon con los obtenidos en las mismas condiciones de extracción y 
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derivatización, pero exponiendo la fibra directamente a la muestra a ambas temperaturas, figura 
B.1.8. 
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Figura B.1.8. Comparación HSSPME con SPME directa, manteniendo constante el tiempo de muestreo 
en 40 minutos. 
 
Tal y como era de esperar, debido a la baja volatilidad de los analitos, el rendimiento de 
la microextracción es menor cuando se trabaja en espacio de cabeza (HSSPME) que cuando se 
lleva a cabo el muestreo directo. Por otra parte, trabajando con muestreo directo, se observa que a 
temperatura ambiente se obtienen mejores respuestas que a 100 ºC. Este hecho es debido a que la 
microextracción es un proceso exotérmico, el cual se ve desfavorecido al elevar la temperatura. 
 
 
1.2.3.4. Volumen de muestra 
 
Para investigar el efecto del volumen de muestra en el área de pico para cada uno de los 
compuestos estudiados, se emplearon viales de diferentes capacidades: 10, 22 y 115 mL. Todos 
ellos se llenaron completamente con la muestra. Tanto la SPME directa como la derivatización se 
llevaron a cabo durante 40 minutos a temperatura ambiente. 
 
Como se muestra en la tabla B.1.9, se obtuvo una ligera mejora en el rendimiento de la 
microextracción cuando el volumen de muestra se incrementa de 10 a 22 mL, pero no se observa 
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ninguna variación significativa cuando se pasa de 22 a 115 mL. Por lo tanto, se emplearán los 
viales de 22 mL para llevar a cabo nuevos experimentos. 
 
Tabla B.1.9. Influencia del volumen de muestra en la 
eficacia de la SPME directa (n=2). 
Área de pico normalizada   
 Compuesto 
10 mL 22 mL 115 mL  
 Ibuprofeno 76 100 93  
 Naproxeno 81 100 99  
 Ketoprofeno 67 100 91  
 Ácido tolfenámico 60 100 98  
 Diclofenac 70 100 97  
 Ác. meclofenámico 69 100 93  
 
 
1.2.3.5. Tiempo y temperatura de derivatización 
 
En este apartado se describe la influencia del tiempo y de la temperatura de 
derivatización en el rendimiento de la reacción de sililación on-fiber. 
 
En primer lugar se comenzó estudiando la influencia del tiempo de derivatización. La 
fibra de PA se expuso directamente a la muestra durante 40 minutos. A continuación, se procedió 
a la derivatización on-fiber a temperatura ambiente usando 50 µL de MTBSTFA. Los tiempos 
escogidos para realizar este estudio fueron: 5, 20, 40, 60 y 85 minutos. 
 
En la figura B.1.9 se representa el área de pico para cada uno de los compuestos 
estudiados en función del tiempo de exposición al agente derivatizante (MTBSTFA). El tiempo de 
derivatización no resultó un parámetro demasiado influyente en la respuesta de los analitos. La 
excepción a este comportamiento son el ácido tolfenámico, para el que a medida que aumenta el 
tiempo de derivatización la respuesta aumenta ligeramente, y el diclofenac, que presenta un 
comportamiento opuesto. En vista de estos resultados se fijó el tiempo de derivatización en 20 
minutos, con el propósito de ajustar la duración de la preparación de muestra (40 minutos de 
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extracción más 20 minutos de derivatización on-fiber) a la duración de la separación 
cromatográfica de los AINEs. 
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Figura B.1.9. Efecto del tiempo de derivatización en la respuesta de los fármacos 
antiinflamatorios sililados. 
 
La temperatura de derivatización fue otro de los parámetros estudiados en este apartado. 
De manera similar al estudio anterior, se mantuvo fijo el tiempo de derivatización en 20 minutos y 
se varió la temperatura (25, 40, 60 y 100 ºC). Los resultados obtenidos se muestran en la figura 
B.1.10. Como se puede apreciar, las respuestas obtenidas fueron similares en el intervalo 
comprendido entre 25 y 60 ºC. Sin embargo, cuando la temperatura se incrementaba a 100 ºC la 
respuesta disminuía considerablemente (especialmente en el caso del ibuprofeno). Probablemente, 
este hecho es debido a la desorción de los analitos de la fibra durante esta etapa. En vista de estos 
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resultados se seleccionó la temperatura de 40 ºC, por ser el valor al cual se observó una menor 
desviación estándar. 
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Figura B.1.10. Influencia de la temperatura de derivatización en la respuesta de los fármacos antiinflamatorios 
sililados (Volumen MTBSTFA= 50 µL, tiempo de derivatización= 20 minutos; n=3, excepto para 100 ºC). 
 
 
1.2.3.6. Efectos de memoria 
 
Para estudiar la existencia de efectos memoria en la fibra de PA, se expuso a una muestra 
de agua Milli-Q con adición de los fármacos antiinflamatorios a nivel de 30 ng/mL. Tanto la 
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microextracción como la derivatización se realizaron bajo las condiciones optimizadas en los 
apartados anteriores. Después de la desorción, durante 3 minutos a 280 ºC en el inyector del 
sistema cromatográfico, se investigó la presencia de restos de especies derivatizadas y/o no 
derivatizadas en el recubrimiento de la fibra. 
 
En el primer caso, especies derivatizadas, la misma fibra fue desorbida dos veces 
consecutivas después del proceso de extracción-derivatización. Las áreas de pico obtenidas en la 
segunda inyección fueron inferiores al 0,3 % de las obtenidas en la primera desorción, tabla 
B.1.10. 
 
Para detectar restos de especies sin derivatizar, después de la desorción de la fibra, ésta 
fue expuesta de nuevo al agente derivatizante. En el caso del ácido tolfenámico y del ácido 
meclofenámico las áreas de pico obtenidas en la segunda desorción representaron alrededor de 
0,8-0,9 % de las señales correspondientes a la primera, tabla B.1.10. Para el resto de los analitos 
estudiados los efectos de memoria fueron inferiores al 0,4 %. 
 
Tabla B.1.10. Respuestas normalizadas en la desorción consecutiva de las fibras de PA. 
Desorción a 280 ºC durante 3 minutos. 
% área de pico  
Especies sililadas Especies no sililadas   Compuesto 
1ª desorción 2ª desorción 1ª desorción 2ª desorción  
 Ibuprofeno 99,97 % 0,03% 99,95 % 0,05 %  
 Naproxeno 99,90% 0,10% 99,80 % 0,20 %  
 Ketoprofeno 100 % - 99, 63 % 0,37 %  
 Ác. Tolfenámico 99,85 % 0,15 % 99,18 % 0,82 %  
 Diclofenac 100 % - 99,87 % 0,13 %  
 Ác. meclofenámico 99,7 % 0,30 % 99,10 % 0,90 %  
 
Para evitar problemas significativos de contaminación, especialmente cuando se analizan 
muestras reales, las cuales pueden contener diferentes concentraciones de fármacos 
antiinflamatorios, se recomienda una segunda desorción de la fibra de PA durante 5 minutos a 280 
ºC. Este proceso se puede llevar a cabo en el inyector de otro cromatógrafo desprovisto de 
columna. 
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1.2.3.7. Efectos de matriz 
 
Para investigar la potencial influencia del efecto matriz en el rendimiento de la 
extracción, se compararon las respuestas obtenidas para tres tipos de agua diferentes: agua 
ultrapura, efluente y influente de una estación de depuración de aguas residuales. A estas muestras 
se le ajusto el pH a 3 y se le adicionó los analitos de interés a nivel de 8 ng/mL. A continuación se 
realizó la microextracción y la derivatización on-fiber en las condiciones optimizadas en los 
apartados anteriores. En la figura B.1.11 se presentan los resultados obtenidos, en los cuales se 
observa un ligero efecto matriz. La respuesta para las aguas residuales sin tratar supone entre un 
70 y 80 % de la  correspondiente a agua Milli-Q. Por ello, se recomienda el método de las 
adiciones estándar para mejorar la exactitud de los resultados. 
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Figura B.1.11. Influencia del tipo de muestra en la eficacia del proceso de extracción. 
 
 
1.2.4. Caracterización del procedimiento analítico 
 
1.2.4.1. Condiciones experimentales 
 
En la tabla B.1.11 se resumen los valores optimizados de los parámetros experimentales 
relacionados con la microextracción y la derivatización on-fiber de los fármacos 
antiinflamatorios. 
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Tabla B.1.11. Parámetros experimentales del método propuesto. 
 SPME directa  
 Volumen de muestra 20 mL  
 pH 3  
 Agitación 1100 rpm  
 Fibra de SPME Poliacrilato  
 Tiempo de extracción 40 min.  
 Temperatura de extracción Tª ambiente  
 Derivatización on-fiber  
 Derivatizante MTBSTFA  
 Volumen de derivatizante 50 µL  
 Tiempo de derivatización 20 min.  
 Temperatura de derivatización 40 ºC  
 
Las características analíticas que se presentan a continuación han sido obtenidas sin 
considerar la utilización del ácido meclofenámico como patrón interno. 
 
 
1.2.4.2. Linealidad 
 
La linealidad del método propuesto ha sido estudiada utilizando muestras de agua Milli-Q 
con adición de los AINEs considerados a 7 niveles de concentración comprendidos entre 50 ng/L 
y 30 µg/L. Las curvas de adición obtenidas fueron lineales en todos los casos, figura B.1.12, 
presentando coeficientes de regresión comprendidos entre 0,998 y 1,000, tabla B.1.12, mostrando 
un rango lineal de tres ordenes de magnitud para el procedimiento analítico desarrollado. 
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Figura B.1.12. Curvas de adición para ibuprofeno y ácido tolfenámico. 
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Tabla B.1.12. Evaluación de la linealidad de la respuesta. 
 Compuesto Intervalo de concentración (ng/mL)
Coeficiente de 
regresión (R2) 
 Ibuprofeno 0,053-31,0 0,998 
 Naproxeno 0,049-29,1 0,999 
 Ketoprofeno 0,048-28,3 0,998 
 Ác. Tolfenámico 0,053-31,4 1,000 
 Diclofenac 0,049-29,1 0,998 
 
 
1.2.4.3. Límites de cuantificación 
 
Al igual que en otros apartados del presente trabajo, los límites de cuantificación (L.C.) 
del método propuesto se calcularon como la concentración correspondiente a una señal analítica 
10 veces superior a la desviación estándar del ruido de fondo, cuando se registran los 
cromatogramas a las relaciones m/z características de cada uno de los analitos.  En la tabla B.1.13 
se presentan los límites de cuantificación 
obtenidos para el procedimiento desarrollado. 
Como se puede apreciar, el ketoprofeno es el 
compuesto que presenta el límite de 
cuantificación más alto, 40 ng/L, mientras que el 
resto de los analitos muestran L.C. entre 15 y 20 
ng/L. Estos valores son similares a los obtenidos 
empleando SPE como técnica de concentración 
para un volumen de muestra de 500 mL, seguido 
de la derivatización de los analitos en el extracto del cartucho de SPE[1]. A continuación se 
presenta un cromatograma correspondiente a una muestra de agua ultrapura con adición de los 
compuestos de interés a nivel 100 ng/L, figura B.1.13. 
 
 
 
 
 
 
Tabla B.1.13. Límites de cuantificación (ng/L) 
para cada uno de los fármacos antiinflamatorios 
estudiados (S/N=10). 
 Compuesto L.C. (SPME) L.C. (SPE)[1] 
 Ibuprofeno 18 20 
 Naproxeno 15 20 
 Ketoprofeno 40 50 
 Ác. tolfenámico 12 30 
 Diclofenac 20 50 
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Figura B.1.13. Cromatograma correspondiente a una muestra de agua Milli-Q con adición de los 
fármacos antiinflamatorios a nivel de 100 ng/L: (A) Corriente iónica total, (B) ibuprofeno, (C) 
naproxeno, (D) ketoprofeno, (E) ácido tolfenámico y (F) diclofenac y ácido meclofenámico. 
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1.2.4.4. Precisión 
 
Para estudiar la precisión del 
procedimiento analítico propuesto, se 
realizaron en el mismo día 4 extracciones 
consecutivas de alícuotas de muestras de agua 
ultrapura con adición de los AINEs a 
diferentes niveles de concentración. Los 
valores de repetibilidad en términos de 
desviación estándar relativa (RSD %), tabla 
B.1.14, se encontraron entre el 5 y el 10 %. 
 
 
1.2.5. Aplicación del método al análisis de muestras reales 
 
Una vez optimizadas las condiciones de trabajo y estudiadas las características del 
método desarrollado, se aplicó a la determinación de fármacos antiinflamatorios en muestras de 
influente y de efluente de una estación de depuración de aguas residuales urbanas, y a muestras 
obtenidas en un ejercicio de intercomparación en el que participó el Laboratorio de Química 
Analítica. Las muestras de agua residual fueron tomadas en junio de 2002 y, almacenadas junto 
con las muestras del ejercicio de intercomparación a 4 ºC. Antes de su análisis, las muestras 
fueron filtradas y ajustadas a pH a 3. La cuantificación se llevó a cabo mediante el método de 
adiciones estándar a 3 niveles distintos de concentración. También se llevó a cabo el análisis de 
dichas muestras con un método de SPE y derivatización en medio orgánico[1]. 
 
En la tabla B.1.15 se comparan los resultados obtenidos tras analizar las muestras de 
influente y de efluente con el método propuesto (SPME-derivatización on-fiber), y con el método 
de SPE seguido de la derivatización de los analitos estudiados en medio orgánico, empleando en 
ambos casos el mismo agente derivatizante. En ambas muestras sólo se encontraron ibuprofeno y 
 Tabla B.1.14. Precisión del método propuesto. 
RSD % (n=4) 
Concentración adicionada Compuesto 
0,1 ng/mL 2 ng/mL 
 Ibuprofeno 6,8 5,0 
 Naproxeno 9,3 5,0 
 Ketoprofeno 6,1 7,9 
 Ác. tolfenámico 7,9 4,2 
 Diclofenac 6,5 6,6 
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naproxeno, y como se puede apreciar en la tabla B.1.15, existe una concordancia aceptable entre 
los resultados obtenidos por ambos métodos. 
 
Tabla B.1.15. Concentraciones de los fármacos antiinflamatorios encontradas 
en las muestras de influente y de efluente analizadas empleando SPE y SPME 
con derivatización on-fiber. 
Influente (ng/mL)* Efluente (ng/mL)* 
Compuesto 
SPME (n=4) SPE (n=3) SPME (n=4) SPE (n=3) 
Ibuprofeno 2,7 ± 0,16 2,7 ± 0,17 0,5 ± 0,04 0,4 ± 0,03 
Naproxeno 2,4 ± 0,20 2,2 ± 0,15 0,2 ± 0,02 0,2 ± 0,02 
* Valor medio ± SD 
 
 
Las muestras del ejercicio de intercomparación eran dos aguas residuales, una sin adición 
y otra con adición de ibuprofeno y diclofenac a niveles de 1,30 y 0,90 ng/mL, respectivamente. 
Como se pone de manifiesto en la figura B.1.14, en la muestra sin adición sólo se encontró 
diclofenac a concentraciones superiores a los límites de cuantificación del método propuesto. 
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Figura B.1.14. Cromatogramas correspondientes a las muestras sin adición y con adición del 
ejercicio de intercomparación. (a) Cromatograma de iones totales (TIC), (b) cromatograma a m/z 
263 (ibuprofeno) y (c) cromatograma a m/z 352+354+356 (diclofenac). 
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Figura B.1.14. (CONTINUACIÓN) Cromatogramas correspondientes a las muestras sin adición y con 
adición del ejercicio de intercomparación. (a) Cromatograma de iones totales (TIC), (b) 
cromatograma a m/z 263 (ibuprofeno) y (c) cromatograma a m/z 352+354+356 (diclofenac). 
 
Los resultados correspondientes a las muestras del ejercicio de intercomparación se 
resumen en las tablas B.1.16 y B.1.17. En ellas se presentan los resultados obtenidos con el 
método de SPME y los correspondientes a cada uno de los laboratorios participantes en el 
ejercicio. Se puede observar una concordancia aceptable entre los valores obtenidos utilizando el 
método desarrollado (L1) y los obtenidos para el método de SPE (L1) [1, 4]. 
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Tabla B.1.16. Concentraciones de ibuprofeno y diclofenac en la muestra de intercomparación (ng/mL). Agua 
residual sin adición de los analitos. 
Código de laboratorio 
Compuesto 
L1 (SPME)a, b L1 (SPE)a, b L2 L3 L4 L5 Media ± SD 
Ibuprofeno n.d.c n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. n.d. 
Diclofenac 1,30 ± 0,05 1,75 ± 0,02 1,20 2,45 1,80 1,48 1,74 ± 0,47 
a L1: Laboratorio de Química Analítica. Universidad de Santiago de Compostela. 
b Valor medio ± SD 
c n.d.= no detectado. 
 
Tabla B.1.17. Concentraciones de ibuprofeno y diclofenac en la muestra de intercomparación (ng/mL). Agua 
residual con adición de los analitos. 
Código de laboratorio 
Compuesto 
L1 (SPME)a, b L1 (SPE)a,b L2 L3 L4 L5 Adiciónc 
Ibuprofeno 1,33 ± 0,08 1,31 ± 0,20 1,20 1,78 1,40 1,20 1,30 
Diclofenac 2,45 ± 0,18 2,78 ± 0,30 2,12 3,82 2,40 2,23 0,90 
a L1: Laboratorio de Química Analítica. Universidad de Santiago de Compostela. 
b Valor medio ± SD. 
c Adición realizada a la muestra por el laboratorio organizador del ejercicio de intercomparación. 
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II. APLICACIÓN DE LA COMPOSICIÓN ESTRATÉGICA DE 
MUESTRAS (SSC) AL SCREENING DE FÁRMACOS 
ANTIINFLAMATORIOS EN MUESTRAS DE AGUA 
 
El objetivo de este apartado es evaluar la utilidad de la Composición Estratégica de 
Muestras (SSC) para la determinación semicuantitativa de cuatro AINEs en muestras de agua. Se 
han elegido los analitos para los cuales el método desarrollado en el apartado anterior presentó los 
límites de cuantificación más bajos (ibuprofeno, naproxeno, ácido tolfenámico y diclofenac). La 
SSC utilizando matrices supersaturadas permite reducir el número de muestras a analizar hasta un 
50 %, proporcionando una estimación semicuantitativa de los niveles de concentración de los 
analitos en cada uno de los especímenes (o muestras) individuales[1, 2]. Esto, la convierte en una 
metodología muy útil en los estudios de screening, en los cuales el número de muestras a procesar 
es muy elevado y a priori, se asume que sólo un pequeño número contiene los analitos de interés. 
 
Como técnica de preparación de muestra se escogió la SPME con derivatización on-fiber 
(método desarrollado en el apartado anterior), ya que se reduce el tiempo, el coste por análisis y 
sobre todo, el volumen de muestra a procesar, facilitando la automatización en la preparación de 
muestras compuestas, evitando de este modo un trabajo tedioso y, minimizando los errores 
humanos durante la preparación manual de las muestras compuestas a partir de los especímenes 
individuales. 
 
La fiabilidad de los resultados obtenidos empleando la SSC fue evaluada utilizando 
muestras de agua de río y agua ultrapura contaminadas artificialmente en el laboratorio con los 
analitos considerados. Los niveles de los diferentes fármacos adicionados a las muestras  
(especímenes) individuales fueron predichos por el programa, y comparados con los valores 
teóricos y los obtenidos al analizar cada uno de los especímenes individuales. 
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2.1. EXPERIMENTAL 
 
2.1.1. Matriz de experiencias 
 
La matriz de experiencias utilizada, tabla B.2.1, se generó utilizando el software 
SUPERGA[3, 4]. Consiste en una matriz 12x24, donde el número de especímenes individuales 
considerados, Sn, es de 24 y el número de muestras compuestas, CSm, es decir, el número de 
experiencias a realizar, es de 12. 
 
Tabla B.2.1. Matriz 12x24 utilizada para la preparación de las muestras compuestas. 
 S1 S2 S3 S4 S5 S6 S7 S8 S9 S10 S11 S12 S13 S14 S15 S16 S17 S18 S19 S20 S21 S22 S23 S24 
CS1 0 0 0 1 0 1 1 1 0 0 0 1 0 0 0 1 1 1 0 1 1 1 1 0 
CS2 0 0 0 1 1 0 0 0 1 1 1 0 1 0 0 1 0 1 0 1 0 1 1 1 
CS3 0 1 0 1 0 0 0 0 1 1 0 1 0 1 0 0 1 0 1 0 1 0 0 1 
CS4 0 1 1 0 1 0 1 0 0 0 0 0 0 1 1 0 0 1 0 0 1 1 1 1 
CS5 1 0 0 0 0 1 0 1 1 0 0 0 1 1 1 0 1 0 0 1 0 1 0 1 
CS6 0 0 1 0 0 1 0 1 0 1 1 0 0 0 1 1 0 1 1 0 0 0 0 1 
CS7 1 0 0 0 1 0 1 0 0 1 0 0 1 0 1 1 1 0 1 0 1 0 1 0 
CS8 0 0 1 0 0 0 1 1 1 0 1 1 1 1 0 0 0 0 1 1 0 0 1 0 
CS9 1 1 0 0 1 1 0 0 0 0 1 1 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 0 0 
CS10 1 1 1 1 0 0 0 0 0 0 1 1 1 1 1 1 1 1 0 0 0 0 0 0 
CS11 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
CS12 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 1 
 
Este tipo de matrices se caracterizan por estar codificadas por 0 y 1, indicando el 1 
presencia, y el 0 ausencia de un determinado espécimen, Sn, en la muestra compuesta, CSm. De 
esta forma cada una de las muestras compuestas, CSm, estará formada por aquellas muestras 
individuales, Sn, que estén codificadas con un 1. Una vez analizadas las muestras compuestas, los 
resultados se introducen en un programa informático denominado GAMICH[5], desarrollado en el 
laboratorio de Química Analítica, que resolverá la matriz de experiencias llevando a cabo un 
análisis de regresión mediante algoritmos genéticos, para predecir la concentración de cada uno 
de los analitos en los 24 especímenes individuales. 
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2.1.2. Preparación de muestras 
 
Para aplicar la composición estratégica de muestras a la determinación de fármacos 
antiinflamatorios en agua, se trabajó con dos tipos de matrices: agua ultrapura y agua de río. Las 
muestras de agua ultrapura fueron obtenidas en el propio laboratorio. Las muestras de agua de río 
fueron tomadas en el Sarela a su paso por Santiago de Compostela y transportadas al laboratorio 
en botellas de vidrio ámbar. Una vez allí, estas muestras fueron pasadas a través de filtros de 
acetato de celulosa (0,45 µm de diámetro de poro). Tanto a las muestras de agua de río como de 
agua ultrapura se le ajustó el pH a 3 y se conservaron a 4 ºC. El agua de río fue analizada 
previamente para verificar que no contuviera los fármacos antiinflamatorios estudiados por 
encima de los límites de detección del método propuesto (tabla B.1.13). 
 
Los especímenes individuales considerados en el estudio se prepararon tomando alícuotas 
de 2,5 L de agua ultrapura o agua de río, respectivamente. A continuación, estas muestras fueron 
numeradas del 1 al 24 y se seleccionaron, de forma aleatoria, una serie de ellas que se 
contaminaron a diferentes niveles de concentración con los cuatro fármacos antiinflamatorios 
considerados en este estudio. La concentración de los analitos en las muestras contaminadas, tanto 
de agua Milli-Q como de agua de río, se resumen en la tabla B.2.2. Una vez preparadas, las 
disoluciones fueron agitadas vigorosamente y almacenadas durante 24 horas, para favorecer la 
homogeneidad de las mismas. Los análisis de las muestras se realizaron en un plazo máximo de 
una semana después de la adición de los analitos. 
 
Tabla B.2.2. Concentraciones de los fármacos antiinflamatorios (ng/L) adicionadas a las 
muestras de agua de río y de agua ultrapura contaminadas en el laboratorio. 
 Espécimen individual contaminado Ibuprofeno Naproxeno 
Ácido 
tolfenámico Diclofenac  
 S3 1182 1175 0 2002  
 S4 985 0 0 0  
 S10 0 0 783 0  
 S15 1970 0 0 0  
 S16 1478 0 0 0  
 
Agua de 
río 
S19 0 980 0 1501  
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Tabla B.2.2. (CONTINUACIÓN) Concentración de los fármacos antiinflamatorios (ng/L) 
adicionada a las muestras de agua de río y de agua ultrapura contaminadas en el laboratorio. 
 Espécimen individual contaminado Ibuprofeno  Naproxeno  
Ác. 
tolfenámico  Diclofenac   
 S1 1576 0 2935 0  
 S3 1576 0 0 5004  
 S5 0 1567 0 0  
 S7 3941 3918 0 2002  
 S9 3941 0 0 0  
 S11 0 0 1174 0  
 S15 0 1567 0 0  
 S17 0 3918 0 0  
 
Agua 
ultrapura 
S22 0 0 0 5004  
 
Para preparar las muestras compuestas se empleó un dispositivo automático suministrado 
por Crison Instruments (Barcelona) y controlado con el software GAMICH[2]. Básicamente, 
consta de dos bandejas rotatorias con capacidad para viales de 200 mL, unas agujas y conexiones 
a una pipeta automática (figura 5.3.1, Capítulo I). En una de las bandejas se colocan los 
especímenes individuales y el sistema prepara las muestras compuestas en la otra. En la bandeja 
de los especímenes individuales se coloca en la primera posición un vial que contiene una mezcla 
metanol:agua (1:1). Esta mezcla es utilizada para lavar las agujas, la pipeta y las conexiones entre 
ellas, con el fin de evitar contaminaciones cuando se mueve de una muestra individual a otra. 
Obviamente, en la segunda bandeja se coloca un vial de residuos para recoger la disolución de 
lavado. Las posiciones de la disolución de limpieza y la de residuos son definidos en el software 
GAMICH, al igual que el volumen de muestra que se quiere tomar. En este caso se aspiraron 
alícuotas de 7 mL de los especímenes individuales, las cuales fueron depositadas en los viales 
correspondientes a las muestras compuestas de acuerdo con la matriz de experiencias considerada, 
tabla B.2.1. De acuerdo con esta matriz, el volumen final de las muestras compuestas es distinto, 
dependiendo del número de especímenes individuales incluidos en cada una de ellas. El software 
utilizado (GAMICH) tiene en cuenta este hecho a la hora de predecir las concentraciones de cada 
analito en los especímenes individuales. 
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2.1.3. SPME y derivatización on-fiber 
 
Las muestras fueron procesadas siguiendo el esquema de la figura B.2.1. Antes de añadir 
las disoluciones de trabajo (muestras compuestas o individuales) a los viales de 22 mL, se situó en 
su interior una barra agitadora. A continuación, se depositaron en cada vial alícuotas de 20 mL de 
las muestras de trabajo y 50 µL de un patrón de ácido meclofenámico en metanol (patrón interno) 
con una concentración de 80 ng/mL. 
 
• Exposición directa SPME (40 min)
Fibra PA (85 µm)
• Vial 20 mL:  20 mL de muestra(pH 3) 
+ ácido meclofanámico (IS)
• Agitación magnética, 1100 rpm
1. Extracción.
2. Derivatización. 
• Exposición espacio de cabeza
20 minutos a 40 ºC
• Vial 1,5 mL
• 50 µL MTBSTFA
3. Desorción y análisis. 
GC-MS
 
Figura B.2.1. Esquema del proceso de SPME para la determinación de fármacos antiinflamatorios en 
muestras de agua. 
 
Las condiciones de microextracción, derivatización on-fiber y de medida (GC-MS) 
fueron las optimizadas en el apartado anterior de esta memoria (apartado I, capítulo B), con una 
única diferencia: se utilizó el ácido meclofenámico como patrón interno, para compensar la 
variabilidad del procedimiento analítico durante el tiempo necesario para analizar las muestras 
compuestas así como los especímenes individuales. 
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2.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
2.2.1. Composición de muestras 
 
Como ya se ha comentado en el apartado 2.1.2, para llevar a cabo este estudio se 
utilizaron dos tipos de muestras: agua ultrapura y agua de río. En el primer caso, trabajaremos con 
la muestra más sencilla, con el objetivo de evaluar la fiabilidad de la composición automática de 
muestras y de detectar posibles problemas de contaminación en el sistema que puedan afectar a 
los resultados finales obtenidos, e incluso errores en la preparación automática de las muestras 
compuestas. 
 
Para ello se prepararon 24 muestras individuales, de las cuales se contaminaron 4 con el 
ibuprofeno y naproxeno, 3 con el diclofenac y 2 con el ácido tolfenámico. Se consideraron 2 
niveles de contaminación, uno bajo y otro alto, para cada analito (tabla B.2.2). 
 
Para llevar a cabo la cuantificación de los analitos en los especímenes individuales y en 
las muestras compuestas, se realizó una calibración a 4 niveles entre 25 y 1200 ng/L sobre agua 
Milli-Q, empleando el método del patrón interno. En todos los casos las curvas de calibrado 
presentaron una linealidad aceptable (r2= 0,9995-0,9998), figura B.2.2. Los especímenes 
individuales fueron diluidos convenientemente para que la concentración de los analitos en los 
mismos se sitúe dentro de este intervalo de concentración. Los resultados obtenidos 
experimentalmente para cada espécimen individual se resumen en la tabla B.2.3. 
 
Una vez analizadas las muestras individuales, se procedió al análisis de las muestras 
compuestas. Todas las muestras compuestas se procesaron una sola vez, excepto la CS12 que se 
analizó por duplicado, con el fin de evitar falsos negativos. 
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Figura B.2.2. Curvas de adición corregidas con el patrón interno, para dos de los fármacos antiinflamatorios 
considerados en este estudio. 
 
Tabla B.2.3. Concentración medida (ng/L) para cada uno de los fármacos 
antiinflamatorios en los especímenes individuales de agua ultrapura, n= 1. 
 
Espécimen 
individual 
contaminado 
Ibuprofeno  Naproxeno  Ác. tolfenámico Diclofenac   
 S1 1654 0 2517 0  
 S3 1259 0 0 4179  
 S5 0 1438 0 0  
 S7 3218 2882 0 1365  
 S9 3594 0 0 0  
 S11 0 0 924 0  
 S15 0 1543 0 0  
 S17 0 3751 0 0  
 S22 0 0 0 4914  
 
Los resultados obtenidos para las muestras compuestas se recogen en la tabla B.2.4, en la 
cual se comparan los valores obtenidos experimentalmente con los valores teóricos de 
concentración para cada uno de los compuestos considerados. Éstos han sido calculados 
matemáticamente a partir de las concentraciones adicionadas a los especímenes individuales. 
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Tabla B.2.4. Comparación de las concentraciones (ng/L) medidas (n= 1) y teóricas de los fármacos 
antiinflamatorios en las muestras compuestas de agua Milli-Q. 
Ibuprofeno  Naproxeno  Ác. tolfenámico  Diclofenac  Muestras 
compuestas E T % R E T % R E T % R E T % R 
CS1 357 333 107 723 667 108 0 0 -- 575 583 99 
CS2 315 333 95 118 133 89 71 100 71 303 417 73 
CS3 429 400 107 432 400 108 0 0 -- 0 0 -- 
CS4 512 509 101 674 655 103 0 0 -- 1099 1091 101 
CS5 433 509 85 494 509 97 170 273 62 406 455 89 
CS6 118 160 74 187 160 117 77 120 64 453 500 91 
CS7 529 509 104 1037 1018 102 167 273 61 81 182 45 
CS8 1041 873 119 415 364 114 85 109 78 666 636 105 
CS9 161 160 101 152 160 95 322 420 77 549 500 110 
CS10 254 267 95 480 467 103 282 350 81 325 417 78 
CS11 1192 1120 106 590 560 105 249 300 83 673 700 96 
CS12 463 467 99 463 467 99 142 175 81 422 500 84 
a E: concentración obtenida experimentalmente. 
b T: concentración teórica. 
c % R: Porcentaje de recuperación. 
 
En la tabla anterior, se puede apreciar que para el ibuprofeno y el naproxeno existe un 
buen acuerdo entre las concentraciones teóricas y las experimentales. Para el diclofenac las 
concentraciones obtenidas experimentalmente se encuentran entre el 73 y 110 % del valor teórico, 
a excepción de la muestra compuesta 7, CS7, en la cual, la concentración medida 
experimentalmente representa sólo un 50 % de la teórica. Para el ácido tolfenámico, los valores 
experimentales son más bajos que los valores teóricos. En general, se puede decir que los 
resultados obtenidos experimentalmente presentan un acuerdo razonable con los valores teóricos, 
teniendo en cuenta que no se han realizado réplicas de los análisis. 
 
Una vez cuantificadas las muestras compuestas, se procedió a la resolución de la matriz 
de experiencias empleando el software GAMICH, con el propósito de predecir la concentración 
de cada uno de los especímenes individuales. En la figura B.2.3 se muestran los resultados 
obtenidos para las muestras de agua ultrapura. En este gráfico se representan los valores de la 
concentración teórica para cada uno de los analitos estudiados (tabla B.2.2.), los correspondientes 
al análisis de cada una de las muestras individuales (tabla B.2.3.)  y  los  valores  predichos  por el 
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programa (GAMICH) tras la resolución de la matriz. La línea 
horizontal corresponde al límite de cuantificación del método 
de análisis para cada compuesto considerado. Hay que tener 
en cuenta que los valores obtenidos en este caso, vienen 
determinados por los límites de cuantificación del método 
(tabla B.1.13., Capítulo III) multiplicados por el máximo 
factor de dilución introducido por la matriz de composición 
considerada para la muestra compuesta 12, tabla B.2.5. 
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Figura B.2.3. Gráfico comparativo de los resultados obtenidos para los 4 fármacos antiinflamatorios 
considerados en este estudio, en las muestras de agua Milli-Q. 
Tabla B.2.5. Límites de 
cuantificación (ng/L) (S/N=10). 
 
Compuesto L.C.   
Ibuprofeno 432  
Naproxeno 360  
Ác. tolfenámico 288  
Diclofenac 480  
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Figura B.2.3. (CONTINUACIÓN) Gráfico de barras comparativo de los resultados obtenidos para los 4 fármacos 
antiinflamatorios considerados en este estudio, en las muestras de agua Milli-Q. 
 
Para los cuatro compuestos considerados se puede observar que los resultados estimados 
son similares a los obtenidos experimentalmente y a los teóricos, no apareciendo ni falsos 
positivos ni falsos negativos. Se entiende por falso positivo, cuando GAMICH predice la 
presencia de un determinado compuesto en una muestra individual que no lo contiene. No 
obstante, no se considerará como falso positivo cuando la concentración predicha sea inferior al 
límite de cuantificación. Se habla de falso negativo, cuando la concentración estimada para un 
analito dado, es igual a cero o inferior al límite de cuantificación en una muestra individual que si 
contenga dicho analito. 
 
En vista de estos resultados podemos decir que la composición automática de muestras 
funciona correctamente, no encontrándose errores en la preparación de las muestras compuestas ni 
problemas de contaminación. Por ello, vamos a aplicar la composición automática de muestras a 
una matriz real (agua de río), con el propósito de verificar estas conclusiones y comprobar si con 
una muestra diferente la composición estratégica de muestras produce resultados satisfactorios. 
 
En este segundo caso, se prepararon 24 especímenes individuales a partir de agua de río, 
aunque el número de muestras contaminadas fue más reducido (excepto en el caso del ibuprofeno, 
que también se adicionó a 4 muestras individuales). Además se redujeron los niveles de 
concentración adicionados (tabla B.2.2.). Dichas concentraciones se encontraban próximas a los 
límites de cuantificación del método empleado, teniendo en cuenta la dilución introducida por la 
composición de muestras. En la figura B.2.4 se muestra un cromatograma correspondiente a la 
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muestra compuesta 12, la cual representa la máxima dilución introducida en la composición de 
muestras. 
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Figura B.2.4. Cromatograma correspondiente a la muestra compuesta 12, CS12 (agua de río). 
 
En la figura B.2.5 se muestran los resultados obtenidos al analizar las doce muestras 
compuestas. En este gráfico se comparan los valores experimentales con los valores teóricos de 
concentración calculados matemáticamente a partir de las adiciones realizadas a los especímenes 
individuales. Se puede observar que al igual que ocurría en el caso de las muestras de agua 
ultrapura, los valores obtenidos experimentalmente son similares a los valores teóricos. 
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Figura B.2.5. Comparación de los resultados obtenidos experimentalmente y las 
concentraciones teóricas para las muestras compuestas de agua río. 
 
Los valores obtenidos experimentalmente para las muestras compuestas fueron 
introducidos en el programa GAMICH para proceder a la resolución de la matriz, con el fin de 
estimar las concentraciones de cada uno de los analitos considerados en los diferentes 
especímenes individuales. Los resultados obtenidos se presentan en la figura B.2.6. De nuevo, no 
se han detectado ningún falso negativo ni falso positivo para ninguno de los compuestos 
estudiados. Por otro lado, y desde un punto de vista semicuantitativo, los resultados predichos por 
el GAMICH están de acuerdo con los valores teóricos esperados. 
 
En general, se observa que independientemente del tipo de muestra (agua ultrapura o 
agua de río), los valores de las concentraciones estimadas por GAMICH para cada uno de los 
analitos en los especímenes individuales, están de acuerdo con los obtenidos al procesar cada uno 
de ellos y con los valores teóricos esperados. Por lo tanto, se puede concluir que la composición 
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estratégica de muestras, SSC, es una metodología válida para llevar a cabo el screening de 
fármacos antiinflamatorios en muestras de agua. 
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Figura B.2.6. Gráfico comparativo de los resultados obtenidos para los 4 fármacos antiinflamatorios 
considerados en este estudio, en las muestras de agua de río. 
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2.2.2. Eficacia de los algoritmos genéticos 
 
Como ya se ha mencionado anteriormente, para estimar las concentraciones de cada 
compuesto en las muestras individuales se empleó el software GAMICH, el cual resuelve la 
matriz de experiencias llevando a cabo un análisis de regresión mediante algoritmos genéticos. 
Estos algoritmos van evolucionando, produciendo nuevas soluciones mejoradas (tendencia 
ascendente) hasta obtener el resultado óptimo. En la figura B.2.7 se puede apreciar como 
evoluciona un algoritmo (el eje X, representa el número de generaciones, y el eje Y, el grado de 
ajuste). Se considera que el algoritmo deja de evolucionar cuando la gráfica tiene una tendencia 
horizontal. 
 
 
Figura B.2.7. Ventana gráfica de GAMICH, donde se observa la evolución de un 
algoritmo genético. 
 
Evidentemente, GAMICH necesita un número de generaciones más alto para estimar la 
concentración de cada analito en los especímenes individuales cuanto mayor es el número de 
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muestras contaminadas. Además, en las aplicaciones anteriores, concretamente para el 
ibuprofeno, experimentalmente se encontró que el algoritmo necesitaba más generaciones para 
estimar su concentración en el caso de las muestras de agua ultrapura que de río. Puesto que se 
utilizó la misma matriz para la composición de las muestras y, que el número de especímenes 
contaminados era el mismo en ambos casos, se pensó que la habilidad del algoritmo genético para 
resolver la matriz supersaturada estaba en parte controlada por la posición que ocupaban los 
especímenes individuales contaminados; lógicamente, éste es un parámetro que no se puede 
controlar cuando se trabaja con muestras reales. Para verificar esta hipótesis, el software 
GAMICH fue empleado para predecir la concentración de ibuprofeno en un grupo de 24 muestras 
en las que 4 estaban contaminadas con este compuesto a los mismos niveles de concentración que 
los utilizados en las muestras de agua de río (1182, 985, 1970 y 1478 ng/L). Se alteraron las 
posiciones de los especímenes individuales contaminados para generar 3 conjuntos diferentes de 
muestras compuestas. Además, se asumió una situación donde las concentraciones medidas no 
estaban afectadas por los errores experimentales, se calculó la concentración de ibuprofeno para 
cada una de las muestras compuestas en los tres casos, y mediante GAMICH se estimaron las 
concentraciones del analito en los especímenes individuales. Los valores obtenidos, así como el 
número de generaciones del algoritmo se muestran en la tabla B.2.6. 
 
Tabla B.2.6. Eficacia de los algoritmos genéticos en función de la posición de las muestras individuales 
contaminadas en la matriz de composición. 
 Caso 1 Caso 2 Caso 3 
Especímenes contaminados S1, S2, S3, S4 S3, S4, S15, S16 S1, S2, S4, S5 
 Concentración de ibuprofeno en las muestras compuestas (ng/L) 
CS1 123 205 164 
CS2 123 205 287 
CS3 246 99 296 
CS4 269 287 224 
CS5 107 179 107 
CS6 197 463 0 
CS7 107 313 242 
CS8 179 107 0 
CS9 217 0 365 
CS10 468 468 345 
CS11 562 217 562 
CS12 234 234 234 
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Tabla B.2.6. (CONTINUACIÓN) Eficacia de los algoritmos genéticos en función de la posición de las 
muestras individuales contaminadas en la matriz de composición. 
 Caso 1 Caso 2 Caso 3 
Especímenes contaminados S1, S2, S3, S4 S3, S4, S15, S16 S1, S2, S4, S5 
Número de generaciones 3000 1000 200 
Concentración teórica 
(ng/L) 1182, 985, 1970, 1478 
Concentración predicha 
(ng/L) 1179, 989, 1972, 1476 1181, 987, 1972, 1489 1182, 990, 1968, 1477 
 
 
En la figura B.2.8 se muestra la evolución del algoritmo genético en cada uno de los tres 
casos. Se puede apreciar visualmente como el número de generaciones varía según la posición de 
los especímenes individuales contaminados con ibuprofeno. 
 
3000
a) Caso 1
 
Figura B.2.8. Evolución del algoritmo genético: a) Caso 1, b) Caso 2 y c) Caso3. 
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Figura B.2.8. (CONTINUACIÓN) Evolución del algoritmo genético: a) Caso 1, b) Caso 2 y c) Caso3. 
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Estos resultados ponen de manifiesto que la posición que ocupan las muestras 
contaminadas en la matriz de composición juega un papel importante en el tiempo de predicción, 
pero no en la exactitud de los resultados. Utilizando un ordenador tipo Pentium II se necesita del 
orden de una hora de cálculo por cada 400 generaciones del algoritmo genético. Obviamente, este 
tiempo de predicción se puede acortar considerablemente si se trabaja con un ordenador más 
moderno. En cualquier caso, el tiempo de predicción es muy pequeño comparado con el esfuerzo 
experimental y el coste correspondiente al análisis de todas las muestras individuales. 
 
 
2.2.3. Robustez de la composición estratégica de muestras 
 
Una de las principales ventajas de la composición estratégica de muestras radica en la 
posibilidad de obtener resultados satisfactorios sin necesidad de analizar las muestras por 
duplicado. Esto sólo es cierto, si la estrategia soporta errores analíticos significativamente 
importantes durante el análisis de las muestras compuestas, sin que afecten en gran medida a la 
calidad de las estimaciones de los valores de concentración en los especímenes individuales. Es 
decir, que el procedimiento de regresión empleado sea robusto. En caso contrario sería preciso 
analizar las muestras compuestas, al menos, por duplicado. 
 
Con el objetivo de estudiar la robustez de la SSC, se manipularon los datos del caso 1 y 
caso 3 descritos en la tabla B.2.6., denominados ahora caso A y B respectivamente. En concreto, 
se introdujeron errores del ± 50 % en la concentración de la primera muestra compuesta CS1, 
tabla B.2.7, con el fin de evaluar como afectaban a la calidad de los resultados obtenidos 
mediante la utilización del algoritmo genético. 
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Tabla B.2.7. Valores teóricos y manipulados (en negrita) de la concentración de ibuprofeno en las muestras 
compuestas, CSm, expresadas en ng/L. 
Caso A Caso B Muestras 
compuestas Concentración teórica 
Concentración 
manipulada 
Concentración 
teórica 
Concentración 
manipulada 
CS1 123 62 185 164 82 246 
CS2 123 123 123 287 287 287 
CS3 246 246 246 296 296 296 
CS4 269 269 269 224 224 224 
CS5 107 107 107 107 107 107 
CS6 197 197 197 0 0 0 
CS7 107 107 107 242 242 242 
CS8 179 179 179 0 0 0 
CS9 217 217 217 365 365 365 
CS10 468 468 468 345 345 345 
CS11 562 562 562 562 562 562 
CS12 234 234 234 234 234 234 
 
Una vez manipulados los datos, éstos se procesaron de nuevo empleando el software 
GAMICH. Los resultados obtenidos se ilustran en la figura B.2.9. Como puede observarse en 
ambos casos, todos los especímenes contaminados fueron identificadas como tales y, los niveles 
de concentración predichos no difirieron en gran medida de los teóricos, tabla B.2.8. 
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Figura B.2.9. Comparación de los valores de concentración teóricos y estimados por GAMICH, para el 
ibuprofeno en ambos casos, A y B. 
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C) Caso B, - 50 % de error
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Figura B.2.9. (CONTINUACIÓN) Comparación de los valores de concentración teóricos y estimados por  
GAMICH, para el ibuprofeno en ambos casos, A y B. 
 
Hay que tener en cuenta que la SSC es una técnica básicamente desarrollada para detectar 
las muestras contaminadas y adicionalmente, proporcionar información semicuantitativa sobre los 
niveles de concentración de cada analito en esas muestras, por lo que el porcentaje de error que 
encontramos en la tabla B.2.8 puede ser asumido en la práctica. Por otro lado, en ninguno de los 
casos se han apreciado ni falsos positivos ni falsos negativos. En vista de estos resultados, 
podemos afirmar que la SSC presenta una robustez excelente, no siendo necesario analizar las 
muestras por duplicado, lo cual constituye una de las principales ventajas de esta metodología. 
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Tabla B.2.8. Errores en las concentraciones de ibuprofeno predichas para los especímenes 
individuales contaminados. 
Caso A Caso B % de error 
introducido (CS1) S1 S2 S3 S4 S1 S2 S4 S5 
- 50 % -7 % 18 % -3 % 24% 2 % 18 % -15 % 1 % 
+ 50 % -12 % -2 % -10 % 3 % -1 % -27 % 13 % -14 % 
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C. ESTRÓGENOS 
 
I. DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS NATURALES Y 
SINTÉTICOS EN AGUA MEDIANTE SPME Y GC-MS-MS 
 
Como ya se ha comentado en la Introducción de esta memoria, tanto los estrógenos 
naturales como los sintéticos son utilizados en medicina como anticonceptivos y en terapias 
hormonales, además de en veterinaria como promotores de crecimiento de animales. Estos 
compuestos llegan al ambiente acuático debido a su eliminación incompleta en las estaciones de 
depuración de agua residual, encontrándose en el agua a niveles de unos pocos ng/L. A estas 
concentraciones algunos estrógenos presentan actividad como disruptores endocrinos, siendo 
responsables de la feminización de ciertos organismos acuáticos. 
 
Hoy en día los métodos de preparación de muestra desarrollados para la determinación de 
estrógenos en agua se basan principalmente en la extracción en fase sólida, seguida de una etapa 
de limpieza del extracto. En este apartado se evalúan las posibilidades de la SPME, como método 
alternativo a los procedimientos de SPE[1], para la determinación de estrógenos tanto naturales 
como sintéticos en muestras de agua. El objetivo básico es obtener límites de cuantificación 
similares a los de SPE (del orden 1-2 ng/L), evitando la necesidad de recurrir a procesos de 
purificación de los extractos, imprescindibles en la determinación de estos analitos en agua 
residual no tratada cuando se concentran volúmenes de muestra del orden de 1 litro o superiores. 
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1.1. EXPERIMENTAL 
 
1.1.1. Preparación de patrones 
 
Para la realización de este trabajo se han preparado, por pesada, disoluciones patrón para 
cada uno de los estrógenos objeto de estudio (Capítulo II), los cuales fueron suministrados por 
Sigma-Aldrich. Se utilizaron como disolventes para preparar estos stock, metanol y acetato de 
etilo, dependiendo de la solubilidad de cada estrógeno, Tabla C.1.1. Estas disoluciones son 
conservadas a –20 ºC, durante un periodo máximo de un año. 
 
A partir de estas disoluciones patrón se prepararon por pesada y dilución todas las 
mezclas utilizadas a lo largo de este estudio, en metanol o en acetato de etilo, conteniendo los 
analitos de interés. El 17-β-estradiol d4 se preparó de forma independiente, y se utilizó como 
patrón interno. Los patrones cuya concentración oscila entre 5 y 20 µg/mL se conservan en nevera 
a 4 ºC durante un máximo de 3 meses; y aquellos con concentraciones entre 10 y 50 ng/mL se 
conservan también en nevera durante un máximo de 3 semanas. 
 
Tabla C.1.1. Concentraciones de los stock y mezclas intermedias de los estrógenos objeto de estudio. 
COMPUESTO Stock individual (disolvente) (µg/mL) 
Mezcla en metanol 
(µg/mL) 
Mezcla en acetato de 
etilo (µg/mL) 
Dietilestilbestrol (DES) 1601,2 (metanol) 21,4 18,3 
Estrona (E1) 1438,5 (acetato de etilo) 19,7 18,5 
17-β-estradiol (E2) 1882,8 (metanol) 21,7 18,3 
Mestranol (MES) 2466,2 (acetato de etilo) 20,7 17,4 
17-α-etinilestradiol (EE2) 2119,3 (metanol) 19,6 18,8 
17-β-estradiol d4 (E2-d4) 950,5 (metanol) 19,9 10,3 
 
Las mezclas en acetato de etilo fueron utilizadas durante la optimización de las 
separaciones cromatográficas y de las condiciones de fragmentación en masas-masas. Estos 
patrones se prepararon como se describe a continuación: 
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En un vial de 1,5 mL se añadió la cantidad correspondiente de patrón mezcla y 
de E2-d4 en acetato de etilo, además de 200 µL del reactivo derivatizante, N-metil-N-
(trimetilsilil)trifluoroacetamida (MSTFA). A continuación se ajustó el volumen total a 
300 µL con acetato de etilo. Una vez encapsulado el vial, se introduce en un horno 
termostatizado a 85 ºC durante 100 minutos. Transcurrido este tiempo el vial se retira 
del horno y se conserva a –20 ºC hasta su análisis[1]. 
 
 
1.1.2. Preparación de muestras para SPME 
 
A lo largo de este trabajo se utilizaron distintos tipos de muestras de agua, tanto con 
adición como sin adición de los analitos de interés. Las muestras de agua ultrapura (Milli-Q) 
fueron obtenidas en el propio laboratorio. Las muestras de agua de río fueron tomadas del río 
Sarela, a su paso por Santiago de Compostela y del río Ulla a su paso por Puenteledesma. Las 
muestras de agua residual (tanto influente como efluente) se tomaron en una estación depuradora 
situada en las proximidades de Santiago de Compostela. Estas muestras fueron transportadas al 
laboratorio en botellas de vidrio ámbar, y una vez allí, filtradas sucesivamente a través de filtros 
de fibra de vidrio y de acetato de celulosa (0,45 µm de diámetro de poro), conservándolas hasta el 
momento de su análisis a 4 ºC. 
 
Las muestras fueron preparadas siguiendo el esquema de la figura C.1.1. Antes de añadir 
las disoluciones de trabajo a los viales (10, 22 o 115 mL de capacidad), se pesaron en éstos 
cantidades variables de NaCl (0-300 mg/mL) y se introdujo una barra agitadora en el vial de 
microextracción. A continuación se añadió la muestra de trabajo previamente filtrada y ajustado el 
pH a 6, junto con el patrón interno (E2-d4), llenando completamente los viales. Una vez 
encapsulados, la fibra se expuso directamente a la muestra (SPME directa) durante un tiempo 
determinado (10-180 min.), de modo que los analitos pudiesen absorberse/adsorberse en el 
recubrimiento polimérico. Transcurrido este tiempo se procedió a la derivatización de los analitos 
retenidos en la fibra. Para ello, ésta se expone al espacio de cabeza de un vial de 1,5 mL que 
contiene 50 µL del agente derivatizante. En las condiciones óptimas, la sililación de todos los 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
260   DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS EN MUESTRAS ACUOSAS 
grupos hidroxilos presentes en los analitos considerados se llevó a cabo durante 30 minutos a 60 
ºC utilizando MSTFA como agente derivatizante. Finalizado este tiempo, la fibra es desorbida 
durante 5 minutos en el inyector del equipo de medida (GC-MS-MS). 
 
• Exposición directa SPME
Fibra PA (85 µm)
• Muestra de agua + NaCl
• Agitación magnética
1. Extracción.
2. Derivatización. 
• Exposición espacio de cabeza
• Vial 1,5 mL
• MSTFA
3. Desorción y análisis. 
GC-MS-MS
 
Figura C.1.1. Esquema del proceso de microextracción y derivatización on-fiber para la 
determinación de estrógenos en matrices acuosas. 
 
Los recubrimientos poliméricos de las fibras empleadas para este estudio fueron: 
- 100 µm polidimetilsiloxano (PDMS). 
- 85 µm poliacrilato (PA). 
- 65 µm polidimetilsiloxano/divinilbenceno (PDMS/DVB). 
- 75 µm carboxen/polidimetilsiloxano (CAR/PDMS). 
- 75 µm carbowax/divinilbenceno (CW/DVB). 
 
 
1.1.3. Condiciones instrumentales de medida 
 
Para la determinación de estrógenos mediante GC-MS o GC-MS-MS, se empleó un 
cromatógrafo de gases modelo Varian CP-3800, equipado con un inyector split/splitless modelo 
Varian 1079, y una trampa de iones (modelo Varian Saturn 2000) con capacidad para trabajar en 
modo MS-MS. Para el control del equipo y tratamiento de datos se utilizó el software Varian 
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Saturn GC/MS Workstation v. 5.52. Las condiciones instrumentales de medida empleadas en este 
estudio se detallan en las siguientes tablas (tablas C.1.2, C.1.3, C.1.4 y C.1.5). 
 
Tabla C.1.2. Condiciones instrumentales de medida empleadas en la separación cromatográfica de los 
estrógenos de interés. 
GC (Varian CP-3800GC) 
 Inyector Split/splitlesss 1079 
      Temperatura del inyector 220 ºC (CW/DVB), 250 ºC (PDMS, PDMS/DVB), 280 ºC (PA, CAR/PDMS, inyección directa) 
      Tiempo de splitless 
      Relación de split 
5 min (SPME), 1 min (Inyección directa, 1 µL) 
50:1 
 Columna 
      Fase estacionaria 
      Dimensiones 
      Flujo en columna 
CP-Sil 8 CB Low Bleed/MS 
5 % fenil, 95 % dimetilpolisiloxano 
30 m x 0,25 mm i.d. x 0,25 µm 
1,0 mL/min (constante) 
 Gas portador He 
 Programa de temperatura 
      Temperatura inicial 
      Tiempo inicial 
   Primer gradiente 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
50 ºC 
5 min (SPME), 1 min (Inyección directa, 1 µL) 
 
20 ºC/min 
220 ºC 
17 min 
   Segundo gradiente 
      Rampa 
      Temperatura final 
      Tiempo final 
 
20 ºC/min 
250 ºC 
20 min 
 
Tabla C.1.3. Condiciones instrumentales de medida empleadas en la detección de los estrógenos mediante 
espectrometría de masas simple (MS). 
MSD (Varian Saturn 2000) 
 Modo de ionización Impacto electrónico (EI) a 70 eV 
 Corriente de emisión del filamento 20 µA 
 Temperaturas 
      Temperatura de la interfase 
      Temperatura de la trampa de iones 
      Temperatura del manifold 
 
280 ºC 
200 ºC 
50 ºC 
 Velocidad de barrido 0,75 s/scan 
 Tiempo de delay 0-17 min 
 Rango de adquisición de masas 17-34 min (150-430 m/z); 34-50 min (150-510 m/z) 
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Tabla C.1.4. Condiciones de medida empleadas en la detección de estrógenos mediante MS-MS. 
MSD (Varian Saturn 2000) 
 Modo de ionización Impacto electrónico (EI) a 70 eV 
 Corriente de emisión del filamento 90 µA 
 Temperaturas 
      Temperatura de la interfase 
      Temperatura de la trampa de iones 
      Temperatura del manifold 
 
280 ºC 
200 ºC 
50 ºC 
 Velocidad de barrido 0,8 o 0,4 s/scana 
 Offset del multiplicador + 100 v 
 Target del AGC 2000 
 Ventana de aislamiento 3 u.m.a. 
 Tipo de CID RESONANTE 
a La velocidad de escaneado fue de 0,8 s/scan en todos los segmentos, salvo en el segmento nº 3. En este segmento, 
al utilizarse la herramienta MRM se empleó un valor de 0,4 s/scan. 
 
Tabla C.1.5. Condiciones de medida específicas para cada compuesto empleadas en la determinación de 
estrógenos mediante GC-MS-MS. 
Compuesto Tiempo (min) 
Ión 
precursor 
(m/z) 
Rango de 
adquisición de 
masas (m/z) 
Storage Level 
de excitación 
(m/z) 
Amplitud de 
excitación (V) 
Tiempo de delay 0-17 - - - - 
DES 17-26 412 375-430 270 1,20 
E1 26-33 342 200-360 170 0,87 
E2-d4 
E2 
33-34 
420 
416 
250-430 
200 
200 
0,85 
MES 34-36 367 170-400 160 0,90 
EE2 36-38 425 170-450 160 0,55 
 
 
1.2. RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
1.2.1. Selección del reactivo derivatizante 
 
Los estrógenos son compuestos poco volátiles, que poseen grupos hidroxilos en su 
estructura. Cuando se utiliza la cromatografía de gases como técnica de separación, se produce 
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una mejora considerable en la forma de los picos cromatográficos sí se derivatizan estos grupos. 
Se ha escogido la sililación, ya que es una de las reacciones más empleadas en la bibliografía para 
la derivatización de este tipo de compuestos. 
 
En este apartado se ha investigado la reactividad de diferentes agentes sililantes frente a 
los hidroxilos alifáticos y aromáticos, que contiene las moléculas de los estrógenos. Los agentes 
sililantes y los catalizadores considerados son los que se indican en la tabla C.1.6. Para llevar a 
cabo este estudio, se recurrió a la derivatización en medio orgánico, procediendo como se indica 
en el apartado 1.1.1. 
 
Tabla C.1.6. Agentes sililantes y catalizadores empleados en este estudio. 
Agente derivatizante Catalizador 
N-metil-N-(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida 
(MTBSTFA) 
1 % de (tert-butildimetil)clorosilano 
(TBDMCS) 
Bis-(trimetilsilil)trifluoroacetamida            
(BSTFA) 
1 % de trimetilclorosilano     
(TMCS) 
N-metil-N-(trimetilsilil)trifluoroacetamida 
(MSTFA) 
1 % de trimetilsililimidazol    
(TMSI) 
 
Los resultados obtenidos se resumen en la tabla C.1.7. En dicha tabla sólo se muestran 
los datos para los distintos agentes derivatizantes sin catalizador, debido a que se obtuvieron el 
mismo tipo de derivados cuando se trabajaba sin o con catalizador. 
 
Tabla C.1.7. Reactividad de los diferentes agentes sililantes frente a los grupos hidroxilos de los 
estrógenos estudiados. 
Grupos OH sililados Derivatizante 
DES E1 E2 MES EE2 
MTBSTFA Todos Todos Aromáticos Ninguno Aromáticos 
BSTFA Todos Todos Todos Ninguno Aromáticos 
MSTFA Todos Todos Todos Todos Todos 
 
El MTBSTFA sólo es capaz de reaccionar con los grupos hidroxilos en la posición 3 del 
anillo aromático de los analitos considerados, formando los derivados tert-butildimetilsililados, 
Anexo II. El BSTFA es capaz de reaccionar con los hidroxilos aromáticos de todos los 
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compuestos y con el hidroxilo alifático del 17-β-estradiol. No obstante, no es capaz de sililar los 
OH alifáticos del mestranol y del 17-α-etinilestradiol, figura C.1.2. Se observaron resultados 
similares empleando BSTFA con un 1 % de TMCS. Por último, el MSTFA, con o sin catalizador, 
es capaz de derivatizar todos los hidroxilos, tanto alifáticos como aromáticos, de los compuestos 
considerados, probablemente debido a su menor tamaño, lo que le permite aproximarse incluso a 
los grupos OH con mayor impedimento estérico. 
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Figura C.1.2. Espectros de masas correspondientes a un patrón de 10 µg/mL de EE2 tras ser derivatizado con: 
a) MTBSTFA, b) BSTFA y c) MSTFA. 
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Por otro lado, e independientemente del reactivo derivatizante empleado, hay que señalar 
que el dietilestilbestrol presentaba siempre dos picos con el mismo espectro de masas, figura 
C.1.3, que corresponden a los isómeros trans y cis del compuesto. Este hecho ya ha sido 
observado por otros autores[2]. De aquí en adelante, se considerará la suma de áreas de ambos 
picos para la cuantificación del DES. 
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Figura C.1.3. Cromatograma correspondiente a un patrón de dietilestilbestrol (300 ng/mL) con sus 
correspondientes espectros de masas (m/z 412). Derivatización con MSTFA. 
 
 
1.2.2. Identificación de los estrógenos 
 
La identificación y caracterización de cada uno de los estrógenos (dietilestilbestrol, 
estrona, 17-β-estradiol, 17-β-estradiol-d4 (IS), mestranol y etinilestradiol) como derivados 
trimetilsililados, se realizó en base a sus tiempos de retención en la columna cromatográfica y por 
sus espectros de masas o masas-masas, según se trabaje con GC-MS o GC-MS-MS, tabla C.1.8, 
Anexo II y III. 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
266   DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS EN MUESTRAS ACUOSAS 
Tabla C.1.8. Tiempos de retención e iones de cuantificación en MS y MS-MS para los estrógenos sililados. 
GC-MS GC-MS-MS 
Compuesto tR (min.)a Mm
b Mmc 
Ión cuantificación 
(m/z)d 
Ión cuantificación 
(m/z) 
Otros iones 
(m/z) 
19,6 
DES 
22,3 
268 412 412 383 397 
E1 32,6 270 342 342 257 244, 314 
E2-d4 (IS) 33,5 276 420 420 330 + 287 301 
E2 33,6 272 416 416 326 + 285 298 
MES 35,0 310 382 367 193 223, 349, 352 
EE2 36,7 296 440 425 193 331, 407 
a Tiempos de retención correspondientes a la inyección con el programa para SPME. 
b Masa molecular del compuesto sin derivatizar. 
c Masa molecular del compuesto derivatizado. 
d Utilizado como ión precursor en MS-MS. 
 
La figura C.1.4 muestra un cromatograma de GC-MS para en patrón de estrógenos 
derivatizados con MSTFA. En él se puede observar una buena resolución a línea base, excepto 
para el E2 y E2-d4, y picos sin colas. Los espectros de masas correspondientes se muestran en el 
Anexo II. Estos se caracterizan porque, generalmente, el pico base de los estrógenos derivatizados 
(utilizado como ión de cuantificación) coincide con el ión molecular ([M]+), excepto para el MES 
y el EE2, para los cuales el pico base corresponde a la pérdida de un grupo metilo ([M-CH3]+). 
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Figura C.1.4. Cromatograma correspondiente a un patrón de 300 ng/mL de los estrógenos 
derivatizados obtenido en GC-MS: (a) corriente iónica total (TIC), (b) m/z 412. 
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Figura C.1.4. (CONTINUACIÓN) Cromatograma correspondiente a un patrón de 300 ng/mL 
de los estrógenos derivatizados obtenido en GC-MS: (c) m/z 342, (d) m/z 420 (IS), (e) m/z 
416, (f) m/z 367 y (g) m/z 425. 
 
El cromatograma obtenido para un patrón de 300 ng/mL inyectado en GC-MS-MS, es el 
que se muestra en la figura C.1.5.. 
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Figura C.1.5. Cromatograma correspondiente a un patrón de 300 ng/mL de los estrógenos 
derivatizados obtenido en GC-MS-MS: (a) corriente iónica total (TIC). 
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Figura C.1.5. (CONTINUACIÓN) Cromatograma correspondiente a un patrón de 300 ng/mL 
de los estrógenos derivatizados obtenido en GC-MS-MS: (b) m/z 383, (c) m/z 257, (d) m/z 
330+287 (IS), (e) m/z 326+285 y (f) m/z 193. 
 
En este cromatograma podemos observar que la relación señal/ruido (S/N) de los dos 
últimos picos es inferior que la obtenida para el resto de los analitos. Esto es debido a que el 
mestranol, y el etinilestradiol presentan unos espectros de masas-masas con muchos iones en 
comparación al resto de los estrógenos, que muestran sólo uno o dos productos de fragmentación, 
Anexo III. 
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1.2.3. Optimización de las condiciones de derivatización on-fiber 
 
El MSTFA se seleccionó para la derivatización on-fiber de los estrógenos, ya que de 
acuerdo con los experimentos realizados en medio orgánico (acetato de etilo), fue el único agente 
capaz de sililar los grupos OH no aromáticos del mestranol y 17-α-etinilestradiol. La 
concentración de los analitos se llevó a cabo utilizando una fibra de SPME, que después de la 
etapa de extracción se expuso a los vapores del agente derivatizante. 
 
 
1.2.3.1. Tiempo y temperatura de derivatización 
 
La influencia del tiempo y de la temperatura de derivatización en el rendimiento de la 
reacción de sililación on-fiber se estudió conjuntamente, seleccionando valores de tiempo entre 10 
y 60 minutos, y temperaturas entre 40 y 80 ºC. Experimentos previos realizados a temperatura 
ambiente, mostraron una gran variabilidad en los resultados obtenidos tanto en lo referente a áreas 
de pico como a la presencia de especies parcialmente derivatizadas. Para llevar a cabo este estudio 
se utilizó una fibra de poliacrilato. Tras su exposición, durante 30 minutos, a una muestra de agua 
Milli-Q con adición de los estrógenos a nivel de 10 ng/mL, se situó en el espacio de cabeza de un 
vial de 1,5 mL conteniendo 50 µL de MSTFA. A continuación se desorbió la fibra en el sistema 
GC-MS. 
 
En vista de los resultados obtenidos, figura C.1.6 se puede afirmar que los compuestos 
estudiados siguen dos comportamientos bien definidos. En el caso del DES, E1 y E2, la área de 
pico de los analitos derivatizados apenas se ve afectada por las condiciones seleccionadas, figura 
C.1.6 (A) (sólo se muestra la gráfica para el DES, ya que el resto de los analitos presentan 
comportamientos análogos). No obstante, temperaturas elevadas y tiempos de exposición al 
derivatizante prolongados, provocan una disminución notable en el área de pico de los 
compuestos, probablemente debido a la desorción de los analitos de la fibra durante esta etapa. 
Para ninguno de estos tres estrógenos se observa la presencia de compuestos no derivatizados. 
Para el DES, al igual que ocurría cuando la derivatización se realizaba en medio orgánico, se 
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obtienen dos picos con el mismo espectro de masas, figuraC.1.7, probablemente correspondientes 
a los isómeros trans y cis[1, 3]. 
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Figura C.1.6. Influencia de la temperatura y del tiempo de derivatización en la respuesta obtenida para: (A) 
Dietilestilbestrol diTMS (B) Mestranol sin derivatizar y (C) Mestranol monoTMS, (D) 17-α-etinilestradiol 
momoTMS y (E) 17-α-etinilestradiol diTMS. 
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Por otro lado, el rendimiento de la derivatización on-fiber para MES y EE2 está 
influenciado fuertemente por el tiempo y la temperatura de exposición de la fibra de PA a los 
vapores del reactivo derivatizante (MSTFA). En la figura C.1.6 (B)-(E), se puede apreciar como 
para tiempos de exposición cortos y temperaturas bajas, la derivatización no es completa. Por lo 
tanto, aparecen dos picos en el cromatograma para el MES, y otros dos para el EE2 mostrando 
espectros diferentes, figura C.1.7. En el caso del mestranol corresponden al analito sin derivatizar 
(pico base m/z 310) y al MES monosililado (pico base m/z 367). Para el 17-α-etinilestradiol 
corresponden al EE2 sililado sólo en el grupo hidroxilo aromático (pico base m/z 368) y al EE2 
con ambos grupos hidroxilos sililados (pico base m/z 425). 
 
Además en la figura C.1.6 (B)-(E), se muestra como a medida que incrementa el tiempo 
de exposición al MSTFA y la temperatura de derivatización, las señales del MES sin derivatizar y 
del EE2 monoTMS disminuyen, al mismo tiempo que la respuesta para los compuestos 
completamente derivatizados aumenta. Al igual que ocurre con el DES, tiempos de exposición 
muy prolongados y temperaturas altas provocan una disminución en la respuesta (área de pico) de 
las especies derivatizadas (MES monoTMS y EE2 diTMS). Por ello, los valores óptimos de 
tiempo y temperatura de derivatización fueron fijados en 30 minutos y 60 ºC, respectivamente. 
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Figura C.1.7. Cromatograma obtenido para una muestra de agua Milli-Q con adición a nivel de 10 ng/mL 
de los estrógenos de interés, derivatizados durante 10 min. a 40 ºC. (A) Corriente iónica total (TIC), (B) 
MES sin derivatizar, (C) MES monoTMS, (D) EE2 monoTMS y (E) EE2 diTMS, con sus respectivos 
espectros de masas. 
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Figura C.1.7. (CONTINUACIÓN) Cromatograma obtenido para una muestra de agua Milli-Q con adición a 
nivel de 10 ng/mL de los estrógenos de interés, derivatizados durante 10 min. a 40 ºC. (A) Corriente iónica 
total (TIC), (B) MES sin derivatizar, (C) MES monoTMS, (D) EE2 monoTMS y (E) EE2 diTMS, con sus 
respectivos espectros de masas. 
 
 
1.2.3.2. Volumen de derivatizante 
 
El efecto del volumen de derivatizante se estudió a cuatro niveles distintos entre 10 y 100 
µL. En la figura C.1.8 se muestra la influencia de la cantidad de derivatizante en la respuesta 
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obtenida para el DES y el E2, el resto de los estrógenos estudiados presentan un comportamiento 
análogo. Se puede observar como el volumen de derivatizante no afecta de manera significativa al 
rendimiento de la reacción de derivatización on-fiber. 
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Figura C.1.8. Efecto del volumen de derivatizante en el área de 
pico para a) Dietilestilbestrol (DES) y b) 17-β-estradiol (E2). 
 
En vista de estos resultados, en experimentos posteriores la derivatización on-fiber se 
realizará utilizando 50 µL de MSTFA durante 30 minutos a 60 ºC. En estas condiciones el área de 
pico del MES sin derivatizar y del EE2 monoderivatizado representan menos de un 3 % de las 
respuestas correspondientes a los compuestos completamente sililados. 
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1.2.4. Optimización de las condiciones de microextracción en fase sólida 
(SPME) 
 
Se han realizado una serie de experimentos, con el fin de determinar el efecto de factores 
tales como la agitación, el pH del medio, la concentración de sal, el tiempo de extracción, etc,..., 
sobre la eficacia de la SPME directa de estrógenos en muestras de agua. En los experimentos 
preliminares se eligió el muestreo directo debido a la baja volatilidad de los compuestos 
analizados, y una fibra de poliacrilato por su carácter relativamente polar. Este tipo de 
recubrimiento es el utilizado normalmente en la bibliografía para la microextracción de 
compuestos polares y su posterior derivatización on-fiber[4, 5]. En estas pruebas se emplearon 
disoluciones acuosas con una adición de los analitos a nivel de 10 ng/mL. 
 
 
1.2.4.1. Agitación, pH del medio y efecto salino 
 
En este apartado se va a evaluar la influencia de la agitación, del pH del medio y del 
cloruro sódico en el proceso de microextracción en fase sólida. Para ello, se ha utilizado un diseño 
factorial a dos niveles, tipo 23 con dos puntos centrales y un total de 10 experimentos. Los niveles 
de los factores considerados se indican en la tabla C.1.9. 
 
Tabla C.1.9. Codificación y niveles de los factores incluidos en 
el diseño experimental. 
NIVELES  
 CLAVE FACTOR 
Bajo Alto  
 A pH 4 8  
 B Agitación sin con  
 C NaCl (mg/mL) 0 300  
 
La SPME directa se llevó a cabo empleando viales de 115 mL de capacidad conteniendo 
105 mL de una muestra de agua ultrapura con adición de los estrógenos de interés. El tiempo de 
exposición fue de 30 minutos a temperatura ambiente. Las condiciones de derivatización on-fiber 
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fueron las optimizadas en el apartado anterior (50 µL MSTFA, 30 min., 60 ºC). Las 
determinaciones se realizaron en GC-MS-MS. 
 
Las tablas C.1.10 y C.1.11 muestran la matriz de experiencias y los resultados obtenidos 
(áreas de pico), para cada uno de los compuestos estudiados. El efecto de los tres factores en la 
eficacia de la microextracción se evaluó utilizando el programa Statgraphics Plus. 
 
Tabla C.1.10. Matriz de experiencias generada por el Statgraphics Plus. 
 Experimento pH Agitación NaCl (mg/mL)  
 1 4 con 300  
 2 8 con 300  
 3 4 con 0  
 4 6 con 150  
 5 6 sin 150  
 6 8 con 0  
 7 8 sin 0  
 8 8 sin 300  
 9 4 sin 300  
 10 4 sin 0  
 
Tabla C.1.11. Área de pico obtenida para cada uno de los estrógenos en los 
experimentos del diseño factorial. 
Área de pico 
Experimento 
DES E1 E2 MES EE2 
1 2130646 1113783 1350826 141312 182395 
2 1958160 1200570 1524733 99805 184094 
3 1527257 327033 443239 233100 131872 
4 1428047 863661 1055188 155471 160949 
5 243476 149914 175168 18219 21006 
6 398581 132415 169211 114832 42756 
7 48765 35957 43306 11109 5210 
8 339346 158612 153831 10015 16055 
9 380805 185202 187588 11581 22018 
10 59206 16632 38990 6478 6201 
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En la figura C.1.9 se representa el efecto normalizado de cada factor y de las 
interacciones de primer orden en valor absoluto (Gráficos Pareto) y, en la figura C.1.10, el gráfico 
de los efectos principales para cada uno de los estrógenos estudiados. Se puede observar como la 
agitación es el factor estadísticamente más importante, con una influencia positiva en la eficacia 
de la microextracción para los cinco estrógenos estudiados (95 % de confianza). Por lo tanto, la 
cantidad de analito concentrado en la fibra está controlado principalmente por la difusión de los 
compuestos desde la matriz de la muestra a la fibra. 
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Figura C.1.9. Gráficos Pareto para los estrógenos investigados. 
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La adición de cloruro sódico también es un factor estadísticamente significativo, y con 
una influencia positiva en la eficacia de la extracción. No obstante, para el mestranol podemos 
apreciar como la adición de cloruro sódico presenta un efecto negativo, aunque no alcanza el 
límite de significación estadística (95 % de confianza). 
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Figura C.1.10. Gráficos de efectos principales para los estrógenos estudiados. 
 
En cuanto al pH del medio, tiene un efecto ligeramente negativo, figura C.1.10, pero para 
ninguno de los compuestos resultó ser estadísticamente significativo. Se escoge un pH intermedio, 
pH 6, para llevar a cabo experimentos posteriores. 
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Por otro lado, si tenemos en cuenta las interacciones de primer orden se puede apreciar en 
la figura C.1.9, como la interacción entre cloruro sódico y agitación es estadísticamente 
significativa para la estrona y el 17-β-estradiol, mostrando que la adición de sal ejerce una 
influencia positiva, y más importante cuando la muestra se somete a agitación, que en ausencia de 
la misma, figura C.1.11. 
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Figura C.1.11. Interacciones de primer orden para cada uno de los estrógenos estudiados. 
 
Durante el diseño se consideró la agitación como una variable discontinua, por lo que 
sólo se estudió la eficacia de la microextracción con o sin agitación. Adicionalmente, se realizaron 
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nuevos experimentos, en los que se estudió el efecto de la velocidad de agitación sobre el 
rendimiento de la microextracción en fase sólida directa. Se tomaron valores entre 0 y 600 rpm. 
Los resultados obtenidos, figura C.1.12, ponen de manifiesto que no hay diferencias importantes 
entre las distintas velocidades de agitación, excepto para el mestranol y el etinilestradiol. En las 
gráficas para ambos compuestos se observa como a medida que aumenta la velocidad de agitación 
aumenta la respuesta obtenida. Se decidió trabajar a 400 rpm, ya que velocidades de agitación más 
altas producen estrés mecánico sobre el recubrimiento de la fibra, pudiendo contribuir al 
desprendimiento de la fase polimérica que recubre la fibra. 
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Figura C.1.12. Influencia de la velocidad de agitación en la respuesta obtenida para cada uno de los 
estrógenos considerados. 
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En vista de estos resultados se decidió llevar a cabo la SPME directa en presencia de 
cloruro sódico (300 mg/mL), agitación (400 rpm) y pH 6. Después de finalizada la 
microextracción y antes de la derivatización, la fibra se lava durante dos minutos en agua Milli-Q 
con el fin de eliminar el exceso de cloruro sódico de la superficie de la misma, para evitar la 
cristalización de la sal sobre la fibra y su deposición en el inyector del cromatógrafo. 
 
 
1.2.4.2. Recubrimiento de la fibra 
 
En este apartado se llevó a cabo un estudio comparativo de 5 fibras de diferente 
naturaleza, tabla C.1.12, para evaluar su influencia en la eficacia del proceso de extracción. Tanto 
la microextracción como la derivatización se realizaron bajo las condiciones optimizadas en los 
apartados anteriores, muestreando directamente durante 40 minutos. Tras la etapa de 
derivatización las fibras son desorbidas en el sistema cromatográfico a la temperatura indicada en 
la tabla C.1.12. 
 
Tabla C.1.12. Tipos de recubrimientos, espesor de 
fibra y temperatura de desorción. 
 Recubrimiento Espesor (µm) 
Tª desorción 
(ºC)  
 PA 85 280  
 CW/DVB 65 220  
 PDMS 100 250  
 PDMS/DVB 65 250  
 CAR/PDMS 75 280  
 
Los resultados obtenidos, figura C.1.13, mostraron que la máxima eficacia de extracción 
se consigue cuando se trabaja con una fibra de poliacrilato (PA). La otra fibra polar considerada 
en este estudio, CW/DVB, no ha sido evaluada debido a que resultó inestable cuando se somete al 
protocolo propuesto. Después de dos o tres ciclos de extracción-derivatización el recubrimiento se 
hincha y se desprende de la fibra de sílice al ser retraída en la aguja de protección del soporte. 
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Este fenómeno ha sido descrito por otros autores[6] y se había observado también al trabajar con 
fármacos antiinflamatorios. 
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Figura C.1.13. Efecto del recubrimiento de la fibra representada como respuesta 
porcentual normalizada para cada compuesto estudiado.  
 
 
1.2.4.3. Volumen de muestra 
 
Para investigar el efecto del volumen de muestra sobre la cantidad de analito concentrado 
en la fibra de PA, se llevaron a cabo una serie de pruebas empleando viales de distintas 
capacidades: 10, 20 y 115 mL. A cada vial se le añadió una muestra acuosa con adición de los 
estrógenos a igual nivel de concentración, hasta llenar completamente los viales (10, 20 y 105 mL 
de muestra), y una cantidad proporcional de NaCl (300 mg/mL). Después de una etapa de 
muestreo de 30 minutos y tras la derivatización en las condiciones optimizadas anteriormente, se 
desorbió la fibra en el inyector del sistema GC-MS-MS. 
 
Teóricamente el volumen de muestra está relacionado con la sensibilidad del método, es 
decir, con el número de moles de analito extraídos de la muestra por la fibra. Por tanto, a medida 
que aumenta el volumen de muestra aumenta la respuesta obtenida (ecuación 1.5., apartado 
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1.3.4., Capítulo I), hasta llegar a un punto en que el volumen es tan grande que no afecta a la 
eficacia de la extracción, se dice entonces, que se ha alcanzado el volumen infinito. 
 
En la figura C.1.14, se pone de manifiesto que el incremento del volumen de muestra 
produce una mejora en la eficacia del proceso de microextracción. Se puede observar que la señal 
más alta corresponde al volumen de muestra de 105 mL, por lo que de aquí en adelante se 
trabajará con este volumen de muestra y viales de 115 mL. 
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Figura C.1.14. Influencia del volumen de muestra en el rendimiento de 
la microextracción. 
 
 
1.2.4.4. Tiempo de exposición 
 
En este apartado se investigó la influencia del tiempo de exposición en la respuesta 
obtenida para cada uno de los analitos. Para ello, se trabajó con una fibra de PA, muestreo directo 
y las condiciones optimizadas hasta ahora en lo referente al pH del medio, NaCl, agitación, 
volumen de muestra y condiciones de derivatización. La determinación de cada compuesto se 
realizó mediante GC-MS-MS. 
 
La figura C.1.15 muestra la influencia del tiempo de extracción en la respuesta (área de 
pico) para cada uno de los estrógenos considerados. Se puede observar como a medida que 
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aumenta el tiempo de muestreo la cantidad de analito extraído va aumentando. Sólo en el caso del 
DES la respuesta se estabiliza a partir de 90 minutos, se dice entonces, que ha alcanzado el 
equilibrio. Para el resto de los estrógenos, de acuerdo con resultados publicados por otros 
autores[7], la cinética de concentración es relativamente lenta, ya que tras 120 minutos de 
exposición no se ha alcanzado el equilibrio. Como solución de compromiso, se decidió fijar el 
tiempo de muestreo en 60 minutos para posteriores experimentos, asumiendo la correspondiente 
pérdida de sensibilidad, con el fin de que la etapa de preparación de muestra no consuma un 
tiempo excesivo. No obstante, en caso de necesitar mejorar la sensibilidad del método, se podría 
recurrir a tiempos de exposición mayores. 
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Figura C.1.15. Efecto del tiempo de exposición. Cinéticas de microextracción directa a temperatura 
ambiente. Fibra de PA. 
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1.2.4.5. Temperatura de exposición 
 
La temperatura es un factor que afecta tanto a la cinética como a la termodinámica del 
proceso de SPME. Por un lado, el aumento de la temperatura provoca un incremento de la energía 
cinética de las moléculas de los analitos, aumentando sus coeficientes de difusión hacia la fibra. 
Esto conlleva un descenso del tiempo necesario para alcanzar el equilibrio entre las fases del 
sistema. Por otro lado, la absorción de los analitos en la fibra es un proceso exotérmico, por lo que 
el aumento de la temperatura provoca el descenso de la constante de partición entre la fibra y la 
muestra, traduciéndose en una pérdida de la sensibilidad. 
 
Como ya se ha demostrado en el apartado anterior, los estrógenos tienen una cinética 
relativamente lenta, por lo que cabría esperar, que el aumento de la temperatura mejorase la 
sensibilidad cuando no nos encontramos en el equilibrio. En este apartado se va a evaluar la 
influencia de la temperatura en la respuesta obtenida para cada uno de los estrógenos estudiados. 
Para ello se trabajó con viales de 115 mL a los que se le adicionó cloruro sódico y la cantidad 
correspondiente de una muestra de agua ultrapura conteniendo los analitos de interés. Se escogió 
como tiempo de exposición de la fibra a la muestra 60 minutos, y a este tiempo se seleccionaron 
diferentes temperaturas de trabajo (Tª ambiente, 60 y 100 ºC). El resto de las condiciones 
experimentales fueron las optimizadas hasta el momento. 
 
En la figura C.1.16, se representa la influencia de la temperatura en el área de pico para 
cada uno de los compuestos de interés. Experimentalmente, salvo en el caso del DES, la máxima 
señal se obtuvo a 60 ºC. No obstante, a esta temperatura se observó el desprendimiento de la fase 
después de un número reducido de ciclos de extracción-derivatización. Este comportamiento, en 
procesos de muestreo directo con cloruro sódico, también ha sido observado en el laboratorio para 
otras fases como PDMS/DVB o PDMS/CAR/DVB, y otros compuestos, incluso sin considerar la 
etapa de derivatización on-fiber. Por ello, se decidió mantener la temperatura ambiente como una 
de las condiciones de trabajo para llevar a cabo la microextracción directa. 
 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS EN MUESTRAS ACUOSAS 285 
En el caso del DES se observó una disminución continua en la eficacia de la 
microextracción al aumentar la temperatura. Esto parece confirmar, tal y como se muestra en la 
figura C.1.15, que posee una cinética de extracción mucho más rápida que el resto de los 
compuestos considerados en este estudio. 
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Figura C.1.16. Influencia de la temperatura de exposición. 
 
 
1.2.4.6. Efectos de memoria 
 
Con el objeto de evaluar la existencia de efectos memoria sobre la fibra de 
microextracción, ésta se expuso a una muestra de agua Milli-Q con adición de los analitos de 
interés a nivel de 10 ng/mL y se derivatizó en las condiciones anteriormente optimizadas. Después 
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de su desorción en el inyector del sistema cromatográfico (280 ºC, 5 minutos), se investigó la 
presencia de restos de especies tanto derivatizadas como no derivatizadas en el recubrimiento de 
la fibra. Se procedió de dos formas:  
 
9 En el primer caso, la fibra fue desorbida dos veces consecutivas, después del proceso de 
extracción-derivatización. Los niveles (áreas de pico) de los analitos se muestra en la 
tabla C.1.13. Se observa que tras la primera desorción, el 95 % de los analitos 
derivatizados son eliminados de la fibra. 
 
9 En el segundo caso, después de la desorción, la fibra fue expuesta de nuevo a una fracción 
fresca del agente derivatizante para comprobar si alguno de los compuestos estudiados 
quedaban retenidos en la fibra sin derivatizar. Las señales obtenidas (áreas de pico 
normalizadas respecto a la primera desorción, tabla C.1.13) fueron similares al caso 
anterior por lo que se puede concluir que los efectos de memoria son debidos a restos de 
compuestos sililados que permanecen en la fibra después de la primera desorción. 
 
Con el fin de eliminar problemas 
de contaminación entre inyecciones 
consecutivas, se recomienda una segunda 
desorción en un inyector de otro equipo, 
desprovisto de columna cromatográfica, 
durante otros 5 minutos a 280 ºC. 
 
 
 
 
1.2.4.7. Efectos de matriz 
 
En SPME, el tipo de muestra puede afectar de manera significativa a la cantidad de 
analito concentrado sobre la fibra[8]. En este apartado se van a realizar una serie de experimentos 
 
Tabla C.1.13. Respuesta normalizada en la segunda 
desorción de la fibra de PA durante 5 minutos a 280 ºC. 
% área de pico vs 1ª desorción 
Compuesto 
Especies sililadas Especies no sililadas 
DES 5 5 
E1 2 3 
E2 2 3 
MES 3 5 
 
EE2 3 4 
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para evaluar la potencial influencia de la composición de la matriz en la eficacia de la 
microextracción. 
 
Para llevar a cabo este estudio, se tomaron 4 muestras de agua diferentes: agua Milli-Q, 
agua de río así como influente y efluente de una estación de depuración de agua residual. A dichas 
muestras se le ajustó el pH a 6 y se le adicionaron los estrógenos a nivel de 50 ng/mL, 
realizándose a continuación, la SPME directa y la derivatización en las condiciones optimizadas 
en los apartados anteriores. Las determinaciones se realizaron mediante GC-MS-MS. 
 
Los resultados obtenidos, figura C.1.17, muestran que el rendimiento en el proceso de 
microextracción es similar cuando se trabaja con muestras de agua ultrapura y de agua de río. Sin 
embargo, se aprecia un gran efecto matriz cuando se trabaja con muestras de agua residual y en 
concreto, con muestras de influente. Estas muestras se caracterizan por contener materia orgánica 
en disolución, lo que favorece la retención de los estrógenos en la matriz de la muestra, la cual 
compite con el recubrimiento polimérico de la fibra por los analitos. Para E1, E2 y EE2, los 
compuestos más polares (log Kow 3,7, 4,1 y 4,5, respectivamente), la disminución en el 
rendimiento de la extracción es moderada, mientras que para DES y MES (log Kow 5,9 y 5,2, 
respectivamente) se produce una pérdida de sensibilidad muy importante, por lo que los límites de 
detección para estos dos compuestos en muestras de agua residual sin tratar aumentan 
considerablemente. 
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Figura C.1.17. Efecto matriz (n= 4 réplicas). 
 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
288   DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS EN MUESTRAS ACUOSAS 
E2
0,0E+00
2,0E+05
4,0E+05
6,0E+05
8,0E+05
1,0E+06
Milli-Q Río Efluente Influente
Á
re
a 
de
 p
ic
o
MES
0,0E+00
1,0E+04
2,0E+04
3,0E+04
4,0E+04
Milli-Q Río Efluente Influente
Á
re
a 
de
 p
ic
o
EE2
0,0E+00
1,5E+04
3,0E+04
4,5E+04
6,0E+04
Milli-Q Río Efluente Influente
Á
re
a 
de
 p
ic
o
 
Figura C.1.17. (CONTINUACIÓN) Efecto matriz (n= 4 réplicas). 
 
En vista de estos resultados podemos concluir que existe un gran efecto matriz cuando se 
trabaja con muestras complejas (influente), por lo que la cuantificación se debe llevar a cabo 
mediante el método de las adiciones estándar para cada tipo de muestra. Además, el método 
propuesto no tiene la suficiente sensibilidad para la determinación de DES y MES a niveles bajos, 
de unos pocos ng/L, en muestras de agua residual sin tratar. 
 
 
1.2.5. Caracterización del procedimiento analítico 
 
1.2.5.1. Condiciones experimentales 
 
En la siguiente tabla se resumen las condiciones de trabajo óptimas para la 
microextracción y derivatización on-fiber de los estrógenos. 
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Tabla C.1.14. Condiciones óptimas de microextracción y 
derivatización. 
 SPME directa  
 Volumen de muestra 105 mL  
 pH 6  
 NaCl 300 mg/mL  
 Agitación 400 rpm  
 Fibra de SPME Poliacrilato  
 Tiempo de extracción 60 min.  
 Temperatura de extracción Tª ambiente  
 Derivatización on-fiber  
 Derivatizante MSTFA  
 Volumen de derivatizante 50 µL  
 Tiempo de derivatización 30 min.  
 Temperatura de derivatización 60 ºC  
 
 
1.2.5.2. Linealidad 
 
La linealidad del método propuesto ha sido investigada usando muestras de agua 
ultrapura con adición de los compuestos considerados para este estudio, a 5 niveles de 
concentración comprendidos entre 5 y 1000 ng/L. El 17-β-estradiol d4 también se adicionó a las 
muestras a nivel de 28 ng/L. Las curvas de adición obtenidas presentaron coeficientes de 
regresión comprendidos entre 0,997 y 0,999 una vez corregida la respuesta de cada analito con la 
señal del patrón interno, tabla C.1.15. En experimentos posteriores la cuantificación se llevó a 
cabo utilizando siempre el E2-d4 como patrón interno para reducir la variabilidad en las etapas de 
microextracción y derivatización on-fiber. 
 
Tabla C.1.15. Evaluación de la linealidad de la respuesta. 
Compuesto Intervalo de concentración (ng/L) 
Coeficiente de 
regresión (R2) 
Coeficiente de 
regresión (R2) (IS) 
DES 5,0-1012,7 0,999 0,998 
E1 5,3-1059,2 0,993 0,999 
E2 4,4-892,0 0,996 0,998 
MES 5,7-1147,5 0,991 0,997 
EE2 5,1-1031,3 0,988 0,998 
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1.2.5.3. Límites de cuantificación 
 
Los límites de cuantificación (L.C.) se evaluaron como la concentración de analito que 
produce una señal 10 veces igual a la desviación estándar del ruido de fondo, cuando se registran 
los cromatogramas a las relaciones m/z características para cada uno de los analitos considerados. 
En la tabla C.1.16 se muestran que los límites de cuantificación obtenidos mediante GC-MS-MS 
para cada uno de los estrógenos estudiados. El mestranol y el 17-α-etinilestradiol presentan los 
valores más altos. Esto es debido a la presencia de un gran número de iones en su espectros de 
MS-MS (Anexo III) y a su cinética de extracción extremadamente lenta. Globalmente, los límites 
de cuantificación obtenidos son similares o incluso inferiores a los alcanzados con otros métodos 
de preparación de muestra descritos en la bibliografía. Sin embargo, hay que resaltar de nuevo, 
que estos valores sólo son válidos para muestras de agua ultrapura, agua de río y aguas residuales 
tratadas. 
 
Tabla C.1.16. Comparación de los límites de cuantificación para el método 
propuesto (SPME y GC-MS-MS) con los obtenidos utilizando otros métodos. 
L.C. (S/N= 10) (ng/L)  
 Compuesto SPME + 
sililación 
SPE (1 L), limpieza y 
sililación[1] 
SPME sin 
derivatizar[7]  
 DES 0,2 1,0 -  
 E1 1,0 1,0 -  
 E2 0,7 2,0 -  
 MES 3,0 3,0 -  
 EE2 3,0 3,0 60a  
 a Detección MS. 
 
 
1.2.5.4. Precisión 
 
La repetibilidad del método de preparación de muestra propuesto fue evaluada utilizando 
muestras de agua con adición de los estrógenos de interés a diferentes niveles de concentración. 
La repetibilidad, considerando el E2 deuterado como patrón interno, fue evaluada mediante la 
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desviación estándar relativa (RSD %). Los valores obtenidos oscilaron entre 2 y 10 %, 
dependiendo de cada analito y del nivel de concentración considerado, tabla C.1.17. 
 
Tabla C.1.17. Precisión del método propuesto usando detección por 
MS-MS (n= 4 replicados). 
RSD %  
Concentración adicionada   Compuesto
500 ng/L 50 ng/L 25 ng/L  
 DES 3,1 8,8 10,0  
 E1 8,0 5,1 1,4  
 E2 4,6 4,3 8,2  
 MES 3,0 6,7 11,7  
 EE2 6,1 8,7 5,2  
 
 
1.2.5.5. Exactitud 
 
La exactitud del método fue estimada empleando agua de río, la cual no contenía ninguno 
de los analitos estudiados. Dos litros de esta muestra fueron filtrados y ajustados a pH 6. A 
continuación, se le adicionaron los estrógenos considerados a nivel de  25 ng/L.  Las muestras con 
adición  fueron almacenadas toda la noche 
a 4 ºC. La concentración de cada hormona 
en la muestra fue determinada utilizando 
el método de las adiciones estándar, 
llevando a cabo 3 extracciones de la 
muestra inicial y adiciones a 3 niveles por 
duplicado, figura C.1.18. Los resultados 
obtenidos se compararon con los valores 
teóricos con el fin de determinar la 
exactitud del método propuesto. Las 
concentraciones medidas se encontraron entre el 80 y el 120 % de las adicionadas, con una 
desviación estándar relativa en torno al 10 %, tabla C.1.18. 
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 Figura C.1.18. Curva de adición para el MES. 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
292   DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS EN MUESTRAS ACUOSAS 
Tabla C.1.18. Exactitud del método propuesto. 
 Compuesto Concentración adicionada (ng/L) 
Concentración 
encontrada (ng/L) 
 DES 27,1 28,0 ± 3,0 
 E1 25,1 30,5 ± 1,4 
 E2 25,9 26,6 ± 2,2 
 MES 25,2 19.6 ± 2,3 
 EE2 25,8 22,8 ± 1,0 
 
 
1.2.6. Aplicación del método al análisis de muestras reales 
 
El método propuesto fue aplicado a la determinación de estrógenos en muestras de agua 
residual. Dichas muestras correspondían a la salida de una estación de depuración (EDAR) y 
fueron tomadas en septiembre de 2002 y enero de 2003. La cuantificación se llevó a cabo 
mediante el método de adiciones estándar a 3 niveles y la detección mediante MS-MS. 
 
Como puede observarse en la tabla C.1.19, sólo se encontraron estrona (E1) y 17-β-
estradiol (E2) en ambas muestras, figura C.1.19, a concentraciones por encima de los límites de 
cuantificación del método propuesto. 
 
Tabla C.1.19. Concentraciones de estrógenos encontrados en 
el efluente de una EDAR. 
 Compuesto Concentración (ng/L) Fecha de muestreo
 17,3 ± 0,9 Septiembre 2002 
 
E1 
8,1 ± 1,1 Enero 2003 
 7,6 ± 1,6 Septiembre 2002 
 
E2 
5,0 ± 0,5 Enero 2003 
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Figura C.1.19. Cromatograma correspondiente a una muestra de agua residual tratada 
(efluente) tomada en septiembre de 2002. 
 
 
1.2.7. Cuantificación del 17-β-estradiol utilizando dilución isotópica 
 
Como se ha comentado en el apartado 1.2.4.7, la eficacia del método propuesto está 
afectada por la composición de la muestra. Esto es una característica de muchos métodos de 
CAPÍTULO III: RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
294   DETERMINACIÓN DE ESTRÓGENOS EN MUESTRAS ACUOSAS 
SPME, especialmente cuando se trabaja con muestreo directo. Además, la eficacia de extracción 
también varía con el envejecimiento de la fibra de microextracción, lo que hace imprescindible la 
utilización del método de las adiciones estándar para mejorar la exactitud de los resultados. En la 
práctica, este método es laborioso y muy lento, ya que implica obtener una recta de adición para 
cada muestra con diferente matriz. 
 
La dilución isotópica es una alternativa interesante al método de adiciones estándar, ya 
que evita la preparación de las muestras con adición, reduce el número de muestras a procesar y 
además mejora la exactitud y precisión de los resultados. Durante los últimos años ha sido 
aplicada en combinación con GC-ICPMS a la determinación de especies organometálicas[9, 10]. 
Sin embargo, no ha sido muy empleada en el caso del análisis de compuestos orgánicos mediante 
GC-MS o GC-MS-MS. 
 
Teóricamente, la detección mediante espectrometría de masas hace posible la 
cuantificación de los niveles de un determinado analito en una muestra sin necesidad de realizar 
calibrado alguno, siempre y cuando se disponga de un isótopo estable del mismo (que 
preferentemente no contribuya a la señal de la especie a determinar), y se consiga que la especie 
marcada isotópicamente esté sujeta a las misma interacciones analito-matriz que la especie nativa. 
 
El objetivo de este apartado es evaluar la posibilidad de cuantificar los niveles de 17-β-
estradiol en las muestras de agua residual, utilizando la técnica de dilución isotópica y detección 
mediante MS-MS. 
 
En primer lugar, se llevó a cabo la sililación de patrones individuales en acetato de etilo, 
tanto de estradiol marcado isotópicamente como sin marcar, y se analizaron mediante GC-MS-MS 
para comprobar si existían contribuciones por parte del compuesto marcado isotópicamente en la 
señal del analito a determinar, y viceversa. En las figuras C.1.20. y C.1.21. se presenta las señales 
cromatográficas obtenidas para ambos compuestos (estradiol marcado isotópicamente (E2 d4) y 
sin marcar (E2)). Las relaciones masa/carga utilizadas con fines cuantitativos han sido 326+285 
para el E2 y 330+287 para el E2 d4. En el caso del estradiol d4 no se observa señal a la relación 
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m/z 326+285, figura C.1.20, mostrando una alta pureza del compuesto marcado isotopicamente. 
No obstante, para el estradiol nativo, si aparece una pequeña señal a la relación m/z 330+287, 
figura C.1.21. 
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Figura C.1.20. Cromatograma correspondiente a un patrón de 17-β-estradiol d4 obtenido por 
GC-MS-MS: a) Cromatograma de iones totales (TIC), b) m/z 326+285 y c) m/z 330+287 
(E2 d4). 
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Figura C.1.21. Cromatograma correspondiente a un patrón de 178 ng/mL de 17-β-estradiol 
obtenido por GC-MS-MS: a) Cromatograma de iones totales (TIC), b) m/z 326+285 (E2) y c) 
m/z 330+287. 
 
La importancia de esta señal es dependiente de la ventana de masas utilizada para aislar el 
ión padre (m/z 416, tanto menor cuanto más estrecha sea esta ventana) y es debida probablemente 
a la relativamente elevada abundancia del 13C, y a la limitada capacidad del espectrómetro de 
masa para aislar el ión 416 del E2 de otros iones con una relación m/z próxima. Utilizando una 
ventana de aislamiento para los iones padre (416 y 420) de ±1 unidad de m/z, la señal obtenida 
para el estradiol en el canal de detección del estradiol marcado isotopicamente (m/z 330+287) 
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representa tan solo un 0,2 % del área de pico del estradiol registrada a la relación m/z 326+285. 
Esta contribución del E2 a la señal del E2 d4 puede considerarse despreciable siempre y cuando el 
E2 no se encuentre a un nivel de concentración muy superior a la del E2 d4. En esta situación se 
puede considerar que las respuestas de ambas especies son completamente independientes y por 
tanto, la concentración de E2 puede calcularse usando la siguiente ecuación simplificada: 
)/(2.*
36,276
36,272*)/(. 4
4
LngdEConc
destradiolÁrea
estradiolÁreaLngestradiolConc =  
Donde 272,36 y 276,36 corresponden a las masas moleculares del E2 y el E2 d4, 
respectivamente, y Conc. E2 d4 representa la concentración del estradiol marcado en el vial de 
SPME. 
 
En la tabla C.1.20 se comparan los niveles de estradiol encontrados por dilución isotópica 
con los determinados por el método de adiciones estándar. Los valores medios de concentración 
son similares en ambos casos, aunque como era de esperar, la mejor precisión corresponde a la 
técnica de la dilución isotópica. También se puede apreciar que aunque se utilicen diferentes 
concentraciones de E2 d4, se obtienen resultados similares (muestras de Enero 2003). 
 
Tabla C.1.20. Concentraciones de 17-β-estradiol (E2) en muestras de agua residual 
tratada. 
Concentración E2 (ng/L)  
 Fecha de muestreo 
Adición de   
E2 d4 (ng/L) Dilución isotópica Adiciones estándar  
 Septiembre 2002 (n= 6) 25,8 7,76 ± 0,05 7,6 ± 1,6  
5,2 5,2 ± 0,1 -  
25,8 5,9 ± 0,3 5,0 ± 0,5   Enero 2003 (n= 3) 
51,5 5,6 ± 0,2 -  
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CONCLUSIONES 
 
A lo largo de esta memoria se ha descrito el desarrollo de varios métodos para la 
determinación de diferentes analitos en muestras de agua (compuestos organoestánnicos, 
fármacos antiinflamatorios y estrógenos) y sedimentos (compuestos organoestánnicos). Además, 
se ha evaluado la aplicabilidad de la composición estratégica de muestras para la determinación 
semicuantitativa de fármacos antiinflamatorios en muestras de agua. A continuación se presentan 
las principales conclusiones que pueden extrapolarse del trabajo realizado: 
 
 
A. ORGANOESTÁNNICOS 
 
I. Muestras de agua 
 
Se ha optimizado un método rápido para la determinación de MBT, DBT y TBT en 
muestras de agua mediante GC-MIP-AED, utilizando SPME como técnica de concentración. La 
duración del procedimiento propuesto es inferior a 4 minutos, incluyendo la preparación de 
muestra y la separación cromatográfica de los analitos. El método está libre de efectos de matriz y 
el rendimiento del mismo viene controlado básicamente por el volumen de muestra. Por ello, se 
escoge el volumen máximo que puede utilizarse en los viales de 115 mL (80 mL de muestra). Los 
límites de detección alcanzados (1-5 ng/L), permiten la determinación de butil organoestánnicos a 
concentraciones inferiores a los límites legales establecidos. 
 
En todo caso, los límites de detección para butil organoestánnicos en muestras acuosas 
están controlados por las señales detectadas en los blancos. La existencia de organoestánnicos en 
el ambiente del laboratorio es seguramente la principal fuente de estos blancos, aunque no la 
única. En este sentido, la manipulación del agente derivatizante (reactivo stock o sus 
correspondientes disoluciones) provoca su contaminación con la materia particulada existente en 
el laboratorio. Llevando a cabo la preparación de las disoluciones de NaBEt4 y la realización de 
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los experimentos de microextracción en cámara limpia se ha conseguido minimizar, aunque no 
eliminar, los problemas de contaminación. En este caso es posible alcanzar límites de detección 
inferiores al ng/L para DBT y TBT. 
 
La versatilidad de la columna multicapilar en lo referente al rango de flujos de gas 
portador, permite modificar el flujo total de make-up en el plasma del MIP-AED, durante una 
separación cromatográfica, programando distintas presiones de helio en cabeza de columna. Este 
hecho ha posibilitado la determinación de compuestos de mercurio y estaño, en condiciones de 
detección óptimas para ambos, con un tiempo de separación del orden de 2 minutos. El único 
requerimiento experimental es disponer de un cromatógrafo con control electrónico de presión. 
Una vez optimizado el método de detección, se extrapolaron las condiciones de SPME 
desarrolladas para compuestos de estaño, a metilmercurio y mercurio inorgánico, lo que hizo 
posible determinar dos organomercúricos y tres organoestánnicos en muestras de agua en menos 
de 5 minutos, alcanzándose límites de cuantificación inferiores a 12 ng/L para todos ellos. La 
evaluación sistemática de las condiciones de SPME para compuestos de mercurio, probablemente 
permitirá mejorar estos valores. 
 
 
II. Muestras de sedimento 
 
En primer lugar se evaluó la posibilidad de desarrollar un método para la extracción 
simultánea de derivados butilados y fenilados de estaño en sedimentos. Considerando el TPhT 
como especie modelo, se comprobó que la combinación de medio ácido, preciso para recuperar 
los analitos de las muestras, y temperaturas elevadas provocan la degradación de los derivados 
fenilados del estaño. Por tanto, la extracción de estos analitos debe realizarse en condiciones 
relativamente suaves. La utilización de radiación de ultrasonidos permite llevar a cabo la 
extracción del sedimento a temperatura ambiente, evitando así la degradación de los fenil 
organoestánnicos, siempre y cuando se consideren tiempos de sonicación cortos. Utilizando 5 mL 
de ácido acético y un tiempo de sonicación de 4 minutos, es posible alcanzar recuperaciones 
superiores al 70 % para DBT, TBT, MPhT, DPhT y TPhT. No obstante, para extraer de manera 
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cuantitativa el MBT es preciso aplicar tiempos de sonicación prolongados (60 minutos), lo que 
provoca el calentamiento de la suspensión y la degradación de los compuestos fenilados. Por lo 
tanto, la posibilidad de utilizar un mismo método de preparación de muestra para la determinación 
de MBT y especies feniladas parece inviable. 
 
En segundo lugar, se aplicó la SPME a muestras de sedimentos, lo que permitió alcanzar 
límites de detección del orden de 1 ng/g, siempre y cuando la microextracción se lleve a cabo en 
cámara limpia para controlar las señales de los blancos. Las cinéticas de SPME para estos 
compuestos son similares a las observadas en muestras de agua. Además, la precisión y la 
exactitud del procedimiento son aceptables. Sin embargo, el método presenta importantes 
limitaciones: 
8 A diferencia de lo que ocurría para muestras de agua, trabajando con extractos de 
sedimentos, el rendimiento de la microextracción se ve fuertemente afectado por 
efectos de matriz. Por tanto es preciso recurrir al método de las adiciones estándar 
para llevar a cabo la cuantificación fiable de las muestras. 
8 Un incremento en el volumen del extracto de sedimento en el vial de SPME, no se 
traduce necesariamente en un aumento en la eficacia de la microextracción. 
8 En el caso de muestras contaminadas con concentraciones elevadas de butil 
organoestánnicos, el volumen de extracto en el vial de microextracción debe 
reducirse al mínimo con objeto de no exceder el intervalo de respuesta lineal del 
sistema MIP-AED. A la hora de preparar muestras con adición debe considerarse 
también este problema. 
 
En consecuencia, la aplicación de SPME, en combinación con GC-MIP-AED, a la 
determinación de butil organoestánnicos en muestras de sedimentos complica e incrementa el 
tiempo necesario para su cuantificación, en comparación a los métodos de extracción con un 
disolvente orgánico. Desde un punto de vista práctico, se recomienda la introducción de una etapa 
de SPME en el proceso analítico, sólo en el caso de sedimentos con niveles de concentración por 
debajo de los límites de cuantificación alcanzados mediante extracción líquido-líquido (5-10 
ng/g). 
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B. FÁRMACOS ANTIINFLAMATORIOS 
 
Se ha desarrollado un método para la determinación de AINEs en muestras de agua 
mediante GC-MS. Los analitos han sido primero concentrados en una fibra de SPME y a 
continuación derivatizados en la misma, situándola en el espacio de cabeza de un vial que 
contiene el agente derivatizante. Las variables relacionadas con la etapa de microextracción 
fueron las que mostraron una influencia más significativa en el proceso de preparación de 
muestra. En acuerdo con la naturaleza polar, poco volátil y la excelente solubilidad de los analitos 
en agua, la eficacia de la SPME ha resultado mucho mayor en modo directo que en espacio de 
cabeza. La agitación y el empleo de una fibra polar (PA) han favorecido también el rendimiento 
de la etapa de extracción. El efecto positivo o negativo de otras variables como el pH y la fuerza 
iónica es función del pka de los analitos y de los grupos funcionales presentes en su estructura. En 
relación con la etapa de derivatización on-fiber la variable más significativa fue la temperatura del 
vial donde se sitúa el agente sililante. 
 
Las características analíticas del procedimiento desarrollado: límites de cuantificación, 
precisión y exactitud son similares a las correspondientes a procedimientos más clásicos de 
extracción en fase sólida, seguidos de la derivatización de los analitos en el extracto orgánico. El 
análisis de muestras de agua de distinta naturaleza y la participación en un ejercicio de 
intercomparación, han puesto de manifiesto la aplicabilidad del método como procedimiento de 
rutina para la determinación de AINEs en muestras acuosas. 
 
La excelente sensibilidad del procedimiento desarrollado posibilita su aplicación en 
estudios de screening, cuyo objetivo es identificar las muestras individuales contaminadas y 
obtener información semicuantitativa sobre los niveles de los analitos presentes en las mismas. 
Asumiendo que el número de muestras contaminadas es bajo, resulta factible utilizar una matriz 
supersaturada para preparar un número de muestras compuestas inferior al de especímenes 
individuales. Puesto que el método de análisis desarrollado requiere un volumen de muestra 
mínimo, simplifica y facilita la preparación automática de las muestras compuestas, a la vez que 
evita errores humanos en esta etapa, que sin duda, es la más tediosa de esta aproximación 
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analítica. La resolución de la matriz supersaturada mediante algoritmos genéticos (software 
GAMICH), permite hacer una predicción fiable de la concentración de los analitos en los 
especímenes problema, sin necesidad de analizar en duplicado las muestras compuestas y aún, 
asumiendo importantes errores en las determinaciones realizadas para alguna de ellas, lo que 
supone un ahorro considerable de tiempo y dinero. 
 
 
C. ESTRÓGENOS 
 
Se ha optimizado un método para la determinación de cinco estrógenos naturales y 
sintéticos en muestras de agua, utilizando la misma sistemática de preparación de muestra que en 
el caso de fármacos antiinflamatorios. La determinación de los analitos se ha realizado mediante 
GC-MS-MS. En este caso, la optimización de la etapa de sililación on-fiber de los analitos es la 
que ha presentado mayores problemas, debido a la diferente reactividad de los grupos hidroxilos 
presentes en la estructura de los compuestos. Una vez seleccionado el agente derivatizante, la 
eficacia del proceso se ha visto fuertemente afectada por el tiempo y la temperatura de 
derivatización. En lo referente a la etapa previa de microextracción, las variables más 
significativas fueron la agitación, adición de cloruro sódico y el tipo de fibra, además del tiempo 
de muestreo. 
 
Con el método propuesto, utilizando 105 mL de muestra, se consiguen límites de 
cuantificación equivalentes a los correspondientes a la extracción en fase sólida de 1 litro de 
muestra, seguida de la purificación y derivatización del extracto con el mismo agente sililante. No 
obstante, en ambos casos, para ciertos compuestos (ej. EE2) es necesario conseguir mejoras 
adicionales de los límites de cuantificación alcanzados (0,2-3 ng/L), puesto que estas especies son 
capaces de ejercer su acción disruptora a concentraciones en el agua inferiores a 1 ng/L. Además 
para los analitos más lipofílicos (DES y MES) se ha apreciado una fuerte disminución en la 
eficacia del método desarrollado cuando se procesan muestras de agua residual sin tratar. 
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Por último, considerando el estradiol como analito modelo, se ha demostrado la 
posibilidad de utilizar GC-MS-MS en combinación con técnicas de dilución isotópica, para 
cuantificar los niveles de estrógenos en muestras de agua residual, sin necesidad de recurrir a 
realizar adiciones sobre ésta. Esta técnica ha mostrado ser una excelente alternativa al método de 
las adiciones estándar, reduciendo el número de muestras a procesar y mejorando la precisión de 
los resultados. 
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Figura A.I.1.. Espectro de MS del Ibuprofeno-TBDMS. 
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Figura A.I.2. Espectro de MS del Naproxeno-TBDMS. 
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Figura A.I.3. Espectro de MS del Ketoprofeno-TBDMS. 
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Figura A.I.4. Espectro de MS del Ácido Tolfenámico-TBDMS. 
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Figura A.I.5. Espectro de MS del Diclofenac-TBDMS. 
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Figura A.I.6. Espectro de MS del Ácido Meclofenámico-TBDMS (IS). 
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Figura A.II.1.. Espectro de MS del DES-diTBDMS 
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Figura A.II.2. Espectro de MS del DES-diTMS. 
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Figura A.II.3. Espectro de MS del E1-monoTBDMS. 
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Figura A.II.4. Espectro de MS del E1-monoTMS. 
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Figura A.II.5. Espectro de MS del E2-d4-diTMS (IS). 
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Figura A.II.6. Espectro de MS del E2-monoTBDMS. 
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Figura A.II.7. Espectro de MS del E2-diTMS. 
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Figura A.II.8. Espectro de MS del MES sin derivatizar. 
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Figura A.II.9. Espectro de MS del MES-monoTMS. 
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Figura A.II.10. Espectro de MS del EE2-monoTBDMS. 
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Figura A.II.11. Espectro de MS del EE2-monoTMS. 
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Figura A.II.12. Espectro de MS del EE2-diTMS. 
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Figura A.III.1. Espectro de MS-MS del DES-diTMS. 
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Figura A.III.2. Espectro de MS-MS del E1-monoTMS. 
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Figura A.III.3. Espectro de MS-MS del E2-d4-diTMS (IS). 
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Figura A.III.4. Espectro de MS-MS del E2-diTMS. 
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Figura A.III.5. Espectro de MS-MS del MES-monoTMS. 
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Figura A.III.6. Espectro de MS-MS del EE2-diTMS. 
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AINEs Fármacos antiinflamatorios no esteroideos 
AED Detector de emisión atómica 
APCI Ionización química a presión atmosférica 
BCR Oficina de Materiales de Referencia de la Comunidad Europea 
BSA Bis(trimetilsilil)acetamida 
BSTFA Bis(trimetilsilil)trifluoroacetamida 
C-18 Octadecilsilano 
CAR Carboxen 
CE Electroforesis capilar 
CEE Comunidad Económica Europea 
CI Ionización química 
CRM Material de referencia certificado 
CW Carbowax 
DBT Dibutilestaño 
DDT Diclorofeniltricloroetano 
DES Dietilestilbestrol 
DPhT Difenilestaño 
DTE Ditioeritrol 
DVB Divinilbenceno 
E1 Estrona 
E2 17-β-Estradiol 
E2 d4 (2, 4, 16, 16-2H) 17-β-Estradiol 
EE2 17-α-Etinilestradiol 
ECD Detector de captura electrónica 
EDAR Estación de Depuración de Aguas Residuales 
EI Ionización mediante impacto electrónico 
ELISA Inmunoensayo enzimático 
EPA Agencia para la  Protección del Medioambiente (EEUU) 
ESI Ionización mediante electroespray 
FID Detector de ionización de llama 
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GC Cromatografía de gases 
Hg2+ Mercurio inorgánico 
HPLC Cromatografía líquida de alta resolución 
HSSPME Microextracción en fase sólida en espacio de cabeza 
IAEA Agencia Internacional de la Energía Atómica 
ICP-MS Espectrometría de masas con plasma de acoplamiento inductivo 
IS Patrón interno 
LC Cromatografía líquida 
L.C. Límite de cuantificación 
LLE Extracción líquido-líquido 
L.D. Límite de detección 
MAE Extracción asistida por microondas 
MBT Monobutilestaño 
MeHg+ Metilmercurio 
MES Mestranol 
MIP-AED Detector de Emisión Atómica con Plasma Inducido por Microondas 
MPhT Monofenilestaño 
MRM Monitorización múltiple de reacciones de fragmentación 
MS Espectrometría de masas 
MS-MS Espectrometría de masas en tándem 
MSTFA N-Metil-N-(trimetilsilil)trifluoroacetamida 
MTBSTFA N-Metil-N-(tert-butildimetilsilil)trifluoroacetamida 
MW Microondas 
NCI Ionización Química Negativa 
NSAIDs Fármacos antiinflamatorios no esteroideos 
OMI Organización Marítima Internacional 
OMS Organización Mundial de la Salud 
PA Poliacrilato 
PAHs Hidrocarburos policíclicos aromáticos 
PCBs Bifenilos policlorados 
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PCI Ionización química positiva 
PDMS Polidimetilsiloxano 
PFB Pentafluorobencilo 
PFBBr Bromuro de pentafluorobencilo 
PFBCl Cloruro de pentafluorobencilo 
PPCPs Fármacos y productos de cuidado personal 
PS Poliestireno 
PVC Cloruro de polivinilo 
RSD Desviación estándar relativa 
SFE Extracción con fluidos supercríticos 
S/N Relación señal-ruido 
SPE Extracción en fase sólida 
SPME Microextracción en fase sólida 
SSC Composición estratégica de muestra 
TBDMCS tert-butildimetilclorosilano 
TeBT Tetrabutilestaño 
TBT Tributilestaño 
TIC Corriente total de iones 
TMAH Hidróxido de tetrametilamonio 
TMCS Trimetilclorosilano 
TMS Trimetilsililo 
TMSH Hidróxido de trimetilsulfonio 
TMSI Trimetilsililimidazol 
TPhT Trifenilestaño 
TPT Tripropilestaño 
 
   
 
 
   
 
 
   
 
 
